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Zusammenfassung 
Ausgangspunkt dieser vorliegenden Arbeit waren bisherige Untersuchungen unseres Arbeitskreises zum Memb-
ranverankerungsverhalten (Phospholipidmembranen, LUV) von Nukleosiden und Oligonukleotiden, welche 
einen lipophilen Anker an der 5-Position der Pyrimidin- oder an der 8-Position der Purinbase tragen. Diese 
Nukleolipide ankern gut in der Membran, stehen aber nicht mehr für eine Watson-Crick-Basenpaarung an der 
Phasengrenzfläche zu Verfügung. Demnach wurde durch die Verwendung unterschiedlicher Reaktionen (Ve-
resterung, Thioetherbildung, Carbamoylverknüpfung oder „Clickreaktion“ zu Triazolen) und verschiedener 
funktioneller Gruppen (Hydroxy, Thiohydroxy, Azid, Amin) an die 2´-Position der Nukleoside eine Reihe von 
lipophilen Resten (Alkylketten, Cholesterol, Pyren) eingeführt. Diese Konjugate verankerten ebenfalls gut in den 
Membranen und es zeigten sich erste Hinweise, dass durch die Einführung eines Spacers zwischen dem Nukleo-
sid und dem lipophilen Anker, eine Basenpaarung an der Phasengrenzfläche möglich ist. Weiterhin zeigte es 
sich, dass Nukleolipide mit nur einem lipophilen Rest nicht stabil in Membranen verankern, vor allem, wenn 
dieser nicht verzweigt ist. Bei der Anwendung von Oligonukleotiden zum Ankern in Membranen ist es unbedeu-
tend, an welcher Stelle der lipophile Rest am Nukleotid vorkommt, denn zum einen geht das entsprechende 
Nukleolipid selbst keine Basenpaarung ein und zum anderen erfolgt keine Basenpaarung über dieses hinweg. 
Für biotechnologische Anwendungen konnte mit Hilfe dieser synthetisierten lipophilen Oligonukleotide gezeigt 
werden, dass zwei vesikelmembranverankerte Oligonukleotide, welche komplementäre Enden tragen, eine Dop-
pelhelix miteinander bilden und so diese beiden Vesikel auf einen definierten Abstand halten können. 
Da Nukleolipide einen amphiphilen Charakter aufweisen, sollte unter dem AFM untersucht werden, ob diese 
supramolekulare Strukturen zeigen. Dies wurde in der Tat auch beobachtet. Ebenso konnten mittels der LB-
Technik LB-Schichten aus Nukleolipiden dargestellt werden. 
 Abstract 
The starting point of this work was found in our previous studies about anchoring behaviour of lipidated nucleo-
sides and oligonucleotides in biocompatible phospholipid membranes (LUV). That nucleosides and oligonucleo-
tides bear a lipophilic anchor at the 5-position of pyrimidine or at the 8-position of purinbases. This nucleolipi-
des anchor well in such membranes, but were not longer available for a Watson-Crick base pairing at the 
interface to water. Therefore lipophilic groups (alkyl chain, cholesterol, Pyren etc.) were now connected to the 
2'-position of nucleosides by several reactions (esterification, thioether binding, carbamoyl binding or "click 
reaction") and various functional groups (hydroxy, thiohydroxy, azide, amine) to the 2´-position of nucleosides. 
These nucleolipides also well anchored in the model membranes, and gave first evidence that by introducing a 
spacer between the nucleoside and the lipophilic anchor a base pairing at the interface to water is possible. Ho-
wever, only one anchor is not sufficient for a stable anchoring in the phospholipid membranes, especially if they 
are not branched. It was found out that it is insignifacant for the application of oligonucleotides in membrane 
anchoring, at which position of nucleotide the lipid is attached, because on the one hand, the corresponding nuc-
leolipid can not form a pair with a corresponding nucleobase and secondly, there is no base pairing in the nucleo-
tides situated between two lipidated positions. 
For biotechnology applications it might be interesting that two different vesicles each of it furnushed with a 
complementary lipidated oligonucleotide could be kept together in a defined distance by forming double strand 
DNA. 
Since nucleolipide possess amphiphilic character, there abillity to form supramolecular structures was investiga-
ted by atomic force microscope (AFM). In addition formation of LB-layers could be achieved by LB-technology. 
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Widmung 
We absolutely must leave room for doubt or there is no progress and no learning. There is no 
learning without having to pose a question. And a question requires doubt. People search for 
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1 Einleitung und Aufgabenstellung 
1.1. Einleitung 
Die lebende Zelle besteht aus einer Unzahl chemischer Substanzen, welche miteinander interagieren und so neue 
Verbindungen entstehen lassen. Unter diesen befinden sich Nukleinsäuren (DNA, RNA) die unter anderem beim 
genetischen Code und der Proteinbiosynthese eine wesentliche Rolle spielen. Die molekulare Erkennung ist in 
vielen fundamentalen biologischen Prozessen, wie Katalyse, Regulation und Signaltransduktion von entschei-
dender Bedeutung. Diese drei Prozesse werden ebenfalls von der RNA ausgeübt, wodurch sie unter dem Stich-
punkt „It’s an RNA World“ eine Schlüsselrolle in der Entstehung des Lebens zugeschrieben bekommen hat 
(Copley et al., 2007; Corradini et al., 2007; Gilbert, 1986; Joyce, 2002). Aus all diesen Gründen besitzen Nukle-
osidderivate schon seit längerer Zeit eine große Bedeutung in der pharmazeutischen Industrie (Corradini et al., 
2007; Corradini et al., 2007; Rosemeyer, 2004; Rosemeyer, 2005), der Biotechnologie (Barnes und Dickson, 
2006; Hirao et al., 2006; Sturino und Klaenhammer, 2006) und selbst der Materialwissenschaft (Alberti et al., 
2006; Beissenhirtz und Willner, 2006; Mao et al., 2000). 
Durch diese vielfältigen Möglichkeiten der molekularen Erkennung der Nukleoside werden diesen Substanzen 
unterschiedliche Ansätze eingeräumt. So bietet der Einsatz von Nukleinsäurederivaten und/oder Oligonukleoti-
den einen therapeutischen Ansatz, um zum Beispiel in die Genexpression oder auch in die Genregulation ein-
zugreifen. Zum einen kann man durch den Einbau von unnatürlichen Nukleosiden während der Transkription die 
Genexpression stoppen. Ein Beispiel hierfür ist Acyclovir, welches als Mittel gegen verschiedene Herpesviren 
eingesetzt wird (Herpes Simplex Virus Typ I/II (HSV-1/2), Varicella-Zoster-Virus (VZV), Epstein-Barr-Virus 
(EBV)) (Fiddian, 1995; Kulikowski, 1994; Kussmann-Gerber et al., 1999). Seine Wirksamkeit besteht darin, 
dass es in der Zelle zuerst durch die virale Thymidinkinase, welche 3000-mal aktiver ist, als die zelluläre Thy-
midinkinase, phosphorylisiert wird. Anschließend fügt es sich als Acyclo-GTP in die virale DNA ein, was wäh-
rend der Translation zum Kettenabbruch führt. 
 
Abbildung 1: Strukturen von Acyclovir (links) und Acyclo-GTP (rechts) 
Zum anderen kann man mittels RNA-Interferenz (siRNA, microRNA) (Corey, 2007; Fire et al., 1998; Manoha-
ran, 2004) direkt in die Proteinbiosynthese eingreifen. Das Prinzip besteht darin, dass die mRNA, welche das 
entsprechende Gen codiert in ihrer Translation durch die siRNA oder microRNA blockiert wird. Der Unterschied 
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zwischen der siRNA und der microRNA bestehe in ihrer Herkunft. Die microRNA wird auf eigenen pri-miGenen 
codiert, welche durch bestimmte Enzyme pri-microRNA, in Form von Hairpinstrukturen, transkribieren. Die 
siRNA stammt aus Transposons oder viralen Quellen. SiRNA und microRNA werden durch das Enzym „Dicer“ 
aus den entsprechenden dsRNA herausgeschnitten (ca. 21 nucleotidlange Doppelstränge) und anschließend unter 
ATP-Verbrauch entwunden und in einen sense und einen antisense-Strang gespalten. Die „reifen“ RNAs binden 
darauf an den RISC–Komplex (RNA-induced silencing complex). An den sense–Strang kann sich sodann kom-
plementär die entsprechende mRNA binden (s. Abb. 2). Da sich im RISC-Komplex RNA–Helicase- und Nuklea-
se-Aktivitäten befinden, wird die mRNA entwunden und durch die Nukleasen gespalten. Sie steht demnach nicht 
mehr der Proteinbiosynthese zu Verfügung. Eine genauere Beschreibung des Mechanismuses gibt Sontheimer in 
seinem in „Nature“ veröffentlichten Artikel wieder (Sontheimer, 2005). 
 
Abbildung 2: SiRNA (microRNA) und mRNA im RISC-Komplex (aus MedGadget, 2005) 
Ein Problem bei der Applikation von Wirkstoffen wie Acyclovir oder auch von synthetischen siRNA besteht in 
der Bioverfügbarkeit der Substanzen in den Zellen. 
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1.2. Interaktion von Substanzen mit biologischen Membranen 
Während lipophile Botenstoffe die Lipidmembran von Zellen leicht passieren können, ist das für hydrophile 
Signalstoffe (bis auf kleine, ungeladene Moleküle wie CO2 oder Harnstoff), wie vor allem polyanionische 
hydrophile Oligonukleotide, deutlich schwieriger. Dies ist meist biochemisch nur durch membrandurchspannen-
de Rezeptoren möglich, welche das entsprechende Signal in das Zellinnere weitergeben können. Die für die 
Signaltransduktion verantwortlichen Rezeptoren werden in zwei Klassen eingeteilt: 
Zu der einen gehören unter anderem die Steroidrezeptoren. Man spricht hier von intrazellulären Rezeptoren, 
denn der Ligand muss dafür die Zellmembran permeieren. 
Die zweite Klasse stellen die Transmembranrezeptoren dar, welche in verschiedene Unterarten unterteilt werden, 
zu denen unter anderem die Ionenkanäle gehören. Diese transmembranen Proteine binden einen Signalstoff, 
wodurch eine Öffnung des Kanals für bestimmte Ionen induziert wird. Weiterhin sind Enzym-gekoppelte Rezep-
toren transmembrane Proteine bekannt. Diese binden Signalmoleküle, wodurch eine Konformationsänderung 
eine Autophosphorylierung der einzelnen Rezeptoren bewirkt, so dass das Signal ins Zellinnere weitergeleitet 
wird. Häufig handelt es sich bei diesen um Tyrosinkinase-gekoppelte Rezeptoren. Die dritte Art der membranen 
Proteine bilden die G-Protein-gekoppelten Rezeptoren, welche ein Signal über Guaninnukleotidbindende Protei-
ne in die Zelle transportieren. Dabei veranlasst der Rezeptor den Austausch von GDP gegen GTP, wodurch ein 
Zerfall des G-Proteins erfolgt. Makromoleküle, wie Peptide oder Proteine werden über rezeptorvermittelte En-
docytose in die Zelle aufgenommen. Jedoch gibt es für die DNA kaum natürliche Möglichkeiten eines Zelltrans-
fers (eine Ausnahme wäre z.B. die Plasmabrücke bei Bakterien). Da viele Wirkstoffe ihre Information weder 
durch Signaltransduktion, noch durch biologische Kanäle an das Zellinnere übertragen können, gilt es, an ande-
ren Wegen der Signalübertragung zu forschen. 
Eine Alternative, die Verankerung und eventuell darauf basierend den Durchtritt einer Nukleinsäure durch eine 
Lipidmembran zu erzielen, besteht in der kovalenten Verknüpfung von Nukleinsäuren bzw. Nukleosiden mit 
Lipidresten. Derartige Konjugate aus Nukleobase, Nukleosid, Nukleotid oder Oligonukleotid und Lipid bezeich-
net man als Nukleolipid (Smrt und Hynie, 1980). Ein in der Natur weit verbreitetes Nukleolipid ist das Cytidin-
diphosphatdiacylglycerol (s. Abb. 3), welches bei der Glycerollipidbiosynthese die Diphosphatdiacylglyce-
rolgruppe auf einen Zucker oder ein Protein übertragen kann und sich somit die anionischen Phospholipide, wie 
das Cardiolipidin, das Phosphatidylglycerin oder das Phosphatidylinisitol bilden. 
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Abbildung 3: Struktur von Cytidindiphosphatdiacylglycerol 
Auch sind seit längerer Zeit weitere monomere Nukleolipide bekannt, welche aus natürlichen Quellen isoliert 
und charakterisiert worden sind, wie z.B. das antibakterielle Tunicamicyn oder das antifunginale Septacidin 
(Rosemeyer, 2004). Die meisten der in der Natur vorkommenden Nukleolipide hemmen oder fördern die Bil-
dung von Membranbestandteilen, wahrscheinlich weil sie selbst mit Hilfe des lipohilen Restes an Membranen 
binden können. Mitte der 80er Jahre kombinierten verschiedene Arbeitsgruppen pharmakologisch aktive Nukle-
oside wie 5-Fluor-2´-desoxyuridin (Zytostatikum in der Krebstherapie) kovalent mit Lipiden, welche aggregie-
ren können. Diese Konjugate wurden in Liposomen eingebaut und anschließend in Zellen eingeschleust. Man 
beobachtete, dass das Liposom dabei eine verlangsamte Abgabe des Pharmastoffes hervorruft und ihn vor der 
enzymatischen Spaltung schützt. Damit stieg die Bioverfügbarkeit einiger Wirkstoffe, z.B. des derivatisierten 5-
Fluoruracils, um das 2 bis 8-fache (Schwendener et al., 1985). Jedoch gelang dies nicht bei allen Wirkstoffen. 
Um z.B. die Bioverfügbarkeit, welche bei Acyclovir nur bei 10-20% liegt, zu erhöhen, stellten Rosemeyer et al. 
(Rosemeyer et al., 1985) und auch Welch et al. (Welch et al., 1985) Derivate dieses Wirkstoffes dar. In-vitro-
Versuche zeigten einen ID50 von 1 μM gegenüber HSV-1. In-vivo-Tests wiesen aber keinen therapeutischen 
Nutzen auf. 
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Abbildung 4: Lipohile Acyclovirderivate nach Rosemeyer et al.(Rosemeyer et al., 1985) (rechts) und Welch 
et al. (Welch et al., 1985) (links) 
Auch die in der HIV-Therapie eingesetzten nukleosidischen Reverse-Transkriptase-Inhibitoren (NRTI) Zidovu-
din (3´-Azido-3´-desoxythymidin) oder Cordycepin (3´-Desoxyadenosin) wurden unter anderem von Pfleiderer 
et al. (Sigmund und Pfleiderer, 1996; Wasner et al., 1996; Wasner et al., 1996) an 5´- Position mit einem lipohi-
len Glycerolphosphatrest verknüpft, um die Zellmembrandurchlässigkeit zu erhöhen und die Toxität zu verrin-
gern. 
In gleicher Weise war der Transport von siRNA problematisch und konnte u.a. mit Hilfe von Vektoren 
(Opalinska und Gewirtz, 2002; Schakowski et al., 2007; Schroff, 2007), welche als „Carrier“ einen Membran-
durchtritt ermöglichen, erfolgen. Beispiele hierfür sind Phagen, virale Vektoren (retrovirale Transduktion) oder 
Nanopartikel (Vijayanathan et al., 2002). Eine weitere Möglichkeit, um siRNA oder Antisenseoligonukleotide in 
die Zelle einzuschleusen, erreicht man durch Lipofection (Felgner et al., 1987). 
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Abbildung 5: Mechanismus der DNA-Übertragung in die Zelle durch Lipofection (Li und Szoka, 2007; Xu 
und Szoka, 1996) 
Dabei kondensieren kationische Liposomen, bestehend aus Liposperminen, (Lipofectamine®, Transfectam® oder 
Lipofectin®) mit der DNA zu einem kationischem Partikel (Stufe 1 in der Abbildung 5). Durch Interaktion der 
äußeren Lipidschicht, dieses Lipoplexes, mit der Zellmembran wird die DNA, wie in den Stufen 2-4 dargestellt, 
in die Zelle übertragen. 
Eine dritte Möglichkeit DNA oder RNA in die Zelle einzubringen, besteht in der Verwendung kurzer elektrischer 
Impulse und wird als Elektroporation bzw. Elektrotransfektion bezeichnet (Chu et al., 1987; Neumann et al., 
1982). Diese Technik wurde inzwischen bei einem breiten Spektrum tierischer und pflanzlicher Zellen, sowie an 
Bakterien erfolgreich angewendet. Bei dieser Methode wird durch das Anlegen eines (oder mehrerer kurz auf-
einander folgender) elektrischen Impulses die Permeabilität der Zellmembran kurzfristig so erhöht, dass auch 
größere DNA-Moleküle in die Zellen eindringen können. Auch mit Hilfe der Mikroinjektion konnte mRNA in 
kultivierte menschliche Zellen eingebracht werden. Jedoch sind diese Methoden lediglich in vitro oder ex vivo 
möglich. 
Manoharan et al. (Manoharan et al., 1997; Manoharan et al., 1997) konnten unter anderem zeigen, das die zellu-
läre Aufnahme von RNA durch die Verknüpfung mit verschiedenen lipophilen Resten (Cholesterol, Glycero-
lester, Alkylester) erhöht werden kann. Weiterführende Arbeiten von Soutschek und Manoharan (Soutschek et 
al., 2004) wiesen nach, dass lipophile siRNA (3´-Cholesterol-RNA) in in vivo–Versuchen an Mäusen die Reduk-
tion der Target-mRNA (Gensilencing) hervorrufen, und zwar bedeutend stärker, als unkonjugierte siRNA. Den 
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gleichen Ansatz verfolgten auch Lorenz et al. (Lorenz et al., 2004) welche zur Bekämpfung des Hepatitis C-
Virus verschiedene lipophile Anker am 5´-Ende von siRNA einführten und somit eine erhöhte Aufnahme in 
Leberzellen nachweisen und ebenfalls Gensilencing erzielen konnten. 
  
 
Abbildung 6: Lipophile Anker nach Manoharan et al. (Manoharan et al., 1997; Manoharan et al., 1997) 
(links) und Lorenz et al. (Lorenz et al., 2004) (rechts) 
Die Grundidee der meisten Arbeiten auf diesen Gebiet bestand darin, die Nukleoside, Nukleotide oder Oligo-
nukleotide mit einem lipophilen Rest zu versehen, um sie durch Membranen zu schleusen, damit sie besser als 
Wirkstoffe (NRTI) oder für die Antisense und RNAi-Therapie verfügbar sind. 
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1.3. Derzeitiger Stand der Forschung auf dem Gebiet der 
Nukleolipide 
1.3.1. Synthese und Anwendung von Nukleolipiden 
Eine Übersicht über frühere Synthesen von Nukleolipiden, ihre supramolekularen Eigenschaften und auch ihren 
biomedizinischen Anwendungsmöglichkeiten gab Rosemeyer (Rosemeyer, 2005). Doch in jüngster Zeit ist das 
Interesse auf diesem Gebiet sehr stark gestiegen, so dass es zu vielen weiteren Publikationen kam. 
Neben den Einsatz von Nukleolipiden als Therapeutika, können lipophile Oligonukleotide ebenfalls in der Bio-
chiptechnologie zur Analytik biologisch relevanter Substanzen genutzt werden. So brachten unter anderem Pa-
tolsky et al. (Patolsky et al., 2001) einen DNA–Strang über einen Thiollinker auf eine Goldoberfläche auf. An 
diesen konnte sich die nachzuweisende DNA komplementär binden, wobei ein Teil des Analytstranges ungebun-
den blieb („sticky end“). Ein „DNA–tagged-Liposom“, lagerte sich schließlich an diesem „sticky end“ komple-
mentär an. Der Nachweis des Analyten erfolgte schließlich mittels FIS (faradaic impendance spectroscopy). 
Durch die Bindung des „DNA–tagged-Liposom“ an den Analyten, kommt es zu einer wirkungsvollen Abdeckung 
der Elektrodenoberfläche, so dass keine Redoxreaktion zwischen FeIII/FeII ablaufen kann. Der Stromfluss ist 
somit unterbrochen (s. Abb. 7 A). Mit Hilfe der Microgravimetrie ließ sich eine weitere Erhöhung der Nach-
weisgrenze erzielen (1•10-13 M). Dabei bindet an dem DNA-Strang an der Goldoberfläche komplementär die 
nachzuweisende DNA, wobei ein Teil dieser ebenfalls ungebunden blieb („sticky end“). An diesem freien Ende 
bindet ein dritter mit Biotin markierter, komplementärer Strang. An das Biotin kann sich Avidin binden und dar-
an ein biotinmarkiertes Liposom, an welches sich wieder Avidin binden kann usw.. Diese Gewichtszunahme 
kann mittels Microgravimetrie ermittelt werden (s. Abb. 7 B). 
 
Abbildung 7: Signalverstärkung von DNA–Fragmenten (Patolsky et al., 2001) 
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Boxer et al. (Chan et al., 2007; Yoshina-Ishii und Boxer, 2003; Yoshina-Ishii et al., 2006; Yoshina-Ishii et al., 
2005) immobilisierten lipophile „DNA-tagged-Vesicle“ an einer Glasoberfläche, indem sie diese über eine Dop-
pelhelixbildung zweier komplementärer Oligonukleotide verbanden (s. Abb. 8). Dazu wurde die Glasoberfläche 
mit einer Phospholipiddoppelschicht versehen, in welchen die Oligonukleotidstränge mit terminalen Lipidanker 
A´ verankerten. Diese hybridisierten mit dem komplementären Strang A der „tagged-Vesicle“. 
 
Abbildung 8: Schema des Verknüpfens funktionalisierter Vesikel auf Glass (Chan et al., 2007; Yoshina-Ishii 
und Boxer, 2003; Yoshina-Ishii et al., 2006; Yoshina-Ishii et al., 2005) 
Da die Phospholipidmembran bei Raumtemperatur einem flüssigen Medium entspricht, können die Anker von 
lipophilen Oligonukleotiden (s. Abb. 9) zwischen zwei Liposomen wandern. Dieses Verhalten nutzen Jakobsen 
et al. (Jakobsen et al., 2008) aus, um mittels einer zugesetzten unmodifizierten DNA, Liposomen an einer „solid-
supported-membrane“ zu binden. Durch die Bildung der Doppelhelix ist ein „Springen“ des lipophilen Ankers 
am Oligonukleotid inhibiert worden. Durch Erhöhung der Temperatur oberhalb der Schmelztemperatur des 
Duplexes, kommt es wieder zum Lösen des Liposomes von der „solid-supported-membrane“. 
 
Abbildung 9: Schematische Darstellung des DNA-vermittelten Ankern von Liposomen auf einer „solid-
supported-membrane“ (Jakobsen et al., 2008) (A und B). Nachweis der thermischen Reversibilität (C and D) 
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Einen ähnlichen Ansatz verfolgten auch Pfeiffer et al. (Olofsson et al., 2003; Pfeiffer und Hook, 2004; Pfeiffer 
und Hook, 2006) zum Nachweis von Membranproteinen über gebundene Lipidvesikel. Dabei versahen sie eine 
Quartzoberfläche mit einer Lipidmembran, in welche zwei komplementäre lipophile ODNs (s. Abb. 10 oben) 
verankert sind und eine Goldoberfläche mit Biotin-BSA (bovine serum albumin)/ Neutravidin, in welche sich 
biotinylierte Oligonukleotide verankern können. Somit konnte durch die Wahl der unterschiedlichen Oberflächen 
Bereiche mit verschiedenen Oligonukleotiden geschaffen werden. Vesikel, welche bestimmte Peptidbindungs-
domänen (wie Biotin) enthalten, werden mit zwei komplementären lipophilen ODNs versehen. Das „sticky End“ 
der „vesicleanchored-DNA“ kann entweder mit dem an der Quarz- oder der Goldoberfläche verankerten kom-
plementären ODN eine Doppelhelix ausbilden (s. Abb. 10). Diese Helixbildung kann im Falle der lipidveranker-
ten Oligonukleotide mittels der QCMD (Quartz Crystal Microbalance Dissipation) ausgelesen werden. Dabei 
wird die Quartzplatte in Schwingung gebracht, deren Frequenz massenabhängig ist. Bei Änderung der Masse, 
durch Binden des komplementären Stranges, wird eine Frequenzänderung beobachtet. 
 
Abbildung 10: Verwendetes ODN und deren schematischen Darstellung zur unterschiedlichen Bindung von 
Vesikeln (Olofsson et al., 2003; Pfeiffer und Hook, 2004; Pfeiffer und Hook, 2006) 
Die Insertierung solcher lipophiler Oligonukleotide mit einem Cholesteroltetraethylenglycol-anker in Modell-
membranen und die Hybridisierung mit komplementären Oligonukleotiden wurde von Banchelli et al. (Banchelli 
et al., 2008) mittels DLS-Messungen und der Elektrophorese nachgewiesen. Stengel et al. (Stengel et al., 2008; 
Stengel et al., 2007) entwickelten diese Methode weiter, um zwei Vesikel ähnlich der SNARE–Protein-
vermittelten Zellfusion miteinander zur Hemifusion und auch zur Fusion zu bringen. SNARE-Proteine (soluble 
N-Ethylmaleinimid-sensitive factor attachment protein receptors) spielen eine Schlüsselrolle in der Fusion von 
biologischen Membranen. Sie bestehen aus einem hydrophoben, transmembranen C-Terminus und dem SNARE-
Motiv, einer wasserlöslichen N-terminalen Domäne. Um die Fusion zweier Vesikel zu ermöglichen, bilden diese 
zunächst unstrukturierten SNARE-Motive sehr stabile Komplexe (s. Abb. 11), welche jeweils aus 4 SNARE-
Proteinen bestehen. Die Bildung dieses Komplexes geht vom N-Terminus aus und zieht sich wie ein Reißver-
schluss in Richtung C-Terminus. Dies hat eine Verringerung des Abstands zwischen den beiden sich abstoßenden 
Membranen zur Folge. Durch die starke Verringerung des Membranabstandes kommt es zu einer resultierenden 
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Hemifusion und anschließenden Fusion der Vesikel. Neben den SNAREs spielen auch Rab-Proteine eine Rolle 
bei der gerichteten Fusion von Vesikeln und Organellen. 
 
Abbildung 11: Schematische Darstellung der Bindung von Vesikel an planaren Membranen durch A) 
SNARE-Proteine und B) lipophilen DNA-Doppelhelices (Chan et al., 2008) 
In den Arbeiten von Stengel et al. wurden einzelne DNA-Stränge mit einem lipophilen terminalen Cholesterol-
rest als „Membrananker“ versehen, welche sich spontan in die Membran von Vesikeln einbauen. Zwei Vesikel-
sorten werden mit unterschiedlichen DNA-Helices versehen, deren beide Stränge unterschiedlich lang sind und 
zueinander komplementäre freie Enden besitzen (s. Abb. 12). Befinden sich zwei derartige Vesikel in räumlicher 
Nähe, so erfolgt eine Hybridisierung zwischen den Strängen der Vesikel. Diese beginnt vermutlich, ähnlich der 
SNARE–Protein-vermittelten Zellfusion, an den äußeren terminalen DNA-Resten und zieht sich in Richtung des 
lipophilen Cholesterol-Restes fort. Auf Grund dessen werden die Membranen in nahen Kontakt zueinander ge-
zogen und es kommt zu einer Fusion der beiden Vesikel. Somit ist es gelungen, mit DNA-Molekülen den Me-
chanismus der SNARE–Protein-vermittelten Zellfusion (Sutton et al., 1998) zu modellieren. Die Wahl von zwei 
Cholesterolgruppen als Lipidanker ist entscheidend für eine vollständige Fusion. Dadurch wird ein Wandern der 
Doppelhelix zwischen den Vesikeln verhindert (Stengel et al., 2008). 
Boxer und Chan (Chan et al., 2008) nutzen ebenfalls diesen SNARE-analogen-Mechanismus, um ein Vermi-
schen der Inhalte zweier unterschiedlichen Vesikel nach der Fusion hervorzurufen. 
 
Abbildung 12: DNA induzierte Vesikelfusion (Stengel et al., 2008; Stengel et al., 2007) 
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Eine weitere Möglichkeit siRNA an Vesikel zu binden und in Zellen zu transportieren, wurde kürzlich von Kim 
et al. (Kim et al., 2008) vorgestellt (s. Abb. 13). Dabei nutzen sie die elektrostatischen Wechselwirkungen zwi-
schen dem negativ geladenen Phosphatrückgrat des Oligonukleotides und einem von Cholesterol abgeleiteten 
quartären Ammoniumsalz. So bildeten sie aus den Lipidbestandteilen des Lipoproteins LDL und aus DC-
Cholesterol (Gao und Huang, 1991) ein positiv geladenes Nanopartikel, an das sich die siRNA bindet. 
 
Abbildung 13: Schema des dargestellten Lipidmembrans aus Lipidbestandteilen des Lipoproteins LDL und 
des DC-Cholesterol und der anschließenden elektrostatischen Wechselwirkung mit der siRNA (Kim et al., 2008) 
Einen ähnlichen Schritt gingen Nielsen und Shiraishi (Shiraishi et al., 2006), welche PNA mit lipophilen Grup-
pen, wie Acridin, Pyren, Anthrachinon, Porphyrin usw. endständig versahen und mit Hilfe von kationischen 
Liposomen in Zellen einschleusen konnten. Auch Vemille et al. (Vernille et al., 2004) funktionalisierten PNA mit 
lipophilen Resten am Ende, um ihre Membrandurchgängigkeit zu erhöhen und um supramolekulares Verhalten 
an diesen Amphiphilen zu beobachten. Prata et al. (Prata et al., 2008) setzten lipophile Peptide ein, welche in 
wässriger Umgebung Liposomen mit nur einer Lipiddoppelschicht bilden können, um so im Inneren der Lipo-
somen siRNA in Zellen einzuschleusen. Bijsterbosch et al. (Bijsterbosch et al., 2002; Bijsterbosch et al., 2000; 
Rump et al., 1998) bedienten sich LDL als Transporter für eine Reihe von lipophilen onkogen gerichteten Anti-
sense-Oligosträngen, welche in Zellen eingebracht werden sollen. Dazu verknüpften sie verschiedene lipophile 
Reste (Ölsäure, Cholansäure, Lithocholsäure, Chenodesoxycholsäure) an das 3´-Ende des Oligonukleotides (s. 
Abb. 14). 
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Abbildung 14: Verwendte Lipidanker (Bijsterbosch et al., 2002; Bijsterbosch et al., 2000; Rump et al., 1998) 
Zusätzlich zu den bereits erwähnten Arbeiten von Unverzagt et al., die 5´-cholersterolmodifizierte siRNA ein-
setzten, um Gensilencing zu erzielen (s. Abs. 1.1), zeigten Arbeiten von Manoharan et al. (Manoharan, 2004; 
Manoharan et al., 1992) und Wolfrum et al. (Wolfrum et al., 2007), dass Oligonukleotide welche mit solchen 
Anker, wie Cholesterol oder längerkettigen Fettsäuren an 3´-Position verknüpft sind, siRNA in vivo in verschie-
dene Zellgruppen transportieren können und dort Gensilencing hervorrufen. Dabei stellte sich heraus, dass die 
Verwendung von phospholipid- und cholesterolreichen Lipoproteinen, wie LDL oder HDL, in denen der lipohile 
Rest verankert ist, entscheidend für den Transport der siRNA sind.  
Mittels sogenannter „Antagomirs“(Krutzfeldt et al., 2005) ließen sich ebenfalls in vivo Gene ausschalten. Diese 
cholesterolkonjugierte ssRNA (s. Abb. 15) bindet dabei gezielt an die microRNA (miR-122) und greift somit in 
deren Expression ein. Interessanterweise regelte sie dabei nicht nur einige Gene ab, sondern aktivierte auch eini-
ge. 
 
Abbildung 15: Struktur des „Antagomirs“ (Krutzfeldt et al., 2005). Die 2´-Hydroxylgruppe der Ribose wurde 
durch eine Methoxygruppe ersetzt und einige der Phosphordiesterverknüpfung durch das Phosphorthioat 
Die Arbeitsgruppe um Ahn et al. (Ahn et al., 2004) synthetisierten eine DNA, welche am 5´-Ende Fluorescein 
markiert war und am 3´-Ende einen Cholesterolrest trug. Dieses 25mer wurde verwendet um nachzuweisen, ob 
die Bindung des Cholesterols oder eher das Polyanionphosphatrückgrat des Oligonukleotides ausschlaggebend 
ist für die Inhibierung des HIV-1. Letztendlich zeigte sich, dass beide Faktoren eine wichtige Rolle in der Inhi-
bierung spielen. Das Oligonukleotid bindet an die Zelle, wegen des lipohilen Restes und das Polyanionphosphat-
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rückgrat verhindert eine Fusion der Zelle mit dem HIV-1 aufgrund elektrostatischer Wechselwirkung. Die Zuga-
be von DEAE (Diethylaminoethyl)-Dextran verringerte den inhibitorischen Effekt des ODN, denn bekannterma-
ßen erhöht DEAE-Dextran die Transfektionseffizienz von viraler DNA in Zellen (Mccutcha.Jh und Pagano, 
1968). Arbeiten von Sugawara et al. (Shohda und Sugawara, 2006; Shohda et al., 2003) nutzen ein Cholesteryl-
PEG-Phosphoramidit und zeigten, dass dieses in die Membran von GUVs inkorporiert und komplementäre DNA 
bindet. Mittels TritonX-100 konnte eine Fusion der GUVs hervorgerufen werden (Maru et al., 2008). 
Viele Gruppen (Alam et al., 2008; Krieg et al., 1993; Lorenz et al., 2004; Manoharan, 2002; Wolfrum et al., 
2007) konnten zeigen, das cholesterolgelabelte Oligonukleotide an Zellen binden können und auch die Infektion 
von HIV-1 in Zellen inhibieren können (Farooqui et al., 1991). Mittlerweile hat sich die Arbeit von 3´- oder 5´-
cholesteroylmodifzierten ODN für Antisense oder siRNA therapeutische Zwecke soweit etabliert, dass man die 
für die Festphasensynthese benötigten Cholesteryl-TEG-Phosphoramidite und auch andere lipophile Phosphora-
midite, käuflich erwerben kann (MedProbe, Glen Research, Euroegenetec). Nicht desto trotz ist es notwendig an 
weiteren lipophilen Ankern zu forschen, welche unter Umständen eine stabilere Membranverankerung hervorru-
fen. 
Einen anderen Weg zur Darstellung von lipophiler ODN als Arzneistoff ging die Gruppe um Chillemi et al. 
(Chillemi et al., 2006), welche postsynthetisch ein Oligonukleotid enzymatisch mit einer Fettsäure verknüpften. 
Das Glycerol an der 5´-Position wurde dabei durch die Phosphoramiditsynthese eingeführt. 
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1.3.2.Verhalten von Nukleolipiden an Phasengrenzflächen 
In der Literatur wurde schon mehrfach beschrieben und auch nachgewiesen, dass bestimmte amphiphile Oligo-
nukleotide und auch Nukleolipide in Membranen binden können (Lorenz et al., 2004; Rosemeyer, 2005; Scheidt 
et al., 2004). Oft blieb jedoch die Frage offen, ob das gebundene Oligonukleotid oder Nukleolipid mit komple-
mentären Nukleinsäuren oder Oligonukleotiden Doppelstränge bilden kann. 
In wässriger Umgebung sind die Nukleobasen von Wassermolekülen umgeben, was eine spezifische Base–
Basen–Erkennung erschwert. Aus diesem Grunde werden solche Untersuchungen in nichtwässriger Umgebung 
durchgeführt oder in sogenannten „hydrophoben Käfigen“. Wohingegen bei der Duplexbildung der DNA die 
Anwesenheit von Wasser entscheidend ist. Der Grund hierfür liegt darin, dass die Wassermoleküle die elektrosta-
tischen Wechselwirkungen des Phosphatrückgrates mit ihrem hohen Dipolmoment abschirmen. Die Basenpaa-
rung selbst findet im Inneren der DNA statt, wo sich kaum Wassermoleküle befinden. Ahlers et al. (Ahlers et al., 
1990) studierten an einer Reihe von Nukleolipiden die Orientierung und Erkennung an einer Luft–Wasser–
Oberfläche an Langmuirfilmen. Alle untersuchten Nukleolipide bildeten stabile Monolayer. Dabei übte die 
Kopfgruppe (Nukleobase, Nukleosid) keinen Einfluss auf die Packung aus. Weiterhin wurde an lipophilen Uri-
dinderivaten untersucht, ob die Nukleolipidmonolayer auch für eine Base–Basen–Erkennung von einzelnen 
Nukleosiden (s. Abb. 16) bzw. von Nukleotidsträngen (s. Abb. 17) in der Lage sind. Bei Messungen mit kom-
plementärem Adenin konnten sie eine Wechselwirkung feststellen, aufgrund der Tatsache, dass sich die Pa-
ckungsdichte des Monolayers verringerte. Auch nahm die Fläche pro Nukleolipid im Film stärker ab, als bei der 
Zugabe des nicht komplementären Thymidins. Bei Messungen mit poly(U) (s. Abb. 17) zeigte sich eine Wech-
selwirkung zwischen dem Nukleolipid und dem zugegebenen Oligonukleotidstrang, da sich bei Erhöhung des 
Oberflächendruckes, die Packungsdichte weniger stark verringert, als ohne Zugabe des komplementären Part-
ners. Jedoch konnten die Autoren nicht erklären, ob die Wechselwirkungen über Wasserstoffbrückenbindungen 




Flächendiagramm des Uridinanaloga in einer Lösung 
von Monomeren bei 20°C A) kein Base; B) Adenin 
(0.01 mol/l); C) Thymin (0.01 mol/l) 
 
Abbildung 17: Oberflächendruck-
Flächendiagramm des Adeninanaloga in einer Lösung 
mit Poly(U) bei 20°C PBS-Buffer Lösung (1.5•10-3 
mol/l, pH 7.4) wurde für die Poly(U)-Phase verwendet 
A) keine Base; B) Poly (U) (1.5•10-5mol/l); C) Poly 
(A), (1.5•10-5mol mol/l) 
 
In Arbeiten von Miao et al. (Huang et al., 2000; Miao et al., 2003) bzw. Kunitake et al. (Ariga und Kunitake, 
1998; Kawahara et al., 1992) konnten Wechselwirkungen zwischen Nukleolipiden und ihren komplementären 
Basen an der Luft-Wasser–Oberfläche über Wasserstoffbrückenbindungen nachgewiesen werden. Daraufhin 
untersuchten Cruciani et al. (Cruciani et al., 2004) anhand von MLVs, welche POP-Cyctidin und POP-Inosin 
beinhalteten, mittels HRMAS-NMR, ob sich innerhalb der Lipidmembran schon eine Watson-Crick-
Basenpaarung ausbilden kann. Es stellte sich heraus, dass dem nicht so war (s. Abb. 18). Die Autoren wiesen 
aber auch darauf hin, das Liposomen nicht einem chemischem Gleichgewicht entsprechen, sondern eher als 
kinetische Fallen angesehen werden sollten, in deren Strukturen stabilisiert, separiert und so vor einer Änderung 
in einer energetisch ähnlichen konformellen Struktur geschützt werden. 
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Abbildung 18: Beobachtete Wechselwirkung zwischen den Proton 2Ino und 6Cyt durch (a) die nachgewiesenen 
Kreuzpeaks im 2D-NOESY-HR-MAS-NMR Spektrum, (b)Schema der klassischen Watson-Crick-Basenpaarung 
(Cruciani et al., 2004) 
Nowick et al. (Nowick et al., 1993; Nowick et al., 1993) nutzen elektrostatische Wechselwirkungen, um die 
molekulare Erkennung von A-T Paaren in einer Mizelle zu untersuchen. Dabei synthetisierten sie (10-(1-
Thyminyl)decyl)trimethylammoniumbromid und inkorporierten dieses in einer Mizelle bestehend aus SDS (so-
dium dodecyl sulfate). Mittels NMR–Titration mit Adenin, konnten sie eine Basenpaarung beobachten. 
Arbeiten von Berndt et al. (Berndt et al., 1995) oder Pincet et al. (Pincet et al., 2001) konnten in verschiedenen 
Versuchsreihen mit lipophilen Derivaten von Nukleosiden die auftretenden Kräfte während den Wechselwirkun-
gen nachweisen und messen. Dabei wurden die Nukleolipide als Langmuir–Blodgett-Schichten auf Glimmer-
Oberflächen (Mica) aufgetragen. Die Bestimmung der Anziehungskräfte geschieht durch Messung der Kräfte 
zwischen den Schichten bei unterschiedlichen Abständen und anschließender Trennung der Basenpaare. Werden 
beide Oberflächen einander genähert, so entstehen erst ab einem Abstand von D < 60 nm Anziehungskräfte zwi-
schen den Schichten. Diese Kräfte verursachen eine schnelle Abnahme des Abstandes auf D = 8.5 nm zwischen 
den Nukleobasen. Anschließend ist eine Abflachung der gebogenen Schichten bei einer Distanz von 4.5 nm zu 
beobachten. Der Abstand verringert sich abschließend nochmals auf 2 nm zwischen den komplementären Nukle-
obasen. Die Trennung der Basenpaare erfolgt erst bei einer Energie von 110 mN/m. 
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1.3.3.Supramolekulare Verhalten von Nukleolipiden 
Die Assoziation von Molekülen zu übergeordneten Strukturen, wie u.a. Mizellen, Vesikeln, Gelen und Monolay-
ern bezeichnet man als supramolekulares Verhalten. Auch Nukleolipide können, aufgrund ihres amphiphilen 
Charakters dieses Verhalten aufweisen (Berti, 2006). 
Barthelemey et al. (Barthelemy et al., 2005; Gissot et al., 2008; Moreau et al., 2004; Moreau et al., 2006; Mo-
reau et al., 2006) und auch andere Gruppen (Berti et al., 1999; Yanagawa et al., 1989) konnten zeigen, dass 
Nukleolipide unter bestimmten Bedingungen ähnlich der DNA oder RNA helikale Stränge (s. Abb. 20) ausbilden 
können. 
 
Abbildung 19: Einige Beispiele synthetischer Nukleolipide (Barthelemy et al., 2005; Gissot et al., 2008; Mo-
reau et al., 2004; Moreau et al., 2006; Moreau et al., 2006) 
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Abbildung 20: Model, welches die DNA-ähnliche helikale Struktur von DPUPC (I4) in Wasser zeigt a) zwei 
Moleküle DPUPC, die die Grundeinheit der helikalen Struktur bilden; b) Blick von oben auf den in c) dargestell-
ten Strang (α ist dabei der hydrophile Phosphocholinrest, β die Uridineinheit und γ der hydrophobe Kern; d) 
Schemata der multilamellaren Selbstorganisation 
Ebenfalls solch eine Helixbildung beobachteten Aime´ et al. (Aime et al., 2007) mittels TEM; SEM und opti-
scher Mikroskopie an Nukleotiden, welche in elektrostatische Wechselwirkungen mit tertiären, lipophilen Ami-
nen getreten sind. 
 
Abbildung 21: (A) Optische Mikroskopie (links oben), TEM (rechts oben) und SEM (rechts oben) – Bilder 
von linksgängiger Helicesbildung in reinen Wasser, durch Selbstaggregation von C14AMP (Struktur links). (B) 
Nach 3-4h beobachte Helixbildung aus den feinen Nadeln (Aime et al., 2007) 
Weiterhin wies die Gruppe um Barthelemey et al. (Campins et al., 2007) die Ausbildung von bandähnlichen 
Strukturen von Nukleolipiden mittels TEM, SEM, FT-IR und auch X-Ray Diffraktion nach (s. Abb. 22). Dabei 
synthetisierten sie verschiedene 3´-Alkylphosphat-2´-desoxynukleoside, welche in einen wässrigen Medium 
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kollodial dispersiert wurden und die erwähnten supramolekularen Strukturen bildeten. Jüngste Arbeiten von 
Iwaura et al. (Iwaura et al., 2007; Iwaura et al., 2003) zeigten, dass auch bolaamphiphile Nukleoside zur Ausbil-
dung bandähnlicher Strukturen fähig sind. 
 
Abbildung 22: Modell für die Ausbildung von Bandstrukturen (Campins et al., 2007) a) Wasserstoffbrücken-
bindungen zwischen dem Thymin; b) Van-der-Waals–Wechselwirkungen zwischen den lipophilen Ketten; c) 
Wasserstoffbrückenbindungen zwischen dem Adenosin; d) und e) 3D Strukturen der beobachteten Bänder 
An Nukleolipiden (Moreau et al., 2005), wie auch an ODN kann es darüber hinaus zur Ausbildung von Vesikeln 
kommen. So synthetisierte die Gruppe um Teixeira et al. (Teixeira et al., 2007) ein Nukleocopolymer, welches 
aus einem Oligonukleotid mit einer endständigen Polybutadieneinheit (MW = 2000 Da) besteht. Diese bildet in 
wässriger Umgebung Vesikel. Maruyama et al. (Maruyama et al., 2007) nutzen dieses Verhalten der Bildung von 
Vesikeln, um target-ssDNA mit Hilfe einer reversen Mizelle aus einer organischen Phase zu extrahieren. Dabei 
wurde ein lipohiler Anker an das 5´-Ende eines Oligonukleotides geknüpft. Dieses Konstrukt formte mit DLPC 
in Hexanol oder Butanol reverse Mizellen. Im Inneren jener Mizelle bildete das Oligonukleotid mit der target 
ssDNA (20mer–52mer), welche einen Fluoreszenzmarker am 5´-Ende enthält, eine Doppelhelix. An der Phasen-
grenzfläche zum Wasser öffnete sich die Mizelle wieder und die ssDNA wird in die wässrige Phase entlassen, 
was durch die Fluoreszenz des wässrigen Mediums nachgewiesen werden konnte. 
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Abbildung 23: Schematische Darstellung der Extraktion von ssDNA mit Hilfe einer reversen Micelle nach 
Goto et al.(Maruyama et al., 2007) a) verwendeter lipophiler Anker; b) Extraktions-Schritt 
All diese Beobachtungen basieren zum einen auf dem Ausbilden von lipidähnlichen Strukturen durch den li-
pophilen Rest und/oder von Wasserstoffbrückenbindungen durch die Nukleobase. Viele Arbeiten von Berti et al. 
(Baglioni und Berti, 2003; Banchelli et al., 2007; Berti et al., 1997; Berti et al., 2000; Berti et al., 1999; Berti, 
2006; Bombelli et al., 2002; Fortini et al., 2004; Milani et al., 2007; Milani et al., 2008) untersuchten dieses 
Verhalten der molekularen Erkennung zwischen Nukleolipiden untereinander und Nukleolipiden mit Oligo-
nukleotiden. Dabei zeigte sich, dass auch elektrostatische Wechselwirkungen (kationische Amphiphile und anio-
nische DNA) einen gewissen Anteil zur Ausbildung von supramolekularen Strukturen beitragen können, aber 
nicht unbedingt notwendig sind, wie das nachfolgende Beispiel belegt. Mittels DLS (dynamic lightscattering) 
und auch SANS (small angle neutron scattering) konnten Berti et al. (Banchelli et al., 2007) nachweisen, dass 
sich um einen PolyU-Strang Mizellen aus lipophilen Adenin anordnen und diesen Strang anschließend zu einer 




Abbildung 24: Struktur des Dioctanoylphosphatidyladenosin (oben links) ,des ODN (polyU) und deren vor-
geschlagenes Model der erhaltenden Superstruktur (Banchelli et al., 2007) 
Ein weiteres supramolekulares Verhalten der Nukleolipide ist seit jüngster Zeit auch in der Bildung von Gelen 
beobachtet worden (Rosemeyer et al., 2007). Dabei gruppierten sich die einzelnen Moleküle zu einem Netzwerk, 
in welchen Lösungsmittelmoleküle eingeschlossen sind. Handelt es sich bei dem Lösungsmittel um Wasser, so 
spricht man von Hydrogelen. Ein bekanntes Beispiel für diese Hydrogele sind Substanzen, sogenannte Superab-
sorber, welche in Windeln eingesetzt werden. Weiterhin werden Hydrogele in der Medizin und Medizintechnik 
(Kontaktlinsen, gesteuerte Freisetzung von Medikamenten), in der Elektroindustrie (elektrolytische Gele), der 
Landwirtschaft (gesteuerte Nährstofffreisetzung), sowie der chemischen Industrie (Trennsysteme) und der Sen-
sortechnik (pH-Wert-Messung) eingesetzt. In der Medizin wird zum Beispiel ein Wirkstoff mit einem bereits 
gequollenem Hydrogel versetzt. Nach oraler Einnahme und dem Kontakt mit der Magensäure reagiert das pH-
empfindliche Hydrogel durch Abgabe der Flüssigkeit und gibt somit auch das Medikament in den Magen ab. 
Wandert es weiter in den Darm, nimmt das Hydrogel dort durch den veränderten pH-Wert Flüssigkeit auf und 
quillt dadurch auf, wodurch die Abgabe des Wirkstoffes gestoppt wird. Das Hydrogel wird letztendlich vom 
Körper ausgeschieden. 
Park et al. (Park et al., 2003) konnten zeigen, dass die von ihnen synthetisierten Nukleolipide bei 0.2 wt-% 
Hydrogele bilden und mittels SEM auch die entstandenen supramolekularen Strukturen nachweisen. 
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Abbildung 25: SEM–Bild des Hydrogels bei 0.2 wt-% des Nukleolipides in Wasser von Kim et al.(Park et al., 
2003) 
Die Bildung von Organogelen durch Phosphocholinnukleolipide (DPUPC), wurde auch von Barthelemey et al. 
(Moreau et al., 2004) anhand von SEM und DSC–Messungen nachgewiesen. Die geringste Konzentration des 
Nukleolipides, um noch eine Organogelbildung zu beobachten, stellte sich bei 6 wt-% in Cyclohexan heraus. Es 
konnte gezeigt werden, das eine Verlängerung der Alkykette zu keiner Organogelbildung führt, da sich dann das 
Nukleolipid in Cyclohexan löst. Aufgrund des hydrophilen Charakters bildet dieses Phosphocholinderivat auch 
ein Hydrogel bei einer Konzentration von 6 wt-%. 
  
Abbildung 26: a) Photografie und b) SEM-Bild des DPUPC- (rechts) Organogeles (Moreau et al., 2004) 
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1.4. Aufgabenstellung – Warum 2´-Nukleolipide 
Die gegenwärtige intensive Forschung auf dem Gebiet der Synthese von Nukleolipiden, zeigt die Bedeutung 
dieser Stoffe sowohl in grundlagenorientierter als auch in praktischer Sicht. Bislang ist allerdings nur ein kleiner 
Teil der strukturellen Vielfalt dieser Stoffklasse erforscht worden. Sowohl für das supramolekulare Verhalten, als 
auch für das Vermögen mit Lipidmembranen zu wechselwirken ist die Art, Anzahl und die Verknüpfungsposition 
der Lipidanker an den Nukleosiden bzw. den Oligonukleotiden von großer Bedeutung. Wie jedoch in den vori-
gen Abschnitten dargelegt, wurden in den bisherigen Arbeiten die Modifikationen meist an der Nukleobase 
(Kurz et al., 2006; Scheidt et al., 2004), wie auch an der 3´- oder 5´-Position (Ahn et al., 2004; Kaczmarek et al., 
2008; Pfeiffer und Hook, 2004; Pincet et al., 2001; Soutschek et al., 2004) vorgenommen. Was vor allem daran 
liegt, dass diese Modifikationen im ersten Fall auch an der Festphase während oder im letztgenannten Fall nach 
der Oligonukleotidsynthese möglich ist (Alemdaroglu und Herrmann, 2007; Manoharan et al., 1995; Tosquellas 
et al., 1998). 
Das Augenmerk dieser Arbeit richtet sich daher aus mehren Gründen auf eine Derivatisierung des Nukleosides 
an der 2´-Position (Zatsepin et al., 2004; Zatsepin und Oretskaya, 2004; Zatsepin et al., 2004). Einen Übersichts-
artikel über Synthesen von 2´-Nukleosiden gaben Zatsepin et al. (Zatsepin et al., 2004). Jedoch fanden sich dar-
unter nur sehr wenige Beispiele von Nukleolipiden mit 2´-fixierten Lipidanker (Manoharan et al., 1991; Mano-
haran et al., 1997; Manoharan et al., 1995; Stetsenko et al., 2000). 
 
Abbildung 27: Möglichkeiten der Derivatisierung von Nukleosiden und deren Auswirkungen auf die Oligo-
nukleotidsynthese und die Watson-Crick-Basenpaarung 
Ein Grund liegt darin, dass das erhaltene Nukleolipid, wenn es in die Zellmembran eingebracht wird, zur mole-
kulare Erkennung mit anderen Nukleosiden, Nukleotiden oder Oligonukleotiden über die Watson–Crick-
Basenpaarung zu Verfügung stehen soll. Nun haben bisherige Versuche in unserem Arbeitskreis hingegen gezeigt 
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(Scheidt et al., 2004), dass das Nukleolipid, wenn es an der Nukleobase mit einem lipophilen Rest derivatisiert 
worden ist, zu tief in der Membran verankert ist und keine Basenpaarung mehr ermöglicht wird (s. Abb. 28). 
 
Abbildung 28: Tiefenposition der Nukleolipide in POPC mittels Kreuzrelaxationsmessungen bestimmt (Kurz 
et al., 2006) 
Ein weiterer Grund liegt darin, dass das erhaltene Nukleolipid in sein Phosphoramiditanalogon überführt werden 
soll und dann über die Phosphoramiditsynthese in ein Oligonukleotid eingebaut wird. Viele der bisherigen Arbei-
ten führten dabei den lipophilen Rest am Ende oder am Anfang des DNA-Stranges ein. Infolgedessen ist es je-
doch nicht möglich, die Position des lipophilen Nukleotides in denselben Strang zu varieren. Die Einführung des 
lipohilen Restes an 2´- Position würde es aber ermöglichen, den lipophilen Anker zwischen zwei relevanten 
Teilsequenzen eines Oligonukleotides zu bringen, die dann jede einzeln Doppelstränge ausbilden können (s. 
Abb. 29). Diese zwei verschiedenen DNA-Sequenzen, welche jeweils ein funktionelles Molekül tragen könnten, 
sind vielfältig einsetzbar. Zum einen könnte man an Ihnen, durch die Bindung von Enzymen an den Enden des 
DNA-Stranges, sogenannte Multi-Enzym-Komplexe erzeugen, an denen eine mehrstufige katalytische Synthese 
eines Substrates durch die kurzen Diffusionswege beschleunigt wird. Zum anderen kann man durch das Ver-
knüpfen des einen DNA-Stranges mit einem Reporter-Fluorophor und des anderen mit einem Quencher Molecu-
lar Beacons erzeugen. In diesem als stem loop (=Stamm-Schleife) bezeichneten Zustand zeigt der Reporter 
durch seinen geringen Abstand zum Quencher keine Fluoreszenz. Durch Anlagerung der membranverankerten 
Schleifen-Region an eine komplementäre DNA-Sequenz (Analyt-DNA), wird der Abstand zwischen Quencher 
und Reporter vergrößert. Eine Reporter-Fluoreszenz kann somit beobachtet werden. Arbeiten von Kim et al. 
(Kim et al., 2004) zeigten die Ausbildung von Hairpin-Strukturen durch lipophile Oligonukleotide an Membra-
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nen. Dazu wurde aus Lithocholsäure ein Phosphoramidit synthetisiert, welches während der Oligonukleotid-
synthese zwischen zwei Nukleotide eingeführt worden ist (s. Abb. 30). Es konnte durch UV-spektroskopische 
Schmelzpunktmessungen gezeigt werden, dass das ODN vom Typ 5´-d(T12LT12) keine Duplexe bildet, jedoch 
das ODN vom Typ 5´-d(T12LA12). 
 
Abbildung 29: DNA mit mittigen lipophilen Anker für den Einsatz in Multi-Enzym-Komplexen oder Molecu-
lar Beacon aus der Dissertation von Andreas Bunge (Bunge, 2008) 
 
  
Abbildung 30: Verwendeter DNA–Anker von Kim et al. (Kim et al., 2004) zur Ausbildung von Hairpinstruk-
turen 
Durch eine interne Markierung finden 2’-OH-Derivate von Nukleosiden vor allem Bedeutung in der Aufklärung 
von Faltungsmechanismen der RNA, da sie gegenüber den 3’- bzw. 5’-Analoga ein größeres Spektrum an denk-
baren Derivatisierungspositionen vorweisen. Eine viel versprechende Methode zur Klärung dieser Fragestellung 
ist die Fluoreszenzspektroskopie, welche in der Aufklärung von Proteinfaltungen und Entfaltungen erfolgreich 
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eingesetzt wird. Hierbei wird ein fluoreszierendes Molekül, z.B. ein Pyrenderivat kovalent an eine durch Substi-
tution eingeführte 2’-NH2-Gruppe eines Nukleotides im RNA-Strang gebunden (Silverman und Cech, 1999). 
Weiterhin werden 2-alkylierte Oligonukleotide im großen Umfang in der „Anti-Gene-Biotechnology“ eingesetzt. 
Denn es zeigte sich, dass diese kinetisch und thermodynamisch stabilere Duplexe bilden, als die natürlichen 
Oligonukleotide (s. Abs. 2.1). Eine weitere Verwendung finden 2´-OH-Derivate in der Untersuchung von Protein 
– Oligonukleotid – Wechselwirkungen. Dabei werden die zu untersuchenden Proteine über Aminolinker mit 
Oligonukleotide verknüpft, welche an der 2´-Position eine (Turutin et al., 2002) oder gar zwei (Gritsenko et al., 
2002) Aldehydgruppen tragen. 
Aus diesen aufgeführten Gründen und den vielfältigen Möglichkeiten des Einsatzes solcher Nukleolipide wurden 
in der vorliegenden Arbeit verschiedene Synthesestrategien untersucht, um lipophile Reste vorrangig an 2´-
Position anzubringen. Dabei wurden in Anlehnung an die Natur, als lipophile Anker vorrangig Fettsäurenderiva-
te, aber auch das Cholesterol und verschiedene Terpene verwendet. Die Verknüpfung erfolgte zum einen über 
Ester. Diese haben den Vorteil, dass sie biologisch durch Lipasen spaltbar sind. Somit kann das gebundene 
Nukleosid leicht von der Membran entfernt und auch metabolisiert werden. Ein Nachteil dieser Verknüpfungsart 
besteht darin, dass diese erhaltenden Monomere nicht in der Oligonukleotidsynthese eingesetzt werden können. 
Ein ähnliches Verhalten wird auch bei den Disulfiden beobachtet. Der lipophile Anker kann zwar durch Verwen-
dung von solchen Reduktionsmitteln wie Cleland´s Reagenz (DTT) oder Mercaptoethanol gezielt von dem 
Nukleosid abgespalten werden, aber der Einsatz solcher Disulfide in der Oligonukleotidsynthese ist nur bedingt 
möglich. Weitere Verknüpfungen sind in der Bildung von Carbamten, Amiden, Ethern oder Thioethern gegeben. 
Diese Produkte können anschließend in der Oligonukleotidsynthese eingesetzt werden und sind in der biologi-
schen Umgebung relativ stabil. 
Einige der dargestellten Monomere wurden demnach in ihre entsprechenden Phosphoramidite überführt und in 
verschiedenen Positionen in Oligonukleotiden eingebaut. 
AFM–Untersuchungen sollten weiterhin zeigen, inwiefern die in der vorliegenden Arbeit synthetisierten Mono-
mere supramolekulares Verhalten zeigen und Messungen durch unsere Kooperationspartner sollten im Rahmen 
von geförderten BMBF-Projekten das Verhalten der Nukleolipide und der amphiphilen Oligonukleotide in 
Membranen zum einen biophysikalisch (Arbeitsgruppe Prof. Dr. A. Herrmann), als auch NMR-spektroskopisch 
(Arbeitsgruppe PD Dr. D. Huster) untersuchen. 
2-28 
2 Allgemeiner Teil 
2.1. Synthese von Ethern und Estern 
Ausgangspunkt der vorliegenden Dissertation waren bisherige Arbeiten aus unseren Arbeitskreis (Bunge et al., 
2007; Flasche et al., 2004; Kurz et al., 2006; Scheidt et al., 2004) und Arbeiten von Pincet et al. (Heuvingh et al., 
2004; Pincet et al., 2001; Pincet et al., 1994; Pincet et al., 1996). In diesen wurden zwei unterschiedlich mit 
komplementären lipidierten Nukleosiden tagged-GUVs mit Hilfe der Basenpaarung so dicht herangeführt, dass 
eine Hemifusion beobachtet werden konnte. 
 
Abbildung 31: Zwei aggregierende Vesikel nach von Pincet et al. Ein Vesikel ist mit einen Adenosinlipid 
funktionalisiert und mit RhPE auf der Oberfläche und FITC-Dextran im Inneren gelabelt. Das andere Vesikel ist 
ungelabelt und mit dem Thymidinlipid versetzt (Balkenlänge 10μm). Links: Fluoreszenzbild bei der Laseranre-
gung von Rhodamin (514nm) Rechts: Fluoreszenzbild bei der Laseranregung von Fluorescein (488nm) 
 
Abbildung 32: Die verwendeten Nukleolipide 
Im ersten Teil der vorliegenden Arbeit wurden unterschiedliche lipophile Uridine synthetisiert, um einen Ver-
gleich erzielen zu können, wie viele Anker für eine Bindung des Nukleolipides in Membranen benötigt werden. 
Weiterhin wurde untersucht, ob ein Spacer zwischen dem Zucker und dem lipophilen Rest Unterschiede in der 
Membranverankerungstiefe des entsprechenden Nukleolipides ersichtlich werden lässt. Wie im Kapitel 1.2.1 
erwähnt, wurden viele Pharmawirkstoffe wie 5-Fluoruridin oder andere antivirale Nukleoside mit Fettsäuren 
umgesetzt, um sie biologisch besser verfügbar zu machen (Prodrugs) und vor dem enzymatischen Abbau zu 
schützen. Dabei wurden die Veresterungen meist enzymatisch durchgeführt (Bijsterbosch et al., 2002; Ramirez et 
al., 1982; Shea et al., 1990). Diese dargestellten Ester lassen sich natürlich nicht in der späteren Oligonukleotid-
synthese einführen, da es bei der basischen Abspaltung des Oligonukleotides vom CPG (controlled pore glass), 
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auch zu einer Spaltung des Esters kommen wird. Aus dem Grunde wurden solche Oligonukleotide in der Litera-
tur nachträglich mit Fettsäuren oder Glycerolester umgesetzt, um ihre Bioverfügbarkeit zu erhöhen. 
Für die Synthese eines Nukleosides mit einer Estergruppierung an O2´- Position wurde nach einer Vorschrift von 
Furusawa et al. (Furusawa et al., 1990) die O3´- und die O5´-Position des Uridins mit Ditertbutylsilylditriflat in 
einer Ausbeute von 88% geschützt und anschließend die O2´-Position mit dem Säurechlorid der Palmitinsäure in 
Pyridin verestert. Das Zwischenprodukt 3 wurde ohne Aufreinigung im nächsten Schritt mit NH4F entschützt. 
 
Abbildung 33: Synthese des O2´-Palmitoyluridins: I) 1.5 eq. n-C15H31COOH, DMAP, Pyridin, 16 h bei RT; 
II) NH4F, MeOH, 16 h bei RT, 48% über 2 Stufen 
Man erhält dabei nicht nur das gewünschte 2´-Palmitoyluridin 4, sondern ein Isomerengemisch aus O2´- und 
O3´-(Palmitoyl)uridin 4 und 5, im Verhältnis von 4:9. Ein ähnliches Umesterungsverhalten ist schon seit länge-
rem bei der Synthese von acylierten Nukleosiden (Neumann et al., 1968; Reese und Trentham, 1965; Reese und 
Trentham, 1965) und auch in der Biologie bekannt. Dort vor allem bei der Biosynthese der second messenger 
3´,5´-cycloAMP oder 3´,5´-cycloGMP aus den entsprechenden Triphosphaten der Nukleoside. Durch eine Wech-
selwirkung des Nukleosides mit dem Enzym kommt es zu einer Schwächung der HO3´-Bindung, wodurch das 
Sauerstoffatom am Phosphoratom an O5´- Position intramolekular angegriffen wird. Ein ähnlicher Mechanismus 
wird auch für die Umesterung an 4 vorgeschlagen (s. Abb. 34). In diesem Fall wird durch die Spaltung der Si-O-
Bindung und der Bildung einer viel stärkern Si-F-Bindung ein Alkoxidion generiert, welches intramolekular die 
Umesterung hervorruft. Trotz des Vorliegens der Isomerenmischung 4 und 5, wurde das System von uns in 
Membranbildungs- und verankerungsversuchen erfolgreich eingesetzt (s. Abs. 2.9 s. Abs. 2.10). 
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Abbildung 34: Möglicher Mechanismus für die beobachte 2´3´-Acylwanderung 
Der Nachweis und die Bestimmung des Verhältnis des Isomerengemisches erfolgte mittels 1H–NMR spektrosko-
pischer Untersuchungen und dem Vergleich mit den Edukten und der Literatur (s. Abb. 35) 
 
Abbildung 35: 1H-NMR-Spektrum des Isomerengemisches des O2´,O3´-(Palmitoyl)uridin 4/5 
Diese Umlagerung wird aus sterischen Gründen unterbunden, wenn der lipophile Rest mit der O2´-Position des 
Arabinosanalogons des Uridins verknüpft ist. Man erhält nach einer Mitsunobureaktion von 2 mit der 4-(1,3-
bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6 und anschließender Entschützung das stabile 2´-Acyl-
arabinosederivat 8 (s. Abb. 36). 
2-31 
 
Abbildung 36: Synthese des 2´-Acyl-arabinosederivat 8: I) 1.26 eq. DIAD, 1.2 eq. PPh3, 1.2 eq. 6, THF, 16 h 
bei RT, 62%; II) NH4F, MeOH, 16 h bei RT, 17% 
Die Synthese des verwendeten 1,2,3-Trihydroxypropan-1,3-dioleat 11, welches anschließend mit Bernsteinsäu-
reanhydrid in Pyridin zu 6 umgesetzt worden ist, erfolgte nach einer Vorschrift von Bentley (Bentley und 
Mccrae, 1970). 
 
Abbildung 37: Synthese von 6: I) 3.3 eq. Oleoylchlorid, Pyridin, CH2Cl2, 2 ¼ h bei RT, 81%; II) 1.1 eq. 
NaBH4, H2O, THF, 1h, 4°C->RT, 92%; III) Bernsteinsäureanhydrid, DMAP, CH2Cl2, 16h bei RT, 90% 
Für die Synthese eines Uridins mit zwei lipophilen Resten an O2´- und an O3´- Position (s.Abb. 38) wurde O5´-
(4,4´-Dimethoxytrityl)uridin 12 analog zu der oberen Vorschrift, zum einen in 81% Ausbeute mit Palmitinsäu-
rechlorid in Pyridin verestert und zum anderen in quantitativer Ausbeute mit Bernsteinsäureanhydrid. Das Di-
palmitat 13 wurde mit 80%iger Essigsäure in 28% Ausbeute zu dem Produkt 14 entschützt. Das Disuccinat 15 
wurde zuerst mit Pentadecanol, unter Verwendung von DCC, in 95% Ausbeute umgesetzt und anschließend 
sauer zu dem gewünschten Produkt 16 entschützt. 
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Abbildung 38: Synthese der O2´, O3´-Diacylnukleolipide: I) 3.0 eq. nC15H31COCl, DMAP. Pyridin, 2h bei RT, 
81%; II) 80% CH3COOH, 20 min bei RT, 26%; III) 3.0 eq. Bernsteinsäureanhydrid, DMAP, Pyridin, 72h bei RT, 
quant. IV) 0.5 eq. nC15H31OH, DCC, DMAP, Toluol, 72h bei RT, quant.; V) CF3COOH, CH2Cl2, 30 min bei RT, 
46% 
In Analogie zur Herstellung des Arabinosederivates 7 wurde auch versucht, ein Uridinderivat mit zwei lipophilen 
Acylresten an O2´- Position zu synthetisieren. Dies erwies sich, womöglich wegen des sterischen Anspruches 
des lipohilen Restes, als schwieriger. Es wurden daraufhin verschiedene Synthesewege getestet (s. Tab. 1). 
 




Tabelle 1: Versuche zur Synthese von 22 
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DCC (1.2 eq.), 
DMAP (0.4 eq.), 
THF, 
16 h bei RT 
58% Ausbeute 
 
Mit der Wahl des Lösungsmittel THF für die Synthese wurde letztendlich das gewünschte Produkt 21f in guter 
Ausbeute aus dem geschützten Uridin 20 und dem Dioleat 6 erhalten. Nach der Entschützung mit Triethyla-
mintrihydrofluorid in THF wurde das Produkt 22 in 80%iger Ausbeute, ausschließlich als 3´- Isomer isoliert, wie 
aus den aufgenommenen H,H-COSY-NMR-Spektrum zu entnehmen war. 
Für Untersuchungen einer Fusionsbildung zwischen zwei Vesikeln mit unterschiedlichen Nukleolipiden, ähnlich 
dem Experimenten von Pincet et al., wurde auch das entsprechende Adenosinanalogon dargestellt (s. Abb. 40). 
Dabei wurde nach einer Vorschrift von McLaughlin et al. (Mclaughlin et al., 1985) N6-Benzoyladenosin 24 
synthetisiert, welches anschließend mit TIPDSCl (Markiewicz, 1979) regioselektiv an der O3´- und der O5´-
Position geschützt worden ist. Die Veresterung des geschützten Adenosins 25 erfolgt nach der oben erprobten 
Methode in THF, allerdings nur in 22% Ausbeute. Nach Abspaltung der Silylschutzgruppe in 89% Ausbeute 
wurde versucht die Benzoylschutzgruppe unter milden Bedingungen zu entfernen, ohne dabei den Ester zu spal-
ten. Eine Entschützung mit überhitztem Methanol nach einer Vorschrift von Nowak et al. (Nowak et al., 2005) 
sollte laut Angaben des Autors zu einer selektiven N-Deacylierung führen. Im genannten Beispiel untersuchten 
sie unter anderem die Reaktion von N6-Benzoyl-2′,3′,5′-tri-O-isopropyladenosin und erhielten das N-deacylierte 
Produkt nach 12 h in 88% Ausbeute. In unseren Fall kam es zu einer Abspaltung der Benzoylschutzgruppe und 
auch des Esters. Der Versuch dieser Esterspaltung durch den Einsatz eines stärkeren Nukleophiles (Isobutyla-
min) zu umgehen, schlug fehl. Es wurden die Edukte zurück erhalten. Interessanterweise verlief eine basische 
Abspaltung mit 25% Ammoniumhydroxid in Ethanol bei Raumtemperatur zu einem Verlust des Esters, aber zum 
Erhalt der Benzoylschutzgruppe. 
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Abbildung 40: Synthese des 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(N6-benzyoladenosin)succinat: I) a) 7.5 eq. 
TMSCl, Pyridin, 3h, bei RT; b) 3 eq. BzCl, 16 bei RT; c) 25% NH4OH 20 min bei 0°C, 79%; II) TiPSCl2, Pyri-
din, 16h bei RT, 90%; III) 6, DCC, DMAP, THF, 72h bei RT, 22%; IV) Et3N·3HF, THF, 2h bei RT, 89% 
Da dieser Weg nicht erfolgversprechend war, wurde die Veresterung mit dem Glyceroldioleat 6, trotz der exo-
zyklischen ungeschützen Aminogruppe, nach der oben erprobten Methode am O3´,O5´-
Tetraisopropyldisilyladenosin 28 durchgeführt und das Produkt 29 in 60% Ausbeute erhalten (s. Abb. 41). Eine 
N-Acylierung konnte aufgrund eines Vergleichs der 1H-NMR Spektren von 26 und 29 ausgeschlossen werden (s. 
Abb. 42). Man erkennt eine sehr ähnliche Verschiebung des 2´-Proton, was für eine gleiche Derivatisierung an 
dieser Stelle spricht. Interessanterweise sind die aromatischen Protonen aufgrund des Fehlens der Benzoyl-
schutzgruppe stark verschoben, was dafür spricht, dass der Aromat der Benzoylschutzgruppe in den Anisotropie-
kegel des Purins ragt und die beobachtete chemische Verschiebung hervorruft. Die Entschützung mit Triethyla-
mintrihydrofluorid ergab 31 in 18% Ausbeute, jedoch ausschließlich als O3´-Isomer. Die vollständige 
Umlagerung der Produkte 31 und 22 in das 3´-Acylprodukt ist wahrscheinlich auf den größeren Raumbedarf der 












































































Abbildung 41: Synthese des 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2(adenosinyl)succinat: I) TiPSCl2, Pyridin, 16h bei RT, 
90%; II) 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-ylsuccinat, DCC, DMAP, THF, 72h bei RT, 60%; III) Et3N·3HF, THF, 4h 
bei RT, 18% 
 
Abbildung 42: Gegenüberstellung der 1H-NMR-Spektren von 26 (oben) und 29 (unten). 
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Um den Einfluss der Anzahl von Fettsäureresten in Nukleosiden systematisch untersuchen zu können, wurde ein 
Vertreter mit drei lipophilen Ankern synthetisiert. Dabei wurde von einem Pentaerythritolderivat ausgegangen. 
Da große Ähnlichkeiten zu Glycerol oder TRIS bestehen, kann Pentaerythritol aufgrund seiner chemischen 
Struktur sehr gut als funktionelle Ausgangssubstanz für Lipidsynthesen genutzt werden. Um drei lipophile Reste 
und einen Spacer einzuführen, war es notwendig, drei der vier Alkoholgruppen zu differenzieren. Dies gelang in 
Form einer Bromierung zu 33 durch die Behandlung des Pentaerythritol mit konzentriertem HBr in Anwesenheit 
von Eisessig und anschließendem Umsatz in konzentrierter Schwefelsäure (Davis et al., 1999) in 46% Ausbeute. 
Die Einführung des Spacers erfolgte durch die schon oben genannte Synthese mit Bernsteinsäureanhydrid. Der 
entstandene Halbester 34 wurde anschließend in 47% Ausbeute mit dem geschützten Uridin 20 verestert. Die 
Umsetzung von 35 mit 3.3 eq. Octadecanthiol in Dichlormethan und der anschließenden Entschützung brachte 
überraschenderweise lediglich das einfachalkylierte Produkt 37 in eine Mischung aus 2´ -und 3´-Produkt im 
Verhältnis von 1:4. 
 
Abbildung 43: Synthese des 2´-(4-(3-Octadecyl-2,2-bis(octadecylmethyl)propyl)-4-oxobutanester)-2´-
desoxyuridin 33: I) a) AcOH(glacial) : 40%HBr 1:5, 24 h unter Rückfluss b) H2SO4 (konz.), 40% HBr 1:2, 24 h 
unter Rückfluss, 46%; II) Bernsteinsäureanhydrid, DMAP, Pyridin, 60h bei RT, quant.; III) DCC, DMAP, THF, 
64 h bei RT, 48%; IV) 3.3 eq. C18H37SH, 15 eq. DIPEA, CsCO3, CH2Cl2, 12d bei RT, 10%; V) Et3N•3HF, THF, 




Um die 2´-3´-.Acylwanderung zu umgehen, mussten für weitere Untersuchungen andere funktionelle Gruppen 
gewählt werden. Manfredini et al. (Manfredini et al., 2001) synthetisierten ausgehend von O2,O2´-
Anhydrouridin, 2´-O-Acyl- und auch 2´-O-Alkylderivate des Arabinofuranosyl-pyrimidins, um sie als hochse-
lektive Kinaseinhibitoren zu verwende Es konnte nachgewiesen werden, dass die Einführung des Acylrestes, 
nicht aber des Alkylrestes zu einer Erhöhung der Affinität zu TK-2 führte und eine stärkere inhibierende Wir-
kung zeigte, als das unmodifizierte Nukleosid.  
Mit der Entdeckung der Nukleosid- und Nukleotid-Rezeptoren (Geoffrey, 1978) erkannte man, dass Nukleotide 
auch außerhalb der Zelle wichtige Aufgaben als Neurotransmitter bzw. Neuromodulatoren erfüllen (s. Abb. 44). 
Dies legt nahe, auch die von uns synthetisierten Nukleosidester pharmakologisch zu untersuchen. Die Ergebnisse 
hier zu stehen aber noch aus. 
 
Abbildung 44: Pharmakologische Wirkungen von Uridin aus der Dissertation von Till Schuma-
cher(Schumacher, 2005) 
Die Veretherung der 2´-O-Position ist schon seit längerem bekannt. Einer der bekanntesten Vertreter sind die 2’-
O-methylierten RNAs, welche für die Antisensetechnologie eingesetzt werden, um die RNA gegenüber Nuklea-
sen resistenter zu machen. Bei der Antisense-Technologie (Gleave und Monia, 2005; Miller et al., 1977; Ste-
phens.Ml et al., 1973; Uhlmann und Peyman, 1990) wird ein RNA- oder DNA–Strang, welcher modifiziert sein 
kann, in die Zelle eingeschleust, um dort mit der komplementären RNA („Sense“) einen stabilen Doppelstrang zu 
bilden. Dadurch wird der Sensestrang der Transkription entzogen und steht für die Proteinbiosynthese nicht mehr 
zu Verfügung. Probleme traten dahingehend auf, dass diese RNA-RNA-Duplexe nicht sehr stabil waren, zum 
einen in thermischer, zum anderen in enzymatischer Hinsicht. Um diese Stabilität zu erhöhen, wurden modifi-
zierte Nukleoside verwendet (s. Abb. 46). Die erste Generation der Antisenseoligonukleotide bestand in dem 
Austausch des nicht verbrückenden Sauerstoffatoms im Phosphatrückgrat durch ein Schwefelatom, zum 
Phosphorthionat (Declercq et al., 1969). Diese Phosphorthionate waren nun zwar 10 h gegenüber RNA-Nuklease 
stabil, aber sie hatten auch den Nachteil, dass sie sich unspezifisch an Proteine binden konnten, demzufolge 
zytotoxisch waren und sehr langsam mit dem Sensestrang hybridisierten. Die zweite Generation der Antisenseo-
ligonukleotide waren die 2´-O-modifizierten Ribonukleoside (s. Abb. 45). 
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Abbildung 45: Affinität der der modifizierten Oligonukleotide zum DNA-Duplex 2´-Aminoethoxy modifi-
zierte Thymidine (fettgedruckt, Strang 3) hybridisiert mit den Strang 1 und 2 (180mm KCl, 20 mm Na+, 10 mm 
Phosphatpuffer (pH 7.0) und 0.1 mm EDTA) Die Schmelztemperaturen für die Tripelhelix des modifizierten 
Oligonukleotid (■) wurde mit der des nichtmodifizierten Oligonukleotid verglichen () Struktur – Affinitätsbe-
ziehung der verschiedenen 2´- substituierten Oligonukleotide 
Die Darstellung von 2´-Nukleosidethern erfolgt meist durch Deprotonierung der Hydroxylgruppe im basischen 
(NaH) und anschließender Umsetzung des Alkoxides in einer Williamson´schen Ethersynthese. Bei den unge-
schützen Purinbasen gelingt dies sogar mit einer hohen Regioselektivität (<5:1; 2:3 Isomer), da die 2´-OH die 
höchste Acidität (pKa ~ 12) (Izatt et al., 1965; Levene und Bass, 1926) der Hydroxylgruppen aufweist. Aufgrund 
dieser Tatsache wurden auch viele lipophile 2´-O-alkylierte Adenosinanaloga dargestellt. Manoharan et al. 
(Manoharan et al., 1991; Manoharan et al., 1993) setze Adenosin im Basischen mit 6-(Bromohexan)tritylthiol 
oder 6-(Bromohexan)phthalimid um. Das geschützte 2´-O-Thiohexyladenosin bzw. das 2´-O-
Aminohexyladenosin wurde weiter in die Oligonukleotidsynthese verwendet. Nach dem Entschützen wurden die 
freien Thiolanker oder Aminanker mit verschieden Fluorophoren (Pyren, Phenanthrolin oder Fluorescein) oder 
Lipiden (Cholsäure, Digoxigenin, Phospholipide) verknüpft. 
Eine mäßig regioselektive Synthese von 2´-O-alkylierten Pyrimidinnukleosiden konnte über einen 2´,3´-O-
(Dibutylzinn)- Komplex (Wagner et al., 1974) durch Umsetzung mit Alkylhalogeniden, im Verhältnis von ~ 1:2 
(3´-O : 2´-O) erzielt werden. 
In ihren Arbeiten wiesen Zhu et al. (Zhu et al., 2002) nach, dass die Alkylierung von N3-Benzoyl-3',5'-O-(di-
tert-butylsilandiyl)uridin mit sterisch gehinderten Alkylioden, wie 2-Ethylbutyliodid als Elektrophil eine uner-
wartete Umlagerung zum N3-alkyl-2'-O-benzoyluridin vollzieht. 
2´-O modifizierte Ribonukleoside werden als sogenannte „Gapmer“ verwendet (Cuenoud et al., 1998; Kawasaki 
et al., 1993; Lesnik et al., 1993; Monia et al., 1993). Diese zeigen eine bedeutend höhere Affinität gegenüber 
RNA als DNA, waren jedoch als Oligonukleotid nicht in der Lage die Genexpression zu inhibieren. Erst als 
„Chimäre“ mit 2´-Desoxynukleotide konnte man eine Inhibierung beobachten. Somit dienten diese 2´-O modifi-
zierten Ribonukleoside am 3´- und 5´-Ende dem Schutz des Antisensestranges vor RNase H–Abbau. Eine weite-
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re Erhöhung der thermischen Stabilität von Sense–Antisense-Duplexen und der Zielerkennung brachte die dritte 
Generation der Antisensenukleotide (Herdewijn, 2000; Kurreck, 2003). Zu ihnen zählen unter anderen PNA 
(peptid nucleic acid), LNA (locked nucleic acid) und HNA (hexitol nucleic acid). 
 
Abbildung 46: Darstellung der drei Generationen der Nukleotidmodifikationen für Anwendungen in der  An-
tisense-Technologie, aus dem IDTutorial- Antisense-Technologies 2005 A) Phosphothionatrückgrat; B) Modifi-
zierung durch Alkylierung der 2´-Position der Ribose; C) verschiedenste Änderungen am Rückgrat 
Wir griffen zur Herstellung von 2´- modifizierten Uridinen auf das O2,O2´-Anhydrouridin zurück, dass sich 
nach einer Vorschrift von Prakash et al. (Prakash et al., 2002) leicht aus dem Uridin mit Diphenylcarbonat syn-
thetisieren lässt (Hampton und Nichol, 1966; Ogilvie und Iwacha, 1969). Diese Verbindung reagiert bekannter-
maßen mit Nukleophilen in der 2´-Position unter Inversion der Konfiguration. Setzt man als Nukleophil Ethy-
lenglycol in Gegenwart einer Lewisbase ein, gelangt man zum Uridinether 39. 
Anschließend sollte die primäre Hydroxylgruppe in eine Fluchtgruppe überführt werden (s. Abb. 47), um sie 
nachfolgend mit einem guten Nukleophil (Amin, Thiol) umzusetzen. Verschiedene Versuche führten jedoch zu 
keinem einheitlichen Produkt (s. Tab. 2). 
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Abbildung 47: Synthese des O2´-(Hydroxethyl)-2´-desoxy-O5´-(TBDPS)uridin 40: I) Ethylenglycol, 
BH3•THF, 16h bei 160°C, 80%; II) siehe Tabelle 2 
Tabelle 2: Versuche zur Synthese von 40 
40 Reaktionsbedingungen Ergebnis 
a 
1.1 eq. TosCl, 
DMAP, Pyridin, 
16h bei RT 
Edukt zurück erhalten 
b 
1.1 eq. TosCl, 
DMAP, CH2Cl2, 
16h bei RT 
Edukt zurück erhalten 
c 
1.1 eq. TosCl, 
DMAP, Pyridin, 
16h von -20°C -> RT 
Edukt zurück erhalten 
d 
1.1 eq. TosCl, 
Et3N, CH2Cl2, 
16h von -30°C -> RT 
2 Regioisomere als Monotosylpro-
dukte und ein Ditosylprodukt er-
halten 
e 
1.1 eq. TosCl, 
Et3N, CH2Cl2, 
16h von -78°C -> RT 
2 Regioisomere als Monotosylpro-




Aus diesem Grunde, wurde anstelle des Ethylenglycols, DL-Isopropylidenglycerol eingesetzt (s. Abb. 48). Die 
2´-Position des Anhydrouridins 38 wurde verethert, die 3´-Position mit TBDMS geschützt und nach der Abspal-
tung des Acetons aus 43 in den Glycerolrest zwei Stearylreste unter Bildung von 45 eingeführt. Die Einführung 
von Glycerol in das TBDPS geschützte Anhydrouridin 38 gelang in vergleichbarer Ausbeute. Jedoch ist an die-
sem Glycerolether 42 mit einer Konkurrenzreaktion an der freien 3´-Position zu rechnen. 
 
Abbildung 48: Synthese des O2´-(1,2-Distearylglycerol)-2´-desoxyuridin 46: I) Ph2CO3, DMF, 4 h bei 110°C, 
88%; II) 1.1 eq. TBDPSCl, DMAP, Pyridin, 60 h bei RT; 58%, III) Glycerol, BH3•THF, 16 h bei 160°C, 36%; 
IV) a) DL-Isopropylidenglycerol, BH3•THF, 16 h bei 160°C; b) 6.0 eq. TBDMSCl, 12 eq. Imidazol, DMF, 24 h 
bei RT, 28% über 2 Stufen; V) DOWEX 50X8, H+-Form, 48 h bei RT, 17%; VI) C17H35COOH, DCC, DMAP, 
CH2Cl2, 16 h bei RT, Quant; VII) n-Bu4NF, THF, 4 h bei RT, 73% 
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Um die nachträgliche Schützung an der 3´- Position zu umgehen, konnte die zweizähnige TIPDS-Schutzgruppe 
für die gleichzeitige Schützung der 3´- und 5´- Position am O2,O2´-Anhydrouridin in sehr guten Ausbeuten 
eingesetzt werden. Durch Umkristallisieren des Produktes 47 aus Dichlormethan wurden die erforderlichen Kris-
talle für die Einkristallstrukturanalyse (s. Abb. 49) erhalten, die die Arabinosekonfiguration beweist 
 
Abbildung 49: Einkristallstruktur von 47 
Jedoch führte die nachfolgende Umsetzung von 47 mit Ethylenglycol zu keinem Produkt. Anscheinend ist die 
freie Hydroxygruppe an der 3´-Position entscheidend für die lewiskatalysierte Ringöffnung des O2,O2´-
Anhydrouridin durch Nukleophile oder aber es ist auf eine sterische Hinderung der 2´-Position zurückzuführen, 
wie anhand der Einkristallstruktur zu erkennen ist. 
 
Abbildung 50: Syntheseversuch von 48: I) HOCH2CH2OH, BH3•THF, THF, NaHCO3, 14 h bei 160°C 
Kachalova et al. (Kachalova et al., 2000; Zatsepin et al., 2001) synthetisierten ausgehend von geschütztem Uri-
din über eine mehrstufige Synthese ebenfalls 2´-Glycerol-2´-desoxyuridin. Wobei die entscheidenden Schritte 
die palladiumkatalysierte Allylierung der 2´-Positon und eine anschließende Bishydroxylierung waren. Martin et 
al. (Martin, 1996) synthetisierte 2´-Glycerol-2´-thymidin über die basenkatalysierte Umsetzung von geschütztem 




Wachter et al. (Wachter et al., 1986) beschrieben 1986 eine einfache Synthese von 5´-Carbamten des Uridins. 
Die 5´-OH-Gruppe des Uridins wurde mit 1,1´-Carbonyldimidazol (CDI) umgesetzt und das entstandene Imida-
zolid mit aliphatischen Aminen in das Carbamat überführt. Diese aliphatischen Carbamate sind auch unter den 
Reaktionsbedingungen  der Oligonukleotidsynthese und -abspaltung (55 °C, NH4OH) vom Harz stabil. Aus 
diesen Gründen, der einfachen Darstellung und auch der hohen Stabilität der Carbamate bei der Oligonukleotid-
synthese, wurde diese funktionelle Gruppe in jüngster Zeit oft genutzt, um Biomoleküle (Biotin, Digoxigenin), 
Fluoreszenzmarker (Dansyl, Pyren) (Asseline und Thuong, 1990; Boreskov und Berlin, 1995; Civitello et al., 
2001; Dubey et al., 1997; Korshun und Berlin, 1994; Kubo et al., 2001; Misra et al., 2004; Singh et al., 1990; 
Will et al., 1991), Peptide(Beyer et al., 2003; Gaur, 1991; Holmlin et al., 1999; Karpyshev et al., 1991; Kobori et 
al., 2008; Mestre et al., 1996; Murakami et al., 1993; Peyrottes et al., 1998; Sproat et al., 1987; Sproat et al., 
1987; Virta et al., 2003) und viele andere Moleküle (Korshun et al., 2002) in Oligonukleotide einzuführen. 
Im Rahmen der vorliegenden Dissertation wurden Versuche zu Synthese von lipophilen Carbamoylnukleosiden 
unternommen. Ausgehend von 3´,5´-geschütztem Uridin 20, wurde dieses zuerst in hoher Ausbeute mit CDI und 
anschließend mit Octadecylamin zum Carbamat 50 umgesetzt (Dubey et al., 2000; Seio et al., 1998). Dies kann 
man entweder als Eintopfreaktion durchführen oder auch das Zwischenprodukt 49 isolieren und zu einem späte-
ren Zeitpunkt mit dem Amin umsetzen. Die Anwendung von CDI zur Einführung von Carbamatfunktionen be-
ruht auf der guten Fluchtgruppeneigenschaft der Imidazolreste, welche leicht durch Nukleophile ersetzt werden 
können. Da auch Carbamate unter bestimmten alkalischen Bedingungen zu einen 2´,3´- Carbamoylwanderung 
neigen (Korshun et al., 2002), wurde das empfohlene Desilylierungsreagenz Triethylamintrihydrofluorid ver-
wendet. Dieses ergab nach der Entschützung nur das O2´-Carbamt 51 
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Abbildung 51: Synthese des O2´-(Octadecylcarbamoyl)uridin 51: I) CDI, CH2Cl2, 3 h bei RT, 97%; II) 
C18H37NH2, CH2Cl2, 48 h bei RT, 78%; III) Et3N•3HF, THF, 16 h bei RT, 77% 
In der Literatur ist die Bildung solcher Carbamate auch mit sekundären Aminen, wie N-Methylpropargylamin 
beschrieben (Moorthy und Singhal, 2005), allerdings mit geringeren Reaktionsgeschwindigkeiten. In unseren 
Fall führte jedoch die Umsetzung des geschützten Imidazolids 52 mit dem aliphatischen sekundären Dioctadecy-
lamin zu keinem Produkt. Gleiches wurde auch mit 2-Aminofluoren beobachtet. 
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Abbildung 52: Umsetzung von 52 mit einem sekundären Amin und einem arylischen Amin: I) CDI, CH2Cl2, 
3 h bei RT, 95%; II) 2-Aminofluoren, CH2Cl2, 14 d bei RT; III) Dioctadecylamin, CH2Cl2, 14 d bei 40°C 
Wir vermuten, dass das Versagen der Reaktion auf sterische Gründe zurückzuführen ist und führten deshalb 
einen Linker zur Abstandsvergrösserung ein (s. Abb. 53). So gelang die Umsetzung des geschützten Imidazolids 
52 mit 1,6-Diaminohexan zu 56 in 60%iger Ausbeute. Doch verwunderlicherweise blieb eine entsprechende 
Reaktion mit 1,4-Diaminobutan zu 55 aus. Versuche, die terminale Aminogruppe des Aminobutylcarbamates 56 
mit 2.2 eq. Octadecylbromid in ein sekundäres Amin zu überführen, lieferte lediglich das monoalkylierte Produkt 
57. Nach der Entschützung von 57 konnte leider kein Produkt mehr isoliert werden. 
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Abbildung 53: Synthese eine amphiphilen Carbamoyluridin mit Spacer: I) 1.5 eq. Butan-1,4-diamin, CH2Cl2, 
48 h bei RT; II) Hexan-1,6-diamin, CH2Cl2, 48 h bei RT, 60%; III) 2.2 eq. Octadecylbromid, 3.0 eq. K2CO3, 
DMF, 48 h bei RT, 88%; IV) Et3N•3HF, MeOH, 16 h bei RT 
Da diese Reaktionen nicht zum gewünschten Produkt führten, wurde versucht, die Kombination aus primärem 
Amin, Linker und terminalem Dioctadecylamin direkt mit dem Imidazolid umzusetzen. Zur Darstellung eines 
derartigen Konstruktes wurde zunächst Dioctadecylamin unter Rückfluss mit frisch destilliertem Acrylnitril zum 
3-dioctadecylaminopropionitril 60 umgesetzt, welches anschließend mit LiAlH4 (Davis, 2004; Giorgi et al., 
2003; Gottarelli et al., 2000) oder NiCl2•6H2O (Dorn et al., 1984) und NaBH4 in das Amin reduziert wurde. Al-
ternative Versuche die Reduktion des Nitriles durch Pd(OH)2/C katalysierte Hydrierung vor zunehmen, schlugen 
fehl. Wird die Hydrierung in Essigsäure als Lösungsmittel durchgeführt, entsteht bemerkenswerterweise unter C-
N-Bindungsknüpfung das Dipropyltriamin 63 mit vier Dodecylresten. Weitere Versuche das Nitril im Basischen 
mit Wasserstoffperoxid in das Acetamid zu überführen misslangen. Im Gegensatz verlief die Hydrolyse des 
Nitriles im sauren Medium quantitativ (Jones et al., 1990). Eine anschließende Reduktion von 62 mit BF3•OEt2 
und NaBH4 (Satoh et al., 1969) scheiterte ebenfalls. 
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Abbildung 54: Synthese des N,N-Bis-octadecyl-1,3-aminopropylamin 61: I) Acrylnitril, 18 h unter Rück-
fluss, Quant.; II) LiAlH4, Et2O, 4 h unter Rückfluss, 87% oder NiCl2•6 H2O, NaBH4, CH2Cl2 : MeOH 5:1, 16 h 
bei RT, 90%; III) TFA, H2SO4 (konz.), 32 h bei 60°C, Quant.; IV) BF3•OEt2, THF, 5 h unter Rückfluss und 16h 
bei RT; V) Pd(OH)2/C, 1atm H2, CH3COOH, 16h bei RT 
Anschließend ließ sich das 3-Dioctadecylaminopropylamin 61 in 74% Ausbeute mit dem Imidazolid 49 umset-
zen. Eine nachträgliche Entschützung mit Et3N•3HF führte in 73% Ausbeute zu dem Zielprodukt 65. 
 
Abbildung 55: Synthese von O2´-((Dioctadecylamino)ethylcarbamoyl))-2´-desoxyuridin 65: I) N,N-Bis-
octadecyl-1,3-aminopropylamin, CH2Cl2, 21 d bei RT, 74%; II) Et3N•3HF, 2 h bei RT, 73% 
Für späterer AFM–Untersuchungen und auch für mögliche Untersuchungen von einzelnen Nukleosiden in Li-
pidmembranen, konnte mittels der Carbamatroute die Octadecylamingruppe auch in die anderen drei Nukleosi-
de, des Adenosins, des Guanosins und des Cytidins eingeführt werden, so dass komplementäre lipophile Nukleo-
side zur Verfügung standen (s. Abb. 56). Die einzelnen Nukleoside wurden mit der TIPDSCl–Schutzgruppe an 
der O3´- und O5´-Position in guten Ausbeuten geschützt und anschließend in einer Eintopfreaktion zuerst mit 
CDI und das entstandene Carbamat anschließend mit dem Amin umgesetzt. Die geschützten Nukleolipide wur-
den in 45%-72% Ausbeute erhalten. Nach der Entfernung der Schutzgruppe mit Triethylamintrihydrofluorid 
wurden die gewünschten Nukleoside in moderaten bis guten Ausbeuten erhalten (s. Tab. 3). Die geringen Aus-
beuten bei der Entschützung des Guanosins lassen auf supramolekulare Wechselwirkung dieses Amphiphiles 
zurückschließen. Denn es wurde zunächst eine geleeartige Masse isoliert, welche wahrscheinlich durch die Aus-
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bildung von tetrameren Guanosin-Komplexen unter Einlagerung von Lösungsmittel zu erklären ist (Brown et al., 
1958). Durch Trocknung dieses Geles im Vakuumtrockenschrank wurde 68b als ein Feststoff gewonnen. 
Tabelle 3: Einführung von Octadecylaminocarbamatgruppen in Adenosin, Guanosin, Cytidin 
Nukleobasen (R) Schritt I Schritt II/ Schritt III Schritt IV 
Adenin (a) 80% 62% 76% 
Guanin (b) 96% 55% 29% 











































Abbildung 56: Synthese der O2´-(Octadecylcarbamoyl)nukleoside: R = Adenin, Guanin, Cytosin I) TIPDSCl, 
Pyridin, 24 – 48 h, 0°C - >RT; II) CDI, CH2Cl2, 24 – 72 h bei RT; III) C18H37NH2, CH2Cl2, 48 h bei RT; IV) 
Et3N•3HF, THF, 16 h bei RT 
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2.3. Synthese von Uridin-2´-Thioethern und Uridin-2´-
Disulfiden 
Das O2,O2´-Anhydrouridin erwies sich als eine gute Ausgangsverbindung zur Einführung weiterer nukleophiler 
funktioneller Gruppen in die 2´-Position des Uridins. Nach einer Vorschrift von Divakar et al. (Divakar und 
Reese, 1982) wurde es im Basischen mit 4-Methoxyphenylmethanthiol umgesetzt und anschließend das 4-
Methoxytoluol im Sauren abgespalten. Dabei ist zu beachten, dass 2´-Thio-2-desoxynukleoside oberhalb von pH 
6.5 bei Raumtemperatur eine glykosidische Spaltung eingehen können (Johnson et al., 1995). Es gelang weiter-
hin, die freie Thiolgruppe im Basischen mit verschieden Alkylbromiden in moderaten bis guten Ausbeuten zu 
alkylieren (s. Tab. 4). Da die meisten der verwendeten Alkylierungsesdukte nicht kommerziell erhältlich sind, 
wurden sie vorher aus den käuflich verfügbaren Substanzen dargestellt. 
Der Dioctadecylether 71 wurde nach einer Vorschrift von Kates et al. (Kates et al., 1963) aus DL-Benzylglycerol 
und Octadecylbromid im Basischen erhalten. Anschließend wurde die Schutzgruppe durch Hydrierung über Pd/C 
entfernt und die freie Hydroxylgruppe mit NBS/PPh3 in quantitativer Ausbeute in das entsprechende Bromalkan 
71 überführt. Nach der Umsetzung mit dem 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 konnte das Nukleolipid 70a, welches 
zwei Alkylketten trägt, isoliert werden. Auch die Darstellung der Bromide 73 und 74 erfolgte durch Umsetzung 
mit NBS/PPh3 aus den kommerziell erhältlichen d33-Hexadecanol oder But-3-en-1-ol in quantitativer Ausbeute. 
Das resultierende 2´-(Hexadec-1-ylmercapto)-2’-desoxyuridin 70b und das 2´-(d33-Hexadec-1-ylmercapto)-2’-
desoxyuridin 70c wurden in NMR–spektroskopischen Untersuchungen eingesetzt, um die Beweglichkeit von 
Alkylketten in Lipidmembranen zu untersuchen (s. Abs. 2.9). In der Natur werden überwiegend zwei Anker 
verwendet, um Proteine oder Glykoside an Membranen zu binden. Von den Ankern ist gewöhnlich einer ver-
zweigt. Aus diesem Grunde wurde zum einen 2´-Farnesylmercapto-2’-desoxyuridin 70e und auch dessen gesät-
tigtes längeres Analogon 2´-Phytanylmercapto-2’-desoxyuridin 70i synthetisiert. Phytol wurde dabei mit Raney–
Nickel in Methanol quantitativ zum Phytanol reduziert (Förting, 2008), welches nach der Umsetzung mit 
NBS/PPh3 das gewünschte Produkt 79 in 91% Ausbeute liefert. Das eingesetzte Farnesylbromid ist kommerziell 
erhältlich. Cholesterol ist als wichtiger Bestandteil von Membranen für dessen Stabilität verantwortlich und 
beteiligt sich zusammen mit Proteinen auch an der Ein- und Ausschleusung von Signalstoffen. Aus dem Grunde 
wurde auch ein 2´-Cholesterylacetylmercapto-2’-desoxyuridin 70h dargestellt und erfolgreich in Membranver-
ankerungsversuchen eingesetzt (s. Abs. 2.9). Die Synthese des verwendeten Cholesterolderivates 78 erfolgte 
nach einer Vorschrift von Elenkov et al. (Elenkov et al., 1995). Für spätere spektroskopische Untersuchungen 
wurden als Fluoresenzmarker ein Pyrenderivat zu 70f und ein Dansylderivat zu 70g umgesetzt. Die Synthese von 
77 ging von Dansylchlorid aus, welches zuerst im Basischen mit 1,6-Hexandiol quantitativ umgesetzt und an-
schließend die Hydroxylgruppe nach der schon erwähnten Vorschrift in das entsprechende Bromid überführt 
wurde. Pyrenbuttersäure wurde mit LiAlH4 quantitativ reduziert (Nishihara et al., 2005) und anschließend in das 
Bromid 76 überführt. 
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Abbildung 57: Allgemeine Synthese von S2´-alkylierten Thiouridinen 
Tabelle 4: Alkylierung von 2´-Desoxy-2-thiouridinen 
































Die Alkylierungen liefen mit stark variierten Ausbeuten, wobei kein Trend zu erkennen ist. Von 2´-
Octadecylthiouridin 70b gelang es, eine Einkristallstruktur zu erhalten, anhand derer man sehr gut den Einfluss 
des amphiphilen Charakters auf das supramolekulare Verhalten solcher Nukleolipide erkennt. Über Van-der-
Waals-Wechselwirkungen zwischen den Alkylketten einerseits und Wasserstoffbrückenbindungen zwischen NH3 
und O4 und auch zwischen C5´OH und O4 anderseits kommt es zur Bildung von Schichtstrukturen. Wobei die 
Alkylketten in zwei aufeinanderfolgenden Schichten um 120° zueinander verdreht sind. 
 
Abbildung 58: Einkristallstruktur von 70b 
Ozaki et al. (Ozaki et al., 2000) beschrieben auch einen direkten Zugang zu 2´-S-alkylierte Nukleosiden, indem 
sie O2,O2´-Anhydrouridin im stark Basischen direkt mit 1-Hexanthiol umsetzten. Jedoch ist diese Reaktion nur 
mit kürzerkettigen Alkylketten möglich. Ebenfalls durch Ozaki et al. (Ozaki et al., 2001) wurden Oligonukleoti-
de, welche 2´-Methoxycarbonylmethylthio-2'-desoxyuridin enthalten, synthetisiert und nachträglich mit ver-
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schieden Aminen (Heptylamin, Ammoniak, Diaminobutan) in die entsprechenden Carbamate überführt. Durch 
die Verwendung von 2´S-tritylgeschützen 2´-Thio-2´-desoxyuridin in der Oligonukleotidsynthese konnten auch 
2-Alklythiooligonukleotide in einer Postmodifikation erhalten werden. Dabei wird die 2´S-Tritylgruppe im Oli-
gonukleotid mit Silbernitrat abgespalten und das entstanden Thiohydroxidion alkyliert. Zhu et al. (Zhu et al., 
2003) beschrieben die Synthese von „ladderoligomers“ (s. Abb. 59) in der Umsetzung von 2´-Thio-2-
desoxyuridin mit geschützten 3-(Brommethyl)pentan-1,5-diamin und auch dessen Carboxylanalogon. Nach der 
Einführung dieser S2´-alkylierten Nukleoside in die Oligonukleotidsynthese, wurden die freien Aminogruppen 
und Carboxylgruppen miteinander verknüpft. 
 
Abbildung 59: Verknüpfung von 2´-Thio-DNA-Monomeren zu „ladderoligomers“ (Zhu et al., 2003) 
Patel et al. (Patel et al., 1980; Patel et al., 1980) beobachteten bei ihrer Synthese des 2´-Thio-2´-desoxycytidin 
ausgehend von O2,O2´-Anhydro-1-β-arabinosylcytosin, dass es im basischen Medium am 2´-Thio-3´-
phosphatnukleosid 80 zu einer Wanderung des Phosphatrestes in die 2´-Position kommen kann und sich 2´-
Thiophosphatnukleoside bilden. Diese Reaktion würde im Oligonukleotid zum Strangbruch könnte (s. Abs. 2.8) 




































Abbildung 60: basische Überführung von 2´-Thio-3´-phosphatcytidin zum 2´-Thiophosphatcytidin 
Neben der Umsetzung von 2´-Thio-2´-desoyuridin mit Alkylbromiden zu den Thioethern ist auch die Bildung 
von Disulfiden denkbar. Es gibt mittlerweile mehrere Möglichkeiten (Witt, 2008) um unsymmetrische Disulfide 
darzustellen. Die klassischen Reaktionen sind der Thiolaustausch am Disulfid, die Umsetzungen von Sulfenylch-
loriden mit Thiolen oder von Benzylsulfenaten mit Alkylthiosilanen. Hierbei trägt meistens einer der Thiolpart-
ner eine gute Fluchtgruppe. Weitere Beispiele sind die Pyridyldisulfide (welches zum Pyridin-(2(1H)-thion redu-
ziert wird) oder die Benzyldisulfide. Auch Bis-(5,5-dimethyl-2-thiono-1,3,2-dioxa-phosphorinanyl)disulfide 
(83), welche aus dem Thiol und dem Phosphorthioylsulfenylhalogen dargestellt werden, reagieren unter milden 
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Bedingungen mit Thiolen zu unsymmetrischen Disulfiden (Antoniow und Witt, 2007). N-Trifluoracetyl-
arenesulfenamide (Bao und Shimizu, 2003) (84) oder benzotriazolierte Thiole (Hunter et al., 2006) (85) sind 
ebenfalls sehr effektive Vorstufen für die Synthese von arylischen und aliphatischen unsymmetrischen Disulfi-
den. 
 
Abbildung 61: Vorläufer für die Synthese unsymmetrischer Disulfide 
In einer Mitsunobu ähnlichen Reaktion (s. Abb. 62) unterstützen DIAD (Mukaiyam.T und Takahash.K, 1968; 
Wnuk et al., 2004) 86 oder das zyklische Analogon PTAD (Harusawa et al., 2004) 87 die Bildung solcher un-
symmetrischen Disulfide. Diese Variante wurde auch von uns favorisiert und in den folgenden Synthesen ver-
wendet. 
 
Abbildung 62: Mechanismus der Bildung des unsymmetrischen Disulfides am Beispiel des DIADs 
Die Synthese des Disulfides 90 erfolgte zuerst durch die Umsetzung des 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 mit DIAD 
86 und anschließend mit einem sehr großen Überschuss des Octadecylthioles in geringer Ausbeute. Durch Nut-
zung einer anderen Methode ließ sich das Disulfid 90 auch nach einer Vorschrift von Porcher et al. (Porcher et 
al., 2005) direkt aus dem Octadecylsulfenylchlorid (Seliger und Gortz, 1980) und dem S2´-(4-
methoxybenzylmercapto)-2’-deoxyuridin 89 in einem Gemisch aus CH2Cl2 : CH3COOH (1:1, v:v) in 37% Aus-
beute darstellen (s. Abb. 63). Eine Umsetzung mit PTAD und dem 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 in einem Gemisch 
aus CH2Cl2 : CH3CN (5:3, v:v) und der anschließenden Umsetzung mit dem 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 
ergab lediglich die symmetrischen Sulfide. Zu dem gleichen Ergebnis kam man auch, wenn man als Lösungsmit-
tel ein Gemisch aus CH2Cl2 : DMF (3:2, v:v) oder nur Acetonitril verwendet. Erst ein Wechsel des Lösungsmit-
tels zum Tetrahydrofuran brachte das gewünschte gemischte Disulfid 92 in guter Ausbeute. 
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Abbildung 63: Synthese der unsymmetrischen Disulfide: I)a) 1.0 eq. DIAD, THF, 16 h bei RT; b) 20 eq. 
C18H37SH, 72 h bei RT, 25% über 2 Stufen; II) 5.0 eq. Octadecylsulfenylchlorid, CH2Cl2:CH3COOH 1:1, 62 h 
bei RT, 37%; III)a) 1.0 eq. PTAD, THF, 14 h bei 40°C; b) 2.0 eq. Pyen-C11H22SH, 24 h bei RT, 75% 
Das als Edukt verwendete 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 wurde ausgehend von Pyren selbst hergestellt. Die 
Friedel–Crafts-Acylierung des 11-Bromundecansäurechlorid mit Pyren und AlCl3 verlief quantitativ (Visscher et 
al., 2006). Ebenso die anschließende Überführung der Carbonylgruppe über eine Tosylhydrazinzwischenstufe 
nach einer Vorschrift von Zelikin et al. (Zelikin et al., 1999). Leider konnte nach der Reduktion der Zwischenstu-




Abbildung 64: Versuche zur Synthese von 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan: I)a) 2.4 eq. SOCl2, über Nacht bei 
RT; b) 0.9 eq. Pyren, 1.1 eq. AlCl3, CH2Cl2, 0°C -> 45 °C, 4 h, Quant. II) 2.0 eq. TosNHNH2, DOWEX 50WX4 
(H+), Benzol, 14 h unter Rückfluss, Quant. III)a) 5.0 eq. NaCNBH3, CH3COOH, 2 h bei 80 °C; b) 4.0 eq. 
NH2C(S)NH2, EtOH 
Eine direkte Synthese des 11-Brom-1-(pyrenyl)undecans 97 gelang nach einer Vorschrift von Babu et al. (Babu 
et al., 2007) (s. Abb. 65). In der in der ersten Stufe der Eintopfreaktion InCl3 als Katalysator für die Friedel-
Crafts-Acylierung zwischen dem Pyren und der Carbonsäure diente und in der zweite Stufe als Hilfsreagens für 
die Reduktion des entstandenen Ketons mit Dimethylchlorsilan. Dabei bildete sich das Produkt in 30% Ausbeu-
te. Eine günstigere Variante ist die beschriebene Friedel-Crafts-Acylierung mit AlCl3 und einer anschließenden 
Reduktion des Ketons 94 mit Et3SiH in CF3COOH nach einer Veröffentlichung von Nakamura et al. (Nakamura 
und Hara, 2002). Das Pyrenyldodecylbromid 97 wurde im Nachhinein mit KSAc in das 11-Thioacetyl-1-
(pyrenyl)undecan überführt. Eine anschließende basische Verseifung lieferte das Produkt 91 in guter Ausbeute, 
jedoch als Gemisch des Disulfides und des Thioles im Verhältnis 4:6. 
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Abbildung 65: Synthese des 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91: I)a) 1.1eq. HSiMe2Cl, 0.3 eq. InCl3, 1,2-DCE, 8 
h bei 80°C b) 3.0 eq. HSiMe2Cl, 16 h bei RT, 30% II) Et3SiH, CF3COOH, CCl4, 10 d bei RT, 57%; III) 2.0 eq. 
KSAc, THF, 16 h unter Rückfluss, 92%; IV) 7.0 eq. NaOH, 1-BuOH, 3 ½ h unter Rückfluss, 64% 
Verschiedene Versuche (s. Tab. 5), das Disufild 99 reduktiv mit Dithiothreitol nach Cleland (Cleland, 1964) 
quantitativ in das Thiol zu überführen, schlugen fehl. Weitere Möglichkeiten, wie TCEP (tris(2-
carboxyethyl)phosphin) (Ruegg, 1977), Natriumborhydrid, Selenocystein (Selenol) (Singh und Kats, 1995) oder 
andere (Jocelyn, 1987) wurden nicht ausprobiert, da die Disulfidbildung zu 2´-((11-Pyrenyl) undecandisulfidyl)-
2´-desoxyuridin 92 auch bei dem Einsatz eines Überschusses des Gemisches aus dem Thiol 91 und dem Disulfid 
99 in guter Ausbeute gelang (s. Abb. 63), 
Tabelle 5: Versuche zur reduktiven Spaltung des Disulfides 99 mit DTT 
 Reaktionsbedingungen 
a DTT unter Argon in CH2Cl2 
b DTT unter Argon in CH2Cl2/ Et3N 
c DTT unter Argon in DMF 
 
Eine Erklärung für die leichte Bildung des pyrenhaltigen Disulfides liegt wahrscheinlich an der beobachteten 
Excimerenbildung des 11-Brom-1-(pyrenyl)undecans 97 (anhand der aufgenommenen Fluoreszenz-
Absorptionsmessungen (s.Abb. 66)). Denn es ist bekannt, das Pyren, aufgrund des aromatischen Ringsystems, 
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ein angeregtes Dimer bildet (excited dimer = excimer). Bei der Excimerenbildung befinden sich ein Pyrenmole-
kül im Grundzustand und das andere Molekül im angeregten Zustand. Dadurch kommt es zu einer Veränderung 
der Emissionswellenlänge von ungefähr 380 für das Monomer auf 470 nm. Aus diesem Grunde werden Pyrene 
oder ihre Derivate häufig es in der Biologie verwendet wird, um Abstände zwischen Biomolekülen zu bestim-
men oder um eine Zellfusion nachzuweisen. Bei letzterer kommt es bei einer Fusion zweier Zellen (Vesikel) zu 
einer Verringerung der Konzentration des Pyrenlipides in der Membran und durch die daraus resultierende feh-
lende Excimerenbildung zu einer Veränderung der Emissionswellenlänge. 
 
Abbildung 66: Aufgenommenes Fluoreszenzemissionsspektrum von 97 in Dichlormethan 
 
Abbildung 67: Excimerenbildung von Pyren in Ethanol. Spektrum ist auf 371.5 nm normalisiert 1) 2 mM Py-
ren mit Argon begast, um den Sauerstoff zu entfernen, 2) 2 mM Pyren unter Laborbedingungen, 3) 0.5 mM (Ar-
gonbegasung), 4) 2 μM (Argonbegasung) aus Invitrogen-Molecular Probes Handbuch 
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2.4. „Click-Reaktionen“ an 2´-Azido-2´-desoxyuridin 
Da sich in das O2,O2´-Anhydrouridin 41 bekanntermaßen leicht Azid einführen lässt (Kirschenheuter et al., 
1994), wurde ins Auge gefasst, verschiedene lipophile Reste in Form der Alkine unter Bildung von 1,2,3 – Tria-
zole mit dem Nukleosid zu verknüpfen. 
 
Abbildung 68: Darstellung des 2’-Azido-2’-desoxyuridins als die Azidkomponente 
Die Huisgen 1,3-Dipolare Cycloaddition (Huisgen, 1963; Huisgen, 1984) von organischen Aziden und Alkinen 
ist eine direkte Methode, um 1,2,3-Triazole herzustellen. Dabei fungiert die Azidkomponente als 1,3 Dipol und 
das Alkin als Dipolarophil. Aufgrund der hohen Aktivierungsenergie (ca. 24-26 kcal/mol) sind diese Cycloaddi-
tionen, sogar bei relativ hohen Temperaturen (80-120 °C), oft sehr langsam (12-24 h) und ergeben Regioisome-
























Abbildung 69: Regioisomerenbildung bei Azid-Alkin-Cycloaddition 
Die Entdeckung, dass Kupfer(I)-Salze terminale Alkine mit Aziden effektiv und regioselektiv vereinen, ermög-
licht eine Synthese von 1,4-disubstituierten 1,2,3-Triazolen unter milden Bedingungen. Sie wird deshalb der so 
genannten „Click-Chemie“ zugeordnet und findet gegenwärtig in einen kaum zu überschaubaren Maße Anwen-
dung in der organischen und bioorganischen Chemie (Gil et al., 2007; Kolb et al., 2001; Rostovtsev et al., 2002) 
als Sharpless – Meldal - Clickreaktion. 
Als Click-Reaktion bezeichnet man Reaktionen, welche modular und breit anwendbar sind, zu sehr hohen Aus-
beuten führen und nur nicht störende Nebenprodukte liefern, die mit nichtchromatografischen Methoden einfach 
abgetrennt werden können. Außerdem muss die Reaktion stereospezifisch sein, unter einfachen Bedingungen 
ablaufen und sollte idealerweise nicht gegen Sauerstoff und Wasser empfindlich sein, sowie nur leicht erhältliche 
Ausgangsverbindungen und Reagenzien benötigen. Weiterhin sollten nur Lösungsmittel verwendet werden, die 
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einen bequemen Einsatz erlauben, die leicht entfernbar sind und eine einfache Produktisolierung ermöglichen. 
Die Click-Reaktionen beziehen ihre Charakteristika aus starken thermodynamischen Triebkräften, die normaler-
weise Energiegewinne von mehr als 20 kcal/mol liefern. Sie verlaufen schnell und bis zum vollständigen Umsatz 
und haben die Tendenz, selektiv nur ein Produkt zu liefern. 
Cu(I)-Spezies können direkt in Form von Cu(I)-Salzen (CuI, CuOTf•C6H6, [Cu(NCH3)4][PF6]) oder aber als 
Präkatalysator in Form von Cu(II)Salzen in die Reaktion eingebracht werden. Sogar ein leicht korrodierter Kup-
ferdraht kann verwendet werden (Jawalekar et al., 2008). Diese Cu(I)-Salze benötigen, wenn katalytisch einge-
setzt, in den meisten Fällen ein Äquivalent einer stickstoffhaltigen Base (z.B. 2,6-Lutidin, Triethylamin, Dii-
sopropylethylamin, Pyridin oder TBTA (Chan et al., 2004)), welche die Oxidationsstufe +1 am Kupfer 
stabilisieren. 
 
Abbildung 70: TBTA (Tris[1-benzyl-1H-(1,2,3-triazol-4-yl)methyl]amin) 105 
Cu(II)-Salze hingegen sind meist billiger und reiner als Cu(I)-Salze. Sie werden in situ durch Ascorbinsäure oder 
Natriumascorbat zur Cu(I)-Spezies reduziert und ermöglichen ebenfalls eine große Bandbreite von 1,4-
Triazolprodukten in hohen Ausbeuten und Reinheit bei einer Katalysatormenge von 0.25-20 mol%. Als Beispiel 
sei hier CuSO4•5H2O genannt. Die in Abbildung 69 dargestellte Reaktion von Phenylpropargylether und Benzy-
lazid verläuft in Anwesenheit von 5 mol% Natriumascorbat und 1 mol% Kupfer(II)-sulfat in einer 2:1 Mischung 
aus Wasser und tert-Butanol quantitativ zum 1,4-Isomer in wenigen Minuten. Zum Vergleich, ergibt die thermi-
sche Reaktion (92 °C, 18 h) dieser beiden Substrate beide Regioisomere im Verhältnis 1.6:1 zu Gunsten des 1,4-
Isomers. 
Ein mechanistischer Vorschlag für den Katalysezyklus der Kupfer(I)-katalysierte Azid-Alkin-Cycloaddition 
(CuAAC) ist in Abbildung 71 gezeigt (Rostovtsev et al., 2002). Er beginnt wie erwartet mit der Bildung des 
Kupfer(I)-acetylens I im Schritt A. Aufwendige Dichtefunktionaltheorie-Berechnungen ergaben, dass die kon-
zertierte [3+2]-Cycloaddition (B-direkt) energetisch sehr ungünstig ist (12-15 kcal/mol) und deuten eher auf 
eine schrittweise Sequenz über II und III zu IV hin (B1-B2-B3). Hierbei wird das Azid durch die Koordination 
an dem Kupfer aktiviert (II, Schritt B1). Danach konvertiert II in einen ungewöhnlichen 6-gliedrigen Kupfer-
Metallzyklus III. Nach einer Ringkontraktion entsteht die Zwischenstufe IV, welche anschließend in das Pro-
dukt zerfällt und den Katalysator freigibt. Die Regioselektivität wird im Schritt B2 festgelegt und durch die Ko-







































Abbildung 71: vorgeschlagene Katalysezyklen für die CuAAC (Rostovtsev et al., 2002) 
Weitere Möglichkeiten zur Darstellung solcher 1,2,3-Triazole sind unter anderem die von Barluenga et al. 
(Barluenga et al., 2006) dargestellte palladiumkatalysierte Umsetzung von Alkenbromiden mit Aziden. Auch die 
Reaktion von Enolethern mit Aziden führte unter lösungsmittelfreier Synthese bei hohen Temperaturen zu den 
1,2,3-Triazolen (Roque et al., 2005). In einer Eintopfreaktion war es  möglich, Amine mit Alkinen in der CuAAC 
zu den entsprechenden 1,2,3–Triazole umzusetzen (Barral et al., 2007). Dabei wurde das Amin mit tert-
Butylnitrit und Azidotrimethylsilan in das Azid, welches ohne weitere Aufarbeitung mit dem Alkin reagieren 
kann. Es ist auch möglich, andere Regioisomere selektiv zu synthetisieren. Beispielsweise bildet sich das 1,5-
disubstituierte 1,2,3-Triazol mit Alkyl-Magnesium-Grignard-Verbindung (Liu et al., 2005) oder mittels eines 
Ru(II)-Katalysators (Zhang et al., 2005). Ein weiterer Vorteil der Rutheniumkatalyse ist es, dass sowohl termina-
le als auch interne Alkine reagieren. Weiterhin können, je nach Wahl bestimmter Ru-Komplexe, beide Regioiso-
mere (1,4- bzw. 1,5-Isomer) selektiv hergestellt werden. Im Gegensatz hierzu reagieren bei der CuAAC nur die 
terminalen Alkine. 
Aufgrund der leichten Durchführbarkeit, der hohen Stereoselektivität und auch der guten Ausbeuten der CuAAC 
wird diese Reaktion auch vermehrt in der bioorganischen Chemie verwendet. So nutzten Nakane et al. (Nakane 
et al., 2008) die Cycloaddition, um ein Hairpin-Oligonukleotid oder ein Oligonukleotid-Duplex in ein Dumpbell-
Oligonukleotid zu überführen (s. Abb. 72). Dabei bauten sie jeweils ein N3-(Propargyl)thymidin und ein N3-
(Azidoethyl)thymidin in die Oligonukleotide während der Festphasensynthese ein und ließen anschließend, mit 
Hilfe von Kupfer(II)sulfat, TBTA und Natriumascorbat, das fertige Oligonukleotid eine 1,3-dipolare Cycloaddi-
tion eingehen. Diese Oligonukleotide zeigen eine hohe thermische Stabilität und eine exzellente Stabilität gegen-
über Nukleasen. Außerdem können sie als Decoy („Köder“)-ODN eingesetzt werden, d.h. sie fangen in der Zelle 
spezifische Transkriptionsfaktoren ab und binden diese, so dass sie nicht mehr für die Transkription zu Verfü-
gung stehen (Bielinska et al., 1990; Li et al., 2007). 
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Abbildung 72: Darstellung von „Triazol-cross-linked-ODN“ nach Nakane et al.(Nakane et al., 2008) 
Mittels der Click-Reaktion konnten Jatsch et al. (Jatsch et al., 2008) die positiven Eigenschaften von Polythi-
ophenen (exzellente organische Semikonduktoren) und von Nukleosiden (molekulare Erkennung durch Watson–
Crick-Basenpaarung) vereinen. 
 
Abbildung 73: AFM–Bilder der 1:1 Mischung des Adenosinquarterthiophen und des Thymidinquarterthi-
ophen 
Gramlich et al. (Gramlich et al., 2008; Gramlich et al., 2008) nutzen die Reaktion, um ein Galactoseazid mit 
einem Oligonukleotid zu verknüpfen. Dabei synthetisierten sie das ODN mittels der PCR-Technologie, in dem 
sie drei natürliche Nukleotide und ein Nukleotid mit einer terminalen Alkingruppe an der Base (5-Position bei 
den Pyrimidinen und 7-Position an den Purinen) umsetzten. 
2-63 
 
Abbildung 74: Synthese von galactose-modifizierten Oligonukleotiden durch die Click-Reaktion 
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurde nun erstmals versucht, das 2´-Azido-2´-desoxyuridin 100 mit ver-
schiedenen lipophilen Alkinen zu den entsprechenden 2´-Triazolyl-2´-desoxyuridin 106 umzusetzen (s. Abb. 75). 
Dazu wurden verschiedene Synthesewege im Rahmen einer studentischen Forschungsarbeit(LIT) untersucht (s. 
Tab. 6). Zum einen war es die Umsetzung mit einen Kupferdraht nach einer Vorschrift von Jawalekar et al. 
(Jawalekar et al., 2008). Diese führte weder für das Dodecins, noch das eingesetzte Propargylcholesterol zu ei-
nem Produkt. Die Umsetzung des Dodecin, wie auch des Propargylcholesterol mit 100 lieferte jedoch unter CuI 
katalysierten Reaktionsbedingungen das Produkt 106a und 106c, wenn auch in schlechten Ausbeuten. Hierbei 
zeichnete sich ein Trend ab. Im Falle des Dodecin verwendeten wir 40 mol% CuI, im Fall des Propargylcholeste-
rols nur 12.5 mol% CuI, was sich auch in der schlechteren Ausbeute (58% vs. 23%) widerspiegelte. Die Verwen-
dung von 5 eq. CuI (Hanelt und Liebscher, 2008) brachte im Falle des Propargylcholesterol eine Ausbeute von 
69%. Eine in der Literatur häufig verwendete Katalysemethode beruht auf der in situ Generierung von Cu(I) aus 
Kupfer(II)sulfat und Ascorbinsäure. Diese führte im Falle des Dodecylderivates 106c bzw. des Cholesterolderi-


























Abbildung 75: Darstellung der synthetisierten N2’-(4-(n-alkyl)-1H-1,2,3-triazol-1-yl)-2’-desoxyuridine 
Tabelle 6: Synthesewege zur Darstellung der N2’-(4-(n-alkyl)-1H-1,2,3-triazol-1-yl)-2’-desoxyuridine 












40 mol% CuI, 
AcCN/H2O, 





40 mol% Natriumascorbat, 
20 mol% CuSO4•5H2O, Me-













12.5 mol% CuI, 
AcCN/H2O, 





5 equiv. CuI, AcCN/H2O, 





40 mol% Natriumascorbat, 
20 mol% CuSO4•5H2O, Me-





40 mol% CuI, 
AcCN/H2O, 




2.5. Reaktionen an 2´-Amino-2´-desoxyuridin 
Eine weitere Möglichkeit, lipophile Reste in die 2´-Position von Nukleosiden einzuführen, sahen wir in der Syn-
these von 2´-Acylamidouridinen durch Umsetzung von 2´-Amino-2´-desoxyuridin und einem Carbonsäurederi-
vat. Die Synthese des 2´-Amino-2´-desoxyuridin erfolgte über eine intramolekulare Cyclisierung von Trichlora-
cetimidat nach einer Vorschrift von McGee et al. (McGee et al., 1996). Anschließend wurde die 3´-Position für 
eine folgende 2´-Amidierung mit TBDMSCl quantitativ geschützt. Jedoch führte weder die Umsetzung von 113 
mit Palmitinsäure und DCC/HOBT, noch mit Palmitinsäure und EDC/DMAP zum Produkt 115. Die Umsetzung 
von 113 mit Ölsäurechlorid in CH2Cl2 mit der Base Triethylamin, erbrachte schließlich das Produkt 114 in 41% 
Ausbeute. Diese Methode wurde in unserem Arbeitskreis weiterentwickelt, so dass sich herausstellte, dass die 
Verwendung von NaOAc bessere Ausbeuten ergab(Kaczmarek et al., 2008). Einen sehr guten Übersichtsartikel 
über die Synthese und auch deren Eigenschaften von Acylamidonukleosiden gaben Richert und Grimfeldt 
(Richert und Grilmefeld, 2007). 
 
Abbildung 76: Synthese von 2´-Amidouridinen: I) DMTrCl, DMAP, Pyridin, über Nacht bei RT, 90%; II)a) 
Cl3CCN, NaH, 18 h bei 90°C, 68%; b) 6 N NaOH, EtOH, 16 h unter Rückfluss, 57%; III) 2.0 eq. TBDMSCl, 8.3 
eq. DBU, CH2Cl2, 16h bei RT, Quant. IV) n-C15H31COOCl, DCC, HOBT, DMF, 16 h bei RT; V) n-
C15H31COOH, EDC, DMAP, CH2Cl2, 16 h bei RT; VI) n-C17H33COOH, Et3N, CH2Cl2, 4 h bei RT, 41% 
Als eine Alternative zur Einführung von lipophilen Resten in die Aminogruppe von 2´-Amino-2´-desoxyuridin 
verfolgten wir die reduktive Aminierung. Wengel et al. (Christensen et al., 2003; Rosenbohm et al., 2003) führ-
ten über eine reduktive Aminierung 1-Pyrencarboxaldehyd in das 2´-Amino-2´-desoxyuridin 112 ein, um eine 
zusätzliche Stabilität der Duplexbildung mittels der Excimerenbildung des Pyrens zu erzielen. Bugaut et al. 
(Bugaut et al., 2004) nutzen die 2´-Aminogruppe für eine Postmodifikation des Oligonukleotides durch kombi-
natorischen Einsatz verschiedener Aldehyde in einer reduktiven Aminierung. In Analogie zu einer Vorschrift von 
Wengel et al. gelang es 116 in 90% Ausbeute darzustellen (s. Abb. 77). Der zwei Octadecylreste tragende Glyce-
rinaldehyd 118 lieferte dagegen nur in 12% Ausbeute das gewünschte Produkt 119. Die geringere Ausbeute von 
119 gründet sich wahrscheinlich auf das verwendete heterogene Lösungsmittelgemisch. 
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Abbildung 77: Synthese von 2´- Aminouridinen: I) Dess-Martin-Reagenz, CH2Cl2, 4 ½ h, 0°C ->RT, Quant. 
II) 0.3 eq. NaCNBH3, MeOH: CycH (2:1, v:v), über Nacht 0°C ->RT, 12%;  III) Nonanal, 0.3 eq. NaCNBH3, 
MeOH, über Nacht 0°C ->RT, 90% 
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2.6. Kreuzkupplungen an 2´-Iod-2´-desoxyuridin 
2´-C-α-Hydroxyalkylsubstituierte Nukleoside werden seit einiger Zeit in den verschiedensten Bereichen der 
Biomedizin (Antisense- oder siRNA–Technologie) eingesetzt, denn sie bilden stabilere Doppelstränge als unmo-
difizierte DNA und sind gegenüber der Nukleasedegradation (Ora et al., 2005) resistent. Die Synthese solcher 2´-
C-α-Hydroxyethylnukleoside (z.B. Uridin) erfolgt meist über eine radikalische Reaktion. Zuerst wird 3´-5´-
geschütztes Uridin in den 2´-Phenylthiocarbonsäureester überführt und dieser mit Hilfe von AIBN und Allyltri-
butylzinn in das 2´-C-α-Allyl-2´-desoxyuridin. Anschließend erfolgt die Umwandlung in die α-
Hydroxyethylgruppe (Demesmaeker et al., 1993; Demesmaeker et al., 1993). Sukeda et al. (Sukeda et al., 2000) 
nutzten unter anderem das 2´-Iod-2´-desoxyuridin, welches sich durch säurekatalysierte nukleophile Substitution 
aus dem O2,O2´-Anhydrouridin 41 mit NaI sehr leicht in guter Ausbeute synthetisieren lässt, zur Darstellung 
von 2´-C-Vinyl-2´-desoxy- und 2´-C-hydroxyethyl-2´-desoxyuridin durch radikalische 3´-2´-Wanderung an 3´-
Vinyluridin. Dabei konnten sie über die Konzentration des Tributylzinnhydrids steuern, welche 2´-
Hydroxyethylisomere des Uridins dargestellt werden sollten. 2-Hydroxethyl entsteht über eine 6-endo-trig-
Cyclisierung bei hoher Bu3SnH-Konzentration, während sich das 1-Hydroxyethyl über eine 5-exo-trig-
Cyclisierung bei geringer Bu3SnH-Konzentration bildet. 
 
Abbildung 78: Postulierter Radikalmechanismus der Synthese von 2´-C-Vinyl-2´-desoxy- und 2´-C-
hydroxyethyl-2´-desoxyuridin nach Sukeda et al.(Sukeda et al., 2000) 
Eine weitere Möglichkeit zur Darstellung von 2´-C-α-Alk(in)yl-2´-desoxynukleoside stellten Yoshimura et al. 
(Yoshimura et al., 1991) vor, indem sie die 2´-Hydroxylgruppe zum 2´-Ketonukleosid oxidierten und an dieses 
verschiedene Lithiumalkine in sehr guten Ausbeuten addierten. 
Das 2´-Iod-2´-desoxyuridin sollte sich auch für C-C-Kupplungen in der 2´-Position eignen. Ausgehend von syn-
thetischen Arbeiten und theoretischen Betrachtungen meiner Diplomarbeit, wollte ich diese Möglichkeit einer 
Kreuzkupplung zur Darstellung solcher 2´-C-α-alk(in)ylnukleoside untersuchen. Da eine allgemein anwendbare 
metallkatalysierte Kreuzkupplung von nicht aktivierten Alkylhalogeniden mit Nukleophilen noch nicht entwi-
ckelt worden ist, wurden verschiedene bekannte Kreuzkupplungsreaktionen ausprobiert. Die Ursachen für diese 
Schwierigkeiten einer sp3-sp3-Verknüpfung werden deutlich, wenn man den Mechanismus solcher metallkataly-
sierten Kreuzkupplungen betrachtet (s. Abb. 79). 
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Abbildung 79: Allgemeiner Mechanismus der metallkatalysierten Kreuzkupplung 
Der erste Schritt jeder Kreuzkupplungsreaktion beginnt mit der oxidativen Addition des Elektrophils (R-X) an 
einen koordinativ ungesättigten, niedervalenten Metallkomplex (z.B. Pd(0)). Im Unterschied zu Allyl-, Benzyl-, 
Alkenyl- und Arylbromiden und -iodiden reagieren Alkylhalogenide (sogar CH3I) mit Pd(0)-Komplexen langsam 
(Ishiyama et al., 1991). Der zweite Schritt ist die Transmetallierung durch das Nukleophil. Wenn sich der Alkyl–
Pd(II)-Komplex jedoch einmal gebildet hat, kann die Möglichkeit der Zersetzung durch eine schnelle β-
Eliminierung von Wasserstoff bestehen, die mit der gewöhnlich langsameren Transmetallierung in Konkurrenz 
tritt. Die Bedingungen dafür, dass die β-Eliminierung stattfinden kann, sind unter anderem die Anwesenheit 
einer freien Koordinationsstelle und die Möglichkeit, dass die Metall-Kohlenstoff-Kohlenstoff-Wasserstoff-
Atome koplanar angeordnet sind. Durch die Wahl von m-Trifluormethylstyrol, als Ligand für palladiumkataly-
sierte Reaktionen kann man die reduktive Eliminierung und Transmetallierung beschleunigen, sodass es zu kei-
ner β-Eliminierung kommt. Auch die Zugabe eines Diens oder einer komplexierenden Base, bei nickelkatalysier-
ten Kreuzkupplungen beschleunigt die Reaktion, durch Bildung eines Diallyl-NiII-Komplexes (Terao et al., 
2002) oder durch die Komplexierung des Nickels. Die β-Eliminierung lässt sich bei der Suzukireaktion durch 
Verwendung des Ligandes PCy3, welcher ein guter Donor ist und der Base K3PO4 vermindern. Jedoch gilt dies 
nur für Alkylbromide (Netherton et al., 2001). Für Alkyltosylate, -iodide oder –chloride wurden andere Systeme 
vorgeschlagen (Fu et al., 2002; Kirchhoff et al., 2002; Netherton und Fu, 2002). Der Grund liegt vermutlich in 
den unterschiedlichen elektronischen und auch sterischen Eigenschaften der Halogenalkane und der Liganden, 
um einen koordinativ gesättigten PdII-Komplex, welcher für eine schnelle Transmetallierung und keine β-
Eliminierung entscheidend ist, zu bilden. Der letzte Schritt der Kreuzkupplung ist die reduktive Eliminierung 
zum Produkt, wobei der Katalysator zurückgewonnen wird und einen neuen Zyklus eingehen kann. Jedoch ver-
läuft diese reduktive Eliminierung bei s-Alkyl-π-Allyl-PdII-und Di-π-allyl–PdII-Komplexen langsam 
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(Goliaszewski und Schwartz, 1984). Dieser Vorgang lässt sich in vielen Fällen durch Zugabe von Verbindungen 
beschleunigen, die in der Lage sind, den niedervalenten Zustand des Metalls zu stabilisieren; dies sind typi-
scherweise Liganden mit π - Akzeptor -Eigenschaften. Somit könnte die Auswahl eines Additivs mit geeigneten 
koordinativen Eigenschaften diesen Schritt erleichtern. Trotz dieser Probleme wurde in jüngster Zeit von einigen 
Alkyl-Alkyl-Kupplungsreaktionen berichtet. 
2´-Iod-2´-desoxyuridin ist bisher in keiner Kreuzkupplungsreaktion beschrieben worden. Erste Versuche zur C-
C-Knüpfung von 120 mittels metallkatalysierten Reaktionen schlugen jedoch fehl. Die eisenkatalysierte Kreuz-
kupplung mit einer Grignardverbindung nach einer Vorschrift von Nakamura et al. (Nakamura et al., 2004) führ-
te zu keinem isolierbaren Produkt. Auch die Verwendung von Nickel als Katalysator lieferte ein komplexeres 
Stoffgemisch (Terao et al., 2002). Knochel konnte zeigen, das Alkyiodide schneller mit Ni-Komplexen reagieren, 
als mit Palladiumkomplexen. Wahrscheinlich erfolgt dies über einen Radikalmechanismus. Die Kumadakreuz-
kupplung des 2´-Iod-2´-desoxyuridin mit dem Allylmagnesiumbromid wurde bei 0° in Analogie zu einer Vor-
schrift von Aebischer et al. (Aebischer et al., 2006) durchgeführt, brachte es aber zu keinem Produkt. Eine Suzu-
kikupplung mit Phenylboronsäure (Charette und Giroux, 1996) lieferte nach HI-Abspaltung wahrscheinlich ein 
β-Eliminierungsprodukt des Uridins (Nachweis in der HPLC/MS). 
 
Abbildung 80: Kreuzkupplungen an 2´-Iod-2´-desoxyuridin: I) 5 mol% FeCl3, TMEDA, 3-MeOC6H4MgBr in 
THF (0.25 M), THF, -78°C -> 0°C, 1 h; II) 5 mol% NiCl2, TMEDA, AllylMgBr in THF (0.25 M), THF, -78°C -> 
0°C, 1 h; III) 20 mol% PdCl2, 20 mol% (dppf)2, AllylMgBr in THF (0.25 M), THF, -78°C -> 0°C, 1 h; IV) 
PhB(OH)2, PPh3, K2CO3, TBAB, Pd(OAc)2, DMF, 48 h bei 70°C 
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2.7. Sonogashirareaktion an 5-Iod-2´-desoxyuridin 
Untersuchungen zum Ankerungsverhalten in Lipidmembranen zeigten, dass die Position (2´-oder Nukleobase) 
des Lipidankers im Oligonukleotid keine Rolle spielen (s. Abs. 2.9.2). Aus diesem Grunde wurde für weitere 
Experimente auch einige Nukleoside über die bekannte Sonogashirareaktion an 5-Iod-2´-desoxyuridin mit einen 
lipophilen Anker versehen (Agrofoglio et al., 2003; Flasche, 2005; Flasche et al., 2004). Die Sonogashira-
kupplung ist eine palladiumkatalysierte Kreuzkupplung zwischen sp und sp2–hybridisierten Kohlenstoffatomen 
in Gegenwart von Cu(I). Im Grunde verläuft der Mechanismus ähnlich wie in Abbildung 79 dargestellt. Jedoch 
entsteht hier das Metallorganyl (Kupferalkin) in situ durch H-Metallaustausch. Als Besonderheit bei der Sono-
gashirareaktion von 5–Halouridinen ist die Bildung von Furanopyrimidinen zu erwähnen. Diese tritt verstärkt bei 
Verwendung größerer molarer Mengen an CuI oder zu hohen Temperaturen auf. Noch ist unklar, nach welchem 
Mechanismus diese Cyclisierung der Alkine verläuft. Yu et al. (Yu et al., 2000) vermuten einen baseninitiierten 
Mechanismus zur Bildung dieser Furanopyrimidone, wohingegen Robins et al. (Robins und Barr, 1983) eine 
metallkatalysierte Cyclisierung annehmen. Ein weiteres Problem solcher Sonogashirareaktionen ist die auftre-
tende Glaserkupplung der Alkine, insbesondere, wenn die oxidative Addition der Arylhalogenide zu langsam ist. 
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Abbildung 81: Reaktionsmechanismus der Sonogashirareaktion 
Die Sonogashirareaktion verläuft in Anwesenheit von Aminen, wie Et3N, i-Pr2EtN oder Piperidin und CuI als 
Cokatalysator (5-20%). Dieser wird beigegeben, um die Alkine unter Bildung von Kupferacetyliden zu aktivie-
ren (s. Abb. 82 Kreis B & B´). Bei der Verwendung von Pd(II)–Katalysatoren kommt es in diesem Schritt (ii & 
iii) zu einer Reduktion des Katalysators zu Pd(0). Die Pd(0)L2–Spezies reagiert anschließend in einer oxidativen 
Addition (i) mit der sp2–Halogenverbindung zur Pd(II)–Verbindung. Das aus dem Kreis B generierte Kupferace-
tylid reagiert nun in einer Transmetallierung (ii) zu einem Palladiumkomplex. Nach der reduktiven Eliminierung 
(iii) erhält man zum einen das gekuppelte Alkin und zum anderen den Katalysator zurück. 
Für die Sonogashirareaktion an Nukleosiden oder Nukleobasen wurden optimale Reaktionsbedingungen unter 
der Verwendung von Pd(PPh3)4 als Katalysator (0.1 eq.), CuI als Cokatalysator (0.2 eq.), Et3N als Base (1.5–2.0 
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eq.) und DMF als Lösungsmittel gefunden (Flasche et al., 2004). Unter diesen Bedingungen wurden zwei neue 
Nukleolipide für spätere biophysikalische Untersuchungen dargestellt. Zum einen wurde das 5´-Iod-2´-
desoxyuridin 124 mit Propargyltocopherol 126 in 53% Ausbeute zu dem Produkt 127 und zum anderen mit dem 
Cholesterolpropargylether 109 in 61% Ausbeute zu dem Produkt 129 umgesetzt. Beide Propargylether wurden 
aus den jeweiligen Alkoholen durch die Reaktion mit Propargylbromid in einem Gemisch aus THF und 50% 
KOH unter Phasentransferkatalyse bei 0°C gewonnen. Als Phasentransferkatalysator diente dabei TBAB. 
 
Abbildung 82: Synthese der 5-Alkinyl-2´-desoxyuridine: I) Propargylbromid (80 wt% in Toluol), TBAB, 
THF, 50% KOH, 0°C ->RT, 16 h, 20%; II) Propargylbromid (80 wt% in Toluol), TBAB, THF, 50% KOH, 0°C -
>RT, 16 h, 85%; III) 5 mol% Pd(PPh3)4, 10 mol% CuI, 2.0 eq. Et3N, DMF, 16 h bei RT, 53%; IV) 5 mol% 
Pd(PPh3)4, 10 mol% CuI, 2.0 eq. Et3N, DMF, 16 h bei RT, 61% 
2-73 
2.8. Synthese der Oligonukleotide 
Das Phosphoramiditverfahren, welches von Caruthers eingeführt wurde, ist heutzutage die Methode der Wahl für 
die Kupplung von monomeren Nukleotiden an der Festphase. Es werden hierbei monomere Nukleotidbausteine 
als 3´-Phosphoramidite sukzessiv an einer Festphase miteinander verknüpft. Die Phosphoramidite erlauben, 
aufgrund ihrer hohen Reaktivität, quantitative Umsätze in sehr kurzer Zeit. Der Aufbau der Sequenz erfolgt vom 
3´- zum 5´-Ende, wobei bei Standardsynthesen ein „leadernucleosid“ über ein 3´-Succinat mit einer geeigneten 
Festphase (z.B. CPG) verknüpft ist. Die als 3´-Phosphoramidit eingebrachten Nukleoside tragen an der 5´-
Hydroxylgruppe eine säurelabile Schutzgruppe und an den exocyclischen Aminofunktionen der Basen basenlabi-
le Schutzgruppen. Der Aufbau eines Oligonukleotides nach dem Phosphoramiditverfahren basiert auf einem sich 
für jeden monomeren Baustein wiederholenden Prozess (s. Abb. 83). Dieser Synthesezyklus besteht aus vier 
grundsätzlichen Schritten: 
1. Coupling: Das Phosphoramidit wird durch die Zugabe einer schwachen Säure, wie 4,5-Dicyanoimidazol 
(DCI) oder 1-H-Tetrazol, aktiviert und an die 5´-Hydroxygruppe des immobilisierten Nukleosides gekoppelt. 
2. Capping: Die nicht umgesetzten OH-Gruppen werden mit Essigsäureanhydrid acetyliert und somit für weitere 
Umsetzungen blockiert. Hierdurch lassen sich unerwünschte Nebenprodukte reduzieren  
3. Oxidation: Die Oxidation erfolgt mit wässriger Jodlösung und führt zum Phosphorsäuretriester. 
4. Detritylation: Die säurelabile Tritylschutzgruppe (MMT, DMT) wird mit einer Dichloressigsäurelösung ent-
fernt. 
Nach vollendeter Sequenz werden das Oligonukleotid und die Schutzgruppen der Nukleobasen durch Behand-
















































































Abbildung 83: Synthesezyklus beim Phosphoramiditverfahren 
Somit mussten auch die eingesetzten Nukleolipide in ein 5´-DMTr-geschützten-3´-phosphoramidit überführt 
werden. 
Die Einführung der Dimethoxytritylschutzgruppe erfolgte nach dem Standardverfahren, durch Umsetzung des 
amphiphilen Nukleosides unter Argon in Pyridin und 1.1 eq. DMTrCl. Da in allen Fällen nach einer Stunde mit-
tels DC kein vollständiger Umsatz festgestellt worden ist, wurden der Reaktionsmischung weitere 1.1 eq. 






















R = lipophiler Rest oder H
I
130  
Abbildung 84: Allgemeine Synthese von 130: I) 2.2 eq. DMTrCl, DMAP, Pyridin, 1 ½ h – 48 h bei RT 
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Die erhaltenden 5´-DMTr-geschützten Nukleolipide wurden anschließend in die entsprechenden Phosphoramidi-
te überführt. Dabei wurde das 2-Cyanoethyl-N,N,N′,N′-tetraisopropylphosphordiamidit (CyTIPP) als Phosphory-
lierungsreagens im leichten Überschuss eingesetzt (Bannwarth, 1988; Bannwarth und Trzeciak, 1987). Als Base 
kam zum einen eine 0.45 M Tetrazollösung (in Acetonitril) zum Einsatz. Da diese trotz sorgfältigem Umgang 
sehr schnell Wasser zieht, wurde später zum 4,5–Dicyanoimidazol als Base übergegangen. Nach 2-3 h wurde das 
Produkt nach säulenchromatographischer Aufarbeitung in den meisten Fällen in guten Ausbeuten erhalten. 
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Abbildung 85: Allgemeine Synthese von 131: I) 1.1 eq. CyTIPP, 1.1 eq. 0.45 M Tetrazollösung oder 1.1. eq. 
4,5-Dicyanoimidazol, CH2Cl2, 2 h – 3 h bei RT 
Nr. 
131 
Nukleoside Reaktionsbedingungen Ausbeute 
a 
 
1.1 eq. CyTIPP, 1.1.eq. 
0.45 M Tetrazollösung 
(in Acetonitril), 
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1.1 eq. CyTIPP, 1.1.eq. 
4,5-Dicyanoimidazol, 
CH2Cl2, 3 h bei RT 
25 % 
 
Es wurden eine Reihe von neuen lipophil modifizierten Oligonukleotide erfolgreich bei der Firma BioTeZ Berlin 















































AGC -3'(24mer), D53 
 
c) 5´-TLC-CCC-CLT-TGC-TGA-AGC-GAC-












TCC-GTT-TTT-TTT-TTT-TTT-TTT-3´ (42mer ), 
failed 
 
Es zeigte sich deutlich, das Monomere, welche eine Disulfidgruppe in 2´-Position enthalten, nicht für die Oligo-
nukleotidsynthese geeignet sind Warum dies ist so ist, konnte nicht eindeutig geklärt werden, da Disulfide auch 
kommerziell in der Oligonukleotidsynthese eingesetzt werden, um Thiolanker an der 3´. oder 5´-Position zu 
schützen. Eine mögliche Erklärung wäre eine Spaltung des Disulfides durch einen nukleophilen Angriff des 
Ammonium-Iones (Abspaltung des Oligonukleotides vom Harz mit wässrigem Ammoniak bei 55°C). Das daraus 
generierte Sulfid kann nun intramolekular das Phosphat unter Strangbruch angreifen, wie es von Thiophosphaten 
bekannt ist. Auch ein Angriff des Phosphates auf das Disulfid unter Spaltung jenes wäre denkbar. 
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Mehrere ältere Arbeiten (Dantzman und Kiessling, 1996; Hamm und Piccirilli, 1997; Johnson et al., 1995; Patel 
et al., 1980; Reese et al., 1994) untersuchten die Labilität der glykosidischen Bindung von 2´-Thio-2–
desoxynukleosiden und stellten unter anderem fest, dass 2'-Thiouridylyl-(3'->5')-uridin unter sauren, neutralen 
und basischen Bedingungen bei Anwesenheit von Sauerstoff dimerisieren kann, was eigentlich nicht verwunder-
lich ist. Beachtenswert ist nur, dass sie anschließend unter basischen Bedingungen (pH 9 bei Raumtemperatur) 
leicht fragmentieren, zum Uracil oder Uridin 2'-thiophosphat (s. Abb. 86). In Tabelle 10 sind die HPLC-
Flächenprozente der jeweiligen detektierten Substanzen zu erkennen. Dabei wurde das Nukleotid 20 h bei dem 
jeweiligen pH–Wert gerührt und anschließend untersucht. Die Experimente wurden in Abwesenheit von 2-
Mercaptoethanol und auch in Anwesenheit jenem (Werte in den Klammern) durchgeführt. Diese basischen Be-
dingungen sind beim Abspalten des Oligonukleotides vom Harz gegeben, was vielleicht erklärt, warum trotz 
erfolgreicher Kupplung, kein Produkt isoliert werden konnte. 
 
 pH- Wert % Substrat (Nukleotid) %Dimer %Aglycon 
1 8.0 13.7 (17.5) 39.0 (1.1) 34.3 (67.0) 
2 9.0 8.9 (13.5) 31.6 (0.5) 42.2 (65.9) 
 
 
Abbildung 86: Mögliche Mechanismen zur beobachteten Spaltung von 2´-Thio-2–desoxynukleotiden im Ba-
sischen (Johnson et al., 1995) 
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2.9. NMR-Spektroskopische Untersuchungen 
2.9.1. Untersuchungen an Nukleosiden 
Die Festkörper-NMR-Spektroskopie erwies sich in den letzten Jahren als sehr nützliches Werkzeug, um das 
Bindungsverhalten und die Struktur von Biomolekülen, wie z.B. Proteinen oder Nukleinsäuren zu untersuchen 
(Baglioni et al., 1997; Bonaccio et al., 1997; Cruciani et al., 2004; Reuther et al., 2006; Reuther et al., 2006; 
Scheidt et al., 2004; Zandomeneghi et al., 2001). 
Die NMR-spektroskopischen Untersuchungen und auch die DSC–Messungen der dargestellten Nukleolipide und 
Oligonukleotide, welche in die Membran inkorporiert sind, wurden von Dr. Andreas Bunge und PD Dr. habil. 
Daniel Huster von der Universität Leipzig (vorher Martin Luther Universität Halle-Wittenberg) gemessen 
(Bunge, 2008). Die Ergebnisse werden im Folgenden gezeigt. 
Die Phospholipidmembran besitzt eine bewegliche Mosaikstruktur, aufgebaut aus Lipidmolekülen, und kann 
eine große Anzahl verschiedener Moleküle akkumulieren oder binden. Dies kann jedoch zu einer geringfügigen 
Störung der Membran in der Kopfgruppe führen. Diese strukturellen und dynamisch charakteristischen Verände-
rungen in der Phospholipidmembran wurden mittels der 31P- und 2H–NMR-Spektroskopie untersucht (Seelig, 
1978; Seelig und Seelig, 1980; Seelig und Waespesarcevic, 1978). 
 
Abbildung 87: 31P-NMR Spektren der verschiedenen Phospholipidphasen 
2-83 
Als Modellmembrane wurden POPC-MLVs verwendet (s. Abb. 88), welche mit jeweils 25% des jeweiligen 
Nukleolipides inkubiert worden sind. Die Messungen erfolgten bei 30°C und einem Wassergehalt zwischen den 
Membranen von 40 wt%. 
 
Abbildung 88: Struktur von POPC aus Wikipedia.org 
Es zeigte sich anhand der Aufnahme von axialsymmetrischen 31P-Pulverspektren, dass es durch die Inkorporie-
rung der Nukleolipide in der Membran zu keiner Störung der Kopfgruppe kommt und die POPC–Membran im 
lamellaren flüssig-kristallinen Zustand verbleibt. Eine Quantifizierung der Ergebnisse ließ sich aus der Breite des 
Peaks im 31P–Spektrum und der daraus erhaltenden Anisotropie der chemischen Verschiebung bestimmen (s. 
Tab. 11). 
 
Abbildung 89: 31P–NMR–Spektren von POPC Membranen in Anwesenheit von 25 mol% 4/5 (A), 14 (B), 
70b (D), 22 (E) und reinen POPC (F) als Referenz 
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Um diese Inkorporierung der lipophilen Nukleoside hinsichtlich der Packungseigenschaften der Membran zu 
untersuchen, wurden aus den erhaltenden 2H–NMR-Spektren Kettenordnungsparameterprofile als Funktion der 
Kohlenstoffposition des POPC–d31 extrahiert (s. Abb. 90, 91). Die Nummerierung der Palmitoylkette des POPC-
d31 beginnt am Carbonyl-C-atom (C1). Aus diesen geglätteten 2H-NMR-Ordnungsparameterprofile und den 31P–
NMR–Spektren konnten die in Tabelle 11 aufgeführten Daten mittels mathematischer Berechnungen ermittelt 
werden. 
 
Abbildung 90: Geglättete 2H-NMR-Ordnungsparameterprofile der Proben POPC-d31 P ({), 4/5/POPC-d31 
(), 14/POPC-d31 (), 22/POPC-d31 (Ñ), 70b/POPC-d31 (½), 70c/POPC (¾) 
 
Abbildung 91: Geglättete 2H-NMR-Ordnungsparameterprofile der Proben POPC-d31, OK268(70b)/ POPC-











〈L C •〉/Å 
(durchschnitt. Kettenlänge 
des POPC) 
POPC 45.2 0.153 11.46 
POPC/ 
4/5 
43.4 0.162 11.74 
POPC/ 
14 
45.5 0.165 11.84 
POPC/ 
22 
44.1 0.167 11.88 
POPC/ 
70b 
44.7 0.154 11.51 
POPC/ 
70c 
k.A. 0.152 11.36 
POPC/ 
128 
45.6 0.169 12.04 
POPC/ 
129 




Anhand der Tabelle 11 konnten nur geringfügige Veränderungen in den chemischen Verschiebungen, den durch-
schnittlichen Ordnungsparametern (gibt in einem Phasenübergang die Symmetriebrechung an) und der durch-
schnittlichen Kettenlänge (gibt den gestörten Teil der POPC-Kette an) des POPCs gegenüber einer reinen POPC-
Membran festgestellt werden. Dies spricht wiederum für eine gute Inkorporierung der Nukleolipide in die 
Membran. Jedoch sei hier noch auf einige Besonderheiten hinzuweisen. Zum einen zeigt sich eine Erhöhung der 
Ordnungsparameter für die Acylnukleoside 4/5, 14 und 22 gegenüber den Alkylnukleosiden 70b und 70c, was 
wahrscheinlich auf das Fehlen der Carboxylgruppe zurückzuführen ist und es somit, aufgrund der Ähnlichkeit 
zum POPC, zu einer besseren Einlagerung des Nukleolipides zwischen den Acylketten des POPCs kommt. Dies 
zeigt sich auch in den daraus resultierenden höheren Werten der durchschnittlichen Kettenlänge. Ebenso gilt dies 
für die Nukleolipide 128 und 129, deren durchschnittliche Kettenlänge nochmals höher ist, als bei den Nukleoli-
piden mit dem lipophilen Rest am Zucker, was auf eine bessere Membranbindung und eine höhere Ordnung des 
POPC-Membranes hinweist. 
 
Abbildung 92: Geglättete 2H-NMR-Ordnungsparameterprofile der Proben POPC-d31, OK345(70h)/ POPC-
d31, OK 388(129)/ POPC-d31 im Vergleich zum Cholesterol unter den angegeben molaren Verhältnissen 
Ebenso wurden aus den erhaltenden 2H–NMR-Spektren der cholesterolfunktionalisierten Oligonukleotide Ket-
tenordnungsparameterprofile als Funktion der Kohlenstoffposition des POPC–d31 extrahiert (s. Abb. 92). Aus 
deren Abbildung wird deutlich, dass die cholesterolgebundenen Nukleoside 129 (OK 388) und 70h (OK 345), 
die Membran viel weniger ordnen, als Cholesterol. Das heißt, um eine höhere Ordnung in den Lipidmembran-
domänen zu erzielen, braucht man viel mehr der Cholesterolnukleolipide, als von Cholesterol selbst (Binder et 
al., 2003; Vanmeer und Simons, 1983). 
Durch die Verwendung eines deuterierten Alkylankers am Nukleosid ließen sich weiterhin Aussagen über die 
dynamischen (elastischen) Eigenschaften der Membran in Gegenwart des lipophilen Nukleosides treffen. Dazu 
wurden 2H-NMR-Spin-Gitter-Relaxationsmessungen durchgeführt. Bei der Aufnahme von 2H-NMR-Spektren 
werden üblicherweise Phospholipide eingesetzt, bei denen die 1H-Atome nicht nur an einer Position durch Deu-
terium ersetzt sind, sondern eine oder beide Kohlenwasserstoffketten des Lipids vollständig deuteriert ist. Daher 
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kommt es im 1H-Spektrum, aufgrund der Dynamik der Methylengruppen, zur Überlagerung der einzelnen Pake-
Dubletts. Durch die Anordnung der Phospholipide in der Membran sind die Methylengruppen am Kettenanfang 
nahe des Glycerolrückgrats relativ rigide, verglichen mit den CH2-Gruppen am Kettenende, die eine hohe Be-
weglichkeit und damit geringe Ordnungsparameter aufweisen. Da die Ordnungsparameter insbesondere im obe-
ren Kettenbereich sehr ähnlich sind, können die einzelnen Dubletts nicht mehr aufgelöst werden. Mittels eines 
mathematischen Algorithmus (Brown et al., 1994; Trouard et al., 1994), erhält man aus den ermittelten 2H-NMR-
Spin-Gitter-Relaxationsmessungen einen sogenannten Square-Law-Plot (s. Abb. 94), dessen Anstieg im direkten 
Zusammenhang zu den elastischen Eigenschaften der Membran steht (Brown et al., 2000). 
 
Abbildung 93: Square-Law Plots der Proben OK268(70b)/ POPC-d31, OK268-d33 (70c)/ POPC im Vergleich 
zu DMPC-d54 und POPC-d31 
Aufgrund des sehr ähnlichen Kurvenverlaufes der Mischungen im Vergleich zu reinen Phospholipiden in Abbil-
dung 93, kann man darauf zurückschließen, dass die elastischen Eigenschaften der Membran erhalten bleiben 
und es zu einer guten Durchmischung der Nukleolipide und der Phospholipide in der Membran kommt. Dies gilt 
wieder als ein Beweis für eine gute Inkorporierung der verwendeten Nukleolipide. 
Nachdem anhand unterschiedlicher Methoden gezeigt wurde, dass die verwendeten Nukleolipide in Phospholi-
pidmembranen verankern und auch die Membran nur geringfügig stören, sollte nun untersucht werden, ob die 
Nukleobasen für eine Watson–Crick–Basenpaarung mit in Lösung befindlichen komplementären Nukleosiden 
oder Oligonukleotiden genutzt werden können. Denn wie in Kapitel 1.3 beschrieben, zeigten bisherige Versuche, 
dass Nukleolipide, welche den lipophilen Rest an der Nukleobase tragen, zu tief in die Membran ragen und somit 
nicht mehr für eine Basenpaarung zu Verfügung stehen. Um dies zu untersuchen, wurde die bevorzugte Lokalisa-
tion der lipophilen Nukleoside innerhalb der Membranmatrix mittels 1H-NOESY-NMR-Spektroskopie unter 
MAS bestimmt (Huster et al., 1999). Dabei ist zu beachten, dass die 1H-Spektren durch die Signale des POPC 
dominiert werden und somit die Methylen- und die Methylgruppen der Lipidanker zwischen ~0.9 bis 2.5 ppm in 
einem großen Peak untergehen. Auch die meisten Protonen des Zuckers sind von dem Glycerolgerüst des 
Phospholipid überlagert. Aus diesem Grunde können nur wenige charakteristische Signale der Nukleolipide 
aufgelöst und eindeutig zugeordnet werden. Dies wären das H1´, das H5 und das H6-Proton (s. Abb. 94). Glück-
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lichweise sind dies genau die Protonen, welche entscheidend sind, um aufklären zu können, wie weit das Nukle-
olipid in der Membran verankert ist. Bei den entsprechenden NOESY–Messungen macht man sich den Kern-
Overhauser-Effekt nutzbar, der beschreibt, dass es zu einem Austausch der Spinmagnetisierung kommt, wenn die 
Abstände beider Kerne kleiner als 5 Å sind. Dies wird im Spektrum als Kreuzpeaks sichtbar. Da die Nukleolipi-
de nicht starr in der Membran verankert sind, sondern sich darin frei bewegen, konnten keine definierten Ab-
stände gemessen werden. Es konnten lediglich Aussagen darüber getroffen werden, wie wahrscheinlich ein Pro-
ton mit einem anderen in Wechselwirkung tritt und ob es zwischen beiden zu einem Austausch ihrer 
Spinmagnetisierung kommt, was zu einer höheren Kreuzrelaxationsrate führt. Aus diesem Grund wurden für jede 
Probe mehrere NOESY–Spektren aufgenommen und gemittelt. Aus den Messungen wurden anschließend fol-
gende relativen Kreuzrelaxationsraten bestimmt und grafisch dargestellt (s. Abb. 95). 
 
Abbildung 94: Darstellung der Protonen, welche im 1H-NOESY-NMR-Spektrum zugeordnet werden können 
 
Abbildung 95: Normierte intermolekulare 1H-NOESY Kreuzrelaxationsraten zwischen den lipophilen Nukle-
osiden 4/5 (), 14 () bzw. 22 ({) und den POPC-Molekülen innerhalb der Membran als Funktion der Koordi-
naten der einzelnen Lipidsegmente entlang der Membrannormalen. Oben: Mittlere Lokalisation der Protonen H6 
(A), H5 (B) des Uracils und des H1’ Protons der Ribose (C). Die Messungen wurden bei einem molaren Verhält-
nis POPC/lipophiles Nukleosid 4/1, einer Temperatur von 303 K und einer Rotationsfrequenz von ωr/2π = 6009 
Hz durchgeführt. 
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Man erkennt aus der Abbildung 95, dass nur bei 4/5 und 22 hohe Kreuzrelaxationsraten zwischen H1´und der 
Kopfgruppe gemessen werden konnten. Dagegen weist 14 hohe Kreuzrelaxationsraten mit den Alkylketten des 
POPC auf, was für eine tiefe Verankerung in der Membran spricht und es somit nicht mehr zu einer Basenpaa-
rung fähig ist. Daraus lässt sich schlussfolgern, dass Nukleolipide mit mehr als einen Alkylanker nur dann für die 
Watson–Crick–Basenpaarung zur Verfügung stehen können, wenn sie einen Spacer zwischen dem Nukleosid und 
dem lipophilen Rest vorweisen. 
 
Abbildung 96: Schematische Tiefendarstellung der Nukleolipide 14, 22 und 4/5 in der POPC- Membran 
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2.9.2.Untersuchungen an Oligonukleotiden 
An Nukleosiden konnte belegt werden (s. Abs. 2.9.1), dass es entscheidend ist, dass sich der lipophile Rest am 
Zucker befindet, damit membranverankerte Nukleolipide für eine Basenpaarung zur Verfügung stehen können. 
Doch wie ist es mit Oligonukleotiden? Ist es dort auch entscheidend, an welcher Stelle der lipophile Anker 
hängt? Dazu einige grundlegende Aspekte. Zum einen haben wir von der Natur gelernt, dass viele membrange-
bundene Proteine zwei lipophile Anker für eine stabile Verankerung tragen. Weiterhin konnte an einigen Beispie-
len im Kapitel 1 gezeigt werden, dass Oligonukleotide für eine stabile Membranverankerung auch zwei lipophile 
Ketten tragen sollten. Diese Beobachtungen wurde bei der Wahl der Oligonukleotidsequenzen in den meisten 
Fällen Rechnung getragen, durch den Einbau zwei lipophiler Nukleotide. Des Weiteren zeigten bisherige Arbei-
ten aus unseren Arbeitskreis (Bunge et al., 2007; Kurz et al., 2006), dass Nukleotide, welche den Anker an der 
Nukleobase tragen, bei der Doppelstrangbildung nicht für eine Watson-Crick-Basenpaarung zur Verfügung ste-
hen. Wahrscheinlich werden diese Nukleobasen zu weit in die Membran hineingezogen (s. Abb. 97). Es konnte 
nun erwartet werden, dass sich diese Situation ändert, wenn der Lipidanker am Zucker befestigt ist (s. Abb. 98). 
 
Abbildung 97: Schematische Darstellung eines Oligonukleotides 5´-ULUU-UUU-UUUL-UUU-U-3´, wobei L 
der Anker an der 5-Position des Uridins ist. 
 
Abbildung 98: Schematische Darstellung eines Oligonukleotides 5´-ULUU-UUU-UUUL-UUU-U-3´, wobei L 
den Anker an der 2´-Position des Uridins ist 
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Das 2´-lipidierte Nukleosid 70b wurde in eine analoge Oligonukleotidsequenz 5´-ULTT-TTT-TTUL-TTT-TTT-
TTT-TTT-TTT-T-3´ (Oligo1b) eingebaut, wie sie auch bei den vorherigen Untersuchungen mit basenständigen 
Lipidanker (Flasche, 2005) verwendet wurde. Dabei ist L der lipophilen Anker an der 2´-Position des Uridins. 
Für NMR-Messungen wurde zusätzlich ein Oligonukleotid Oligo2b synthetisiert, das anstelle des Hexadecylthi-
oether die perdeuterierte Kette trägt. 
 
Abbildung 99: Monomer UL des untersuchten Oligonukleotides 
Wie auch bei den Nukleosiden zeigten die 31P–Pulverspektren (s. Abb. 100), dass Oligonukleotide den Phasenzu-
stand der Membran nicht stören, d.h. auch hier erhält man ein Spektrum, was für eine lamellare flüssig-
kristallinen Phase der Membran spricht. Da im Gegensatz zu den Nukleolipiden durch das Phosphatrückgrat des 
Oligonukleotides weitere 31P einen Einfluss auf das Spektrum geben, sieht man einen zusätzlichen isotropen 
Peak. Dieser schmale Peak spricht für eine hohe Beweglichkeit des Phosphatrückgrates. 
 
Abbildung 100: 31P-NMR-Spektrum von POPC Membranen in Gegenwart des lipophilen Oligonukleotid 
Oligo1b bei einem Wassergehalt von 65 wt% (303 K). Die isotrope Linie wurde grau hinterlegt 
 Δσ /ppm SAV 〈L C • 〉 / Å 
POPC(-d31) + 
5 mol% DOTAP 
47,2 0,158 11,61 
POPC/Oligo1b + 
5 mol% DOTAP 
44,3 0,154 11,50 
POPC(-d31) 45,2 0,154 11,48 
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Abbildung 101: Geglättete 2H-NMR-Ordnungsparameterprofile der Proben POPC-d31 (), Oligo7/POPC-d31 
(), Oligo8/POPC-d31 (4), POPC-d31 + 5 mol% DOTAP (O) und Oligo1b/POPC-d31 + 5 mol% DOTAP (Ι) bei 
einem eingesetzten molaren Verhältnis POPC/Oligonukleotid 100/1 (für Oligo1b 200/1), Wassergehalt von 65 
wt%, 303 K 
Zur Bestimmung der Ordnungsparamter des Phospholipidmembran wurden 2H–Spektren aufgenommen (s. Abb. 
101). An diesen erkennt man, dass die verankerten Oligonukleotide die Ordnung der Membran kaum stören, was 
für eine gute Inkorporierung spricht. Dabei sind die Oligonukleotide Oligo7 und Oligo8 jene, welche den li-
pophilen Rest als Tocopherol an der 5-Position der Base tragen (Flasche, 2005) und das Oligonukleotid Oligo1b 
dasjenige, mit dem 2´-lipidierten Nukleosid 70b. 
Die Darstellung des 2H-Spektren, aus denen die obengenannten Daten gewonnen wurden, zeigen sehr deutlich 
den großen isotropen Peak bei der Messung des Oligonukleotides Oligo2b mit dem deuterierten lipophilen Rest 
(s. Abb. 102 A), was wie oben schon erwähnt, für eine gute Beweglichkeit des Oligonukleotides spricht und 
demzufolge für eine schlechte Insertierung in die Membran. Die Verankerung ist demnach für diesen Fall 
schlechter, als bei der Verwendung von Oligonukleotiden mit einem Tocopherolanker an der 5-Position der Base, 
weswegen auch erst eine Zugabe von 5 mol% DOTAP (ein positiv geladenes Lipid) eine erfolgreiche Insertie-
rung ermöglicht (s. Abb. 102 B). Durch 2H-NMR Spin-Gitter-Relaxationsmessungen konnte bei den Oligonukle-
otiden keine Störung der Membranelastizität festgestellt werden. 
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Abbildung 102: 2H-NMR-Spektren der Proben (A) Oligo2b-d66/POPC, (B) Oligo1b/POPC-d31 + 5 mol% 
DOTAP und (C) POPC-d31 + 5 mol% DOTAP bei einem Wassergehalt von 65 Gewichtsprozent. Die Spektren 
wurden bei 303 K aufgenommen. Die roten Linien sollen dem Leser bei der Bestimmung der Position der Pla-
teaupeaks helfen 
Es konnte gezeigt werden, dass das Oligonukleotid Oligo1b in Membranen insertiert, wenn auch schlechter als 
die Oligonukleotide Oligo7 oder Oligo8 mit nukleobasenständigen Anker. Die Struktur der Phospholipid-
membran wird dabei nicht gestört. Doch sind nun die erwartenden Basenpaarungen an den ankertragenden 
Nukleotiden möglich? Weiterhin ist zu klären, ob 2`-modifzierte Nukleoside die Duplexbildung der DNA stabili-
sieren oder destabilisieren. Kottysch et al. (Kottysch et al., 2004) konnten zeigen, dass die Einführung von 5-
modifzierten Uridin in einer DNA die Tm des Duplex über einen großen Bereich beeinflussen (+3.6 °C bei 
10mM NaCl eines 12mer). Um diese Fragestellungen zu klären, bediente man sich der DSC–Messung (Duguid 
et al., 1996). Unter anderem fanden Letsinger et al. (Letsinger et al., 1993) bei der Bestimmung von Schmelz-
temperaturen von Oligonukleotiden, dass durch die Anwesenheit von zwei hydrophoben Gruppen (Cholesterol) 
die hydrophoben Kräfte zwischen dem Cholesterol so stark sind, das ein polyA und ein polyT–Strang eine nor-
malerweise instabile, parallele Orientierung aufweisen. 
Für die im Zusammenhang mit der vorliegenden Arbeit durchgeführten DSC–Messungen wurde zuerst eine 
Kalibrierungskurve durch Messungen der Schmelztemperaturen von 10T/10A-, 15T/15A-, 20T/20A- und 
25T/25A-Duplexen ermittelt. Anschließend wurden die Schmelztemperaturen der lipophilen Oligonukleotide 
und ihre komplementären Partnern (A25) zum einen in Lösung und zum anderen membranassoziert gemessen. 
Die Messung der Oligonukleotide Oligo8 und Oligo1 wurden bei höherer Salzkonzentration durchgeführt (150 
mM KCl, statt 50 mM KCl, wie bei dem Oligonukleotid Oligo7 und dem unmodifizierten Oligonukleotid). Zum 
einen stellte es sich heraus, das die lipohilen Oligonukleotide in Lösung mehr Basenpaarungen eingehen, als in 
der Membran, nämlich statt 17 sind es 19 Basenpaare, was für eine Einbeziehung des lipophilen Nukleosides in 
Lösung spricht. Dem ist aber nicht so, wenn es membrangebunden ist. Zum anderen erkennt man eine um ~4 BP 
geringere Affinität gegenüber einem unmodifizierten Oligonukleotid Oligo10 mit der Sequenz 5´-
CTTTTTTCTTTTTTTTTTTTTTTTT-3´. Die beiden Cytidine in der Sequenz sollen eine Fehlpaarung simulie-
ren. Diese verringerte Basenpaarung bestätigt den störenden Einfluss des lipophilen Ankers bei der Doppel-
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strangbildung. Somit ist es gleich, wo sich der lipophile Anker am Nukleosid befindet, denn weder verbessert die 
Position im Nukleosid die Duplexbildung des Oligonukleotides noch findet eine Basenpaarung über das Nukleo-
tid mit dem lipophilen Rest hinweg statt. 
Oligonukleotid Schmelztemperatur TM /°C Anzahl Basenpaarungen n 
Oligo7 (Membran) 39,5 17,5 
Oligo8 (Membran) 44,4 15,8 
Oligo1b (Membran) 47,2 17,4 
Oligo1b (Lösung) 50.0 19,4 
Oligo10 (Lösung) 46,1 22,9 
 
 
Abbildung 103: Darstellung der für die molekulare Erkennung komplementärer Nukleinsäuren aktiven Be-
reiche der membranassoziierten lipophilen Oligonukleotide. Der blaue Balken gibt den Teil der lipophilen Oli-
gonukleotide an, der mit komplementären Strängen eine Helix ausbilden kann 
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2.10. Untersuchungen an LB-Filmen 
In Kapitel 1.2.2 wurde beschrieben, dass die von Ahlers et al. (Ahlers et al., 1990) untersuchten Nukleolipide an 
der Wasser-Luft-Grenzfläche stabile Monolayer von Langmuirfilmen bilden, wobei die hydrophile Kopfgruppe 
mit der Subphase und der hydrophobe Teil mit der Atmosphäre in Verbindung stehen. An der im Rahmen der 
vorliegenden Arbeit synthetisierten Nukleolipide 4/5 wurden von Dr. Osvaldo Novais de Oliveira Jr. am physika-
lischen Institut der Universität Sao Paulo Langmuir-Blodgett-Untersuchungen auf einen festen Träger durchge-
führt. Die experimentellen Details seihen bitte aus seinen Arbeiten zu entnehmen. Die Ergebnisse werden im 
Folgenden gezeigt. 
Ein wichtiges Hilfsmittel zur Untersuchung der physikalischen Eigenschaften und zur Übertragung einer oder 
mehrer Schichten auf feste Substrate (z.B. einen Glasobjektträger) ist die Filmwaage (Albrecht et al., 1978; Ro-
berts, 1990). Dies ist ein mit Teflon behandelter Trog, der die Subphase enthält, meist hochreines Wasser. Das 
Nukleolipid wird in Chloroform gelöst und dann auf die Oberfläche gespreitet. Durch eine bewegliche Barriere 
kann die der Monoschicht zur Verfügung stehende Oberfläche variiert werden. Bei der Kompression durchläuft 
die quasizweidimensionale Monoschicht den dreidimensionalen Systemen analoge Aggregatzustände: gasförmig 
ungeordnet, flüssig-analog und kondensiert. Demzufolge lassen sich auch für Langmuirfilme Druck-Flächen-
Diagramm erstellen. Ein solches Diagramm (π-Å2, isotherm) von 4/5 (OK 211) ist in Abbildung 104 dargestellt. 
Dabei wurden unterschiedlichen Mengen des Nukleolipides (1-4 μl) auf die Oberfläche gespreitet. Aus dem 
Diagramm ist zum einen zu entnehmen, das der Kollapsdruck oberhalb 40mN/m liegt und zum anderen, dass die 
Moleküle bei kleineren Volumen in der flüssig-kondensierten Phase einen Platzbedarf von 70-90 Å2 benötigen. 
Dieser Platzbedarf steigt jedoch deutlich zu höheren Volumina an. Weiterhin lässt sich ablesen, dass diese 
Nukleolipide sich ähnlich dem Phospholipid verhalten. Wie auch bei den Phospholipiden bildet das Nukleolipid 
4/5 zwischen der L2 (liquid condensed phase) -L1 (liquid fluid phase)-Phase eine horizontale Übergangsphase. 



































Abbildung 104: Druck-Flächen (π- Å2)-Diagramm (isotherm) von 4/5 
Wird nun eine Mischung des Nukleolipides 4/5 und einem Phospholipid (z.B. DPPC) auf der Filmwaage 
gespreitet, erhält man die in Abbildung 105 dargestellte Isotherme. Es zeigt sich, dass sich die Isothermen zu 
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größeren Flächen verschieben, wenn das Volumen an 4/5 erhöht wird, was für eine gute Inkorporierung in die 
DPPC-Monolayer spricht. 
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Abbildung 105: Druck-Flächen-Diagramm (π- Å2, isotherm) von verschiedenen Mischungen aus 4/5 und 
DPPC 
Die Übertragung von Langmuirfilmen auf Substrate zu LB-Filmen erfolgt mittels der Langmuir-Blodgett-
Technik (Blodgett, 1935; Langmuir, 1916; Langmuir, 1917). Durch senkrechtes Eintauchen und Herausziehen 
des Substrates in die mit Langmuir-Film bedeckte Subphase wird der Film bei konstantem Oberflächendruck, 
dem sogenannten Transferdruck πT, auf das Substrat übertragen. Um den Transferdruck während der Beschich-
tung konstant zu halten, müssen die Barrieren die Langmuir-Film-Fläche verringern. Der Nachweis einer erfolg-
reichen Übertragung des Nukleolipides 4/5 auf das Quartzsubstrat bei einem Transferdruck von 30 mN/m erfolg-
te anhand UV-Vis-spektroskopischen Messungen des LB-Filmes und des Nukleopides in Lösung (s. Abb. 106). 










































Abbildung 106: UV-VIS-Spektrum des Nukleopides 4/5 in Lösung (CHCl3) und im LB-Film 
Der Transfer des gemischten DPPC/OK211 Langmuir-Film bei 30mN/m von der Wasserphase auf das Quartz, 
ließ sich ebenfalls mittels UV-Vis-Spektren nachweisen. 
Letztendlich stellte es sich heraus, dass dieses Nukleolipid 4/5 und wahrscheinlich auch noch andere syntheti-
sierte Nukleolipide oberflächenaktiv sind und stabile Langmuir-Filme ausbilden können, obgleich Aggregation 
auftreten kann. Auch ein Transfer auf Quartz in Form von LB-Filmen konnte nachgewiesen werden. Weitere 
Ergebnisse zu anderen dargestellten Nukleolipiden stehen noch aus. 
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2.11. Biophysikalische Untersuchungen 
Neben den NMR-spektroskopischen Messungen gibt es weitere Möglichkeiten, die Inkorporierung von biologi-
schen Molekülen, wie Nukleoside oder Oligonukleotide, in Membranen nachzuweisen. Dies sind z.B. die FT-
SERS (fourier transform surface-enhanced Raman scattering) (Huang et al., 2000), die Mikrokalorimetrie 
(Pozharski und MacDonald, 2002; Pozharski und MacDonald, 2003), die ERS (external reflection spectroscopy) 
(Meister et al., 2006), die AFM (atomic force microscopy) (Milhiet et al., 2006) und auch die Fluoreszenzspekt-
roskopie. 
Zur Überprüfung des Ankerungsvermögens der lipophilen Oligonukleotide an Modellmembranen wurden ver-
schiedene fluoreszenzspektroskopische Messungen durch Dr. Anke Kurz, Ines Ajili, Ruth-Hendus Altenburger, 
Dr. Anna Arbuzova und Dipl. Chem. Martin Loew aus der Arbeitsgruppe um Prof. Andreas Herrmann (Hum-
boldt-Universität zu Berlin) durchgeführt. Von diesen werden im Folgenden einige vorgestellt. Darüber hinaus 
wird auf Zielstellungen eingegangen, die mit Hilfe der in der vorliegenden Arbeit synthetisierten Oligonukleoti-
de verfolgt werden sollten, auch wenn dafür die biophysikalischen Messungen noch ausstehen. 
Die Untersuchungen erfolgten an LUVs oder GUVs, die nach Vorschriften von Hope et al.(Hope et al., 1985) 
und Mathivet et al.(Mathivet et al., 1996) dargestellt wurden. Mittels Absorptionsmessungen nach einer Ultra-
zentrifugation von Saccharose-gefülltem LUV (Murray et al., 1998) konnte bestimmt werden, wie viel von dem 
eingesetzten Nukleolipid in die Membran inkorporiert ist. Bei den Untersuchungen zu 22 wurde festgestellt, dass 
das Nukleolipid sich vollständig und stabil in die Membran eingebaut hat. Vorige NMR–spektroskopische Unter-
suchungen (s. Abs. 2.9) zeigten, dass die Nukleobase von dem lipidierten Nukleosid 22 (OK 124) weit genug in 
die wässrige Phase reicht, um für Basenpaarungen zur Verfügung zu stehen. Zur Charakterisierung dieser Aussa-
ge wurden Vesikel unterschiedlicher Größe aus POPC hergestellt. Als Puffer wurde 50 mM KCl, 10 mM HEPES 
bei pH 8,0 eingesetzt. Die GUVs wurden mit dem Nukleolipid 22 und einem fluoreszenzmarkierten 5’-Rh-
A20mer bei Raumtemperatur über Nacht inkubiert. Bei den anschließenden Messungen konnte jedoch keine 
Membranbindung von 5’-Rh-A20 an Vesikel mit dem Nukleolipid 22 (10% in POPC-MLVs, LUVs, GUVs) 
nachgewiesen werden. Auch nach der Zugabe von 5mol% DOTAP wurde mittels Fluoreszenzspektroskopie 
keine Membranbindung beobachtet. Demnach steht das Nukleolipid 22 einer Membranbindung zu Oligonukleo-
tiden doch nicht zur Verfügung, wie es NMR–spektroskopische Untersuchungen vermuten ließen. 
Neben dem Nukleolipid 22 wurden auch andere Nukleolipide erfolgreich in POPC-LUVs eingebaut (s. Tab. 14). 
Dazu wurde jeweils ein Gemisch von POPC, Monomer und einem fluoreszenzmarkiertes Lipid (Rh-PE 0,1%, 
NBD-PE 0,5-1%) in CHCl3 hergestellt. Durch Entfernung des Lösungsmittels an einem Rotationsverdampfers 
(40°C, maximales Vakuum) wurde ein Lipidfilm erzeugt, welcher mit Saccharosepuffer suspendiert (Lipidkon-
zentration von 2mM) wurde. Die so erhaltenen MLVs wurden 10 Frier-Tau-Zyklen unterworfen, extrudiert (10-
mal, 100 nm Filter), mit dem vierfachen Volumen isosomotischen KCl-Puffer versetzt und abzentrifugiert (Ultra-
zentrifuge, ~140’000g), um ungebundene Monomere, zu kleine oder „undichte“ Vesikel zu entfernen. Der Über-
stand wurde abgenommen und das Pellet im Ausgangsvolumen KCl-Puffer resuspendiert. Durch die Aufnahme 
von Absorptionsspektren (260 nm) der resuspendierten LUVs und des Überstands und deren Vergleich, konnten 




Monomer Anteil/mol% Anteil POPC/mol% Einbau in LUVs 
22 10 90 vollständig 
 20 80 vollständig 
129 20 80 vollständig 
27 20 80 vollständig 
31 10 90 vollständig 
 20 80 vollständig 
22/31 20/20 60 vollständig 
 50/50 0 keine Bildung von 
LUVs  
 
Des Weiteren wurde untersucht, wie sich zwei Vesikelsorten mit den jeweiligen komplementären lipophilen 
Nukleosiden verhalten, wenn sie zueinander geführt werden. Um dies zu überprüfen, wurden POPC-LUVs A 
präpariert, welche das Nukleolipid 22 (OK 124) + NBD-PE enthalten und auf der anderen Seite POPC-LUVs B, 
welche mit dem komplementären Nukleolipid 132 (CC 12) und Rh-PE ausgestattet sind (s. Abb. 107). Wenn der 
Abstand zwischen beiden Vesikel den Försteradius von 6nm unterschreitet(Struck et al., 1981), sollte dies ein 
FRET zwischen dem NBD und dem Rhodamin hervorrufen. Da die typische Bindungslänge von Wasserstoffbrü-
cken nur 0.18 nm beträgt, sollte also bei einer möglichen Basenpaarung ein FRET gemessen werden. Abbildung 
108 zeigt jedoch, dass die Fluoreszenzmessungen keine Veränderung ergeben, sprich es zu keinen FRET zwi-
schen den Vesikeln kommt, was gegen eine Basenpaarung zwischen den Nukleolipiden spricht. 
 
Abbildung 107: Schematische Darstellung des erwarteten Bindungsexperimentes von Dr. A. Kurz 
Dies kann unter anderem daran liegen, dass das Nukleolipid 129 zu weit in der Membran verankert ist, da es den 
lipophilen Anker an der C8–Position des Adenins trägt und im Gegensatz zu dem 2´-lipidierten Nukleolipid 22 
kaum eine Basenpaarung ausbilden kann (Bunge, 2008). Um dies zu klären ist es angedacht, statt des Nukleoli-
pides 129, das POPC-LUV mit dem lipidierten Adeninderivat 31 zu inkubieren, welches wie 22 einen zweiketti-
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gen Anker an der 2´/3´-Position über einen Spacer verbunden trägt. Die Ergebnisse zu diesen Messungen stehen 
noch aus. 
 
Abbildung 108: FRET-Messungen der Vesikel A + B (links) und einer Vergleichsmessung mit den Vesikel B 
+ C (rechts) von Dr. A. Kurz und Dr. A. Arbuzova 
Frühere Publikationen aus unserem Arbeitskreis stellten dar, dass lipophile Oligonukleotide mit komplementären 
Oligonukleotidsträngen Basenpaarungen eingehen (siehe auch Abschnitt 2.9). Es zeigte sich aber auch hier deut-
lich, das lipophile Oligonukleotide mit unverzweigten Alkylketten schlechter in Membranen binden, als solche 
mit verzweigten Ketten, wie z.B. α-Tocopherol. Erst durch die Verwendung einer höheren Salzkonzentration 
(150 mM KCl, statt 50 mM KCl) bei dem Oligonukleotid Oligo8 oder der Zugabe von 5 mol% DOTAP bei dem 
Oligonukleotid Oligo1b, konnten jene in die Membran inkorporiert werden. Dabei wird durch die höhere Salz-
konzentration und/oder der Zugabe des kationischen Lipids die Born-Abstoßung zwischen dem Phosphatrück-
grat der DNA und dem Phosphaten des Lipids vermindert, was zu einer attraktiven Einverleibung des lipophilen 
Oligonukleotides in die Membran führt. Die erfolgreiche Inkorporierung konnte durch Zentrifugationsassays bei 
der Präparation von Saccharose-gefülltem Luv mit den entsprechenden Oligonukleotiden nachgewiesen werden. 
Aus diesem Grunde wurden für weitere Messungen Oligonukleotide, welche α-Tocopherol oder auch Choleste-
rol (s. Abs. 2.8) als lipophilen Anker tragen, verwendet. 
Für spätere biotechnologische Anwendungen konnte mit Hilfe dieser synthetisierten lipophilen Oligonukleotide 
gezeigt werden, dass zwei vesikelmembranverankerte Oligonukleotide, welche komplementäre Enden tragen, 
eine Doppelhelix miteinander bilden und so diese beiden Vesikel auf einen definierten Abstand halten können 
(Loew et al., 2008). Dazu wurden LBL–Partikel (Layer-by-Layer) verwendet. LBL-Partikel sind Nanopartikel, 
welche aus einzelnen Lagen von anionischen (PSS = Poly(styrolsulfonat)) und kationischen Polymeren (PAH = 
Poly(allylamin)) gebildet werden (s. Abb. 109). Sie zeigten in jüngster Zeit ihre Stärken dadurch, dass sie sehr 
gut als Nanocontainer für biologische Zwecke genutzt werden (Peyratout und Dahne, 2004), da sie eine hohe 
chemische Stabilität besitzen, monodispers und biologisch abbaubar sind (Moya et al., 2003; Zhang et al., 2004), 
sowie über einen großen Volumenbereich (100 nm bis 15 μm) verfügbar sind 
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Abbildung 109: Schema der Kapselpräpäration mittels der LBL-Technologie (Peyratout und Dahne, 2004) 
Wenn man nun ein Oligonukleotid kovalent an solch ein LBL-Partikel bindet (durch Jing Kang und PD Lars 
Dähne, Capsulution AG), kann eine Doppelstrangbildung mit einem komplementären lipidierten Oligonukleotid 
Oligo5a, welches in einem LUV (enthält POPC und NBD-PE) eingelagert ist, erfolgen. Dadurch wird die LBL-
Partikeloberfläche mit diesen LUVs bedeckt (s. Abb. 110a). Der Nachweis erfolgte durch den Einsatz der konfo-
kalen Fluoreszenzmikroskopie und einer abbildenden Mikroskopie, welches die Differential-Interference-
Contrast (DIC) Methode verwendet. Diese Kombination erlaubt es zum einen die LBL-Partikel sichtbar zu ma-
chen und zum anderen eine örtliche Fluoreszenz des NBDs. Ein Kontrollexperiment mit einem nichtkomplemen-
tären Strang zeigte diese Fluoreszenz nicht (s. Abb. 110b). In vorigen Experimenten konnte gezeigt werden, dass 
Oligonukleotide auf GUVs oder LUVs homogen verteilt sind. Auf diese LUV-Schicht lässt sich demnach durch 
Doppelstrangbildung eine weitere Lage von LUVs aufbringen, die einen anderen Fluoreszenzmarker und ein zur 
ersten Schicht lipidiertes, komplementäres Oligonukleotid Oligo9 tragen (s. Abb. 110c). Da die zweite Vesikel-
sorte statt NBD-PE, das Rh-PE, enthält, kann unter Verwendung zwei unterschiedlicher Fluoreszenzkanäle der 
Nachweis einer zweiten Schichtbildung erfolgen. Wie bei der LBL–Technologie kann man nun durch weitere 
Zugabe des jeweils komplementären membrangebunden lipophilen Oligonukleotides eine Schicht nach der ande-
ren aufbauen (s. Abb. 110e). 
Für diese Experimente wurde das Oligonukleotid Oligo5a mit der Sequenz 5´-ULTT-TTT-ULTT-TTT-TTT-TTT-
TTT-TTT-T-3´ (25mer) und das Oligonukleotid Oligo9 mit der Sequenz 5´-CLCC-CCC-CCLA-AAA-AAA-
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AAA-AAA-AAA-A-3´ (25mer) verwendet. Dabei ist L ein α-Tocopherolrest, welcher an der 5-Position der 
Nukleobase verknüpft ist. 
 
Abbildung 110: Bedecken eines LBL-A21-Partikel mit unterschiedlichen LUV-Schichten, welche die memb-
rangebundenen Oligonukleotide Oligo5a und Oligo9 enthalten 
Nun war ein weiteres Ziel der Arbeit eine Hemifusion und eine anschließende Fusion von Vesikeln, die lipophile 
Oligonukleotide tragen, herbeizuführen. Die Arbeitsgruppen um Höök (Stengel et al., 2008; Stengel et al., 2007) 
und auch Boxer (Chan et al., 2008) adaptierten dazu den aus der Natur bekannten SNARE-Mechanismus, um 
zwei Vesikel mit einander zur Fusion zu bringen (s. Abs. 1.2.1). Auch wir wollen diese Methode anwenden, um 
zwei Vesikelsorten zur Fusion zu bringen. Für diese Experimente wurden folgende Oligonukleotide synthetisiert.  
Oligo5b (D53) 5´- TULCCCCCULTTTTTGTCGCTTCAGC -3´ (24mer) 
Oligo5d (D55) 5´- TTCCTGGAAGCAGGTTULCCCCCULT-3´ (24mer) 
Dabei ist L ein α-Tocopherolrest, welcher an der 5-Postion des Uridins verknüpft ist. 
Es zeigte sich in ersten Versuchen, dass diese Oligonukleotide bei Raumtemperatur aggregieren, jedoch bei hö-
heren Temperaturen, wie erwartet in Membranen einlagern. Durch die Zugabe eines dritten Oligonukleotidstran-
ges, sollte nun mit diesen Oligonukleotiden eine Vesikelfusion getriggert werden (s. Abb. 111). Ziel war es, zu 
zeigen, dass im Falle B Aggregation der unterschiedlichen Vesikel, aber keine Fusion auftritt, jedoch im Falle A 
eine Fusion durch Verwendung eines anderen komplementären Stranges nachgewiesen werden kann. Weiterhin 
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sollte gezeigt werden, dass durch Zugabe des komplementären Stranges aus A im Falle B eine Fusion durch eine 
Konformationsänderung hervorgerufen werden kann. Die experimentellen Ergebnisse dazu stehen jedoch noch 
aus. 
 
Abbildung 111: Theoretische Möglichkeiten der Duplexbildung der Oligonukleotide Oligo5b und Oligo5d 
mit einen dritten Oligonukleotidstrang 
Eine weitere Verwendung der lipohilen Oligonukleotide besteht in der Adaptierung des Systems von Höök 
(Stengel et al., 2008; Stengel et al., 2007) durch Duplexbildung zweier lipophilen Oligonukleotide mit je einem 
lipophilen Anker in der gleichen Membran. Dafür wurden die Oligonukleotide Oligo4a und Oligo4b syntheti-
siert. Dabei ist L ein Cholesterolrest, welcher an der 5-Postion des Uridins verknüpft ist. 
Oligo4a (D64) 5´-TULTTTCTCACCTTCCATCTATTCCGTTTTTTTTTTTTTTTTT-3´ (42mer ) 
Oligo4b (D65) 3´-TULTTTGAGTGGAAGGTAGATAAGGCA-5´ (26mer) 
Hierbei werden die beiden komplementären Oligonukleotide Oligo4a und Oligo4b mit jeweils einem lipophilen 
Anker in einer Membran verankert. Durch die folgende Duplexbildung könnte es möglicherweise zu einer stabi-
leren Verankerung in der Membran kommen, wie sie bei Cholesterolankern beobachtet worden ist. An das kleb-
rige Ende, kann zum einen ein weiteres komplementäres Oligonukleotid binden, welches einen Fluorophor am 
Ende trägt, wodurch eine Doppelhelixbildung nachgewiesen werden kann (s. Abb. 111). 
Zum anderen kann auch ein komplementäres Oligonukleotid binden, welches in einer anderen Vesikel verankert 
ist. Dadurch würden beide Vesikel in eine räumliche Nähe kommen und könnten im günstigen Fall miteinander 
fusionieren. Eine dritte Anwendung dieses Systems, wäre das sequenzspezifische „Fischen“ von viralen DNA-
Strängen aus Zelllysaten mit Hilfe des klebrigen Endes. Dadurch würde sich dieser virale Strang einer Lösung 
von vielen verschiedenen Oligonukleotidsträngen durch Immobilisierung an der Membran entziehen lassen und 
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man hätte ein System, um verschiedene DNA-Stränge nachzuweisen, je nachdem wie man das „sticky end“ 
gestaltet. Die Ergebnisse zu den Messungen stehen noch aus. 
 
 
Abbildung 112: Theoretische Möglichkeit der Duplexbildung der Oligonukleotide Oligo4a und Oligo4b 
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2.12. AFM – Untersuchungen 
Seit der Entwicklung der Rasterkraftmikroskopie (AFM) aus seinem Vorgänger der Rastertunnelmikroskopie 
(STM) durch Binning et al. (Binnig et al., 1986) ist es heutzutage möglich, biologische Strukturen, wie Proteine, 
Lipidmembranen, DNA und auch Zellen in ihrer natürlichen Umgebung zu beobachten. Dabei nutzt man den 
entscheidenden Vorteil des AFM gegenüber der STM aus. Wohingegen es beim STM noch zu einem Tunnel-
strom zwischen der Metallspitze des Lesegerätes (Tip) und dem leitenden Probenmaterial kommt, um das Ober-
flächenprofil der Probe auszulesen, sind es beim AFM abstoßende oder anziehende Kräfte, welche zwischen den 
Atomen an der Spitze des Tips und den obersten Atomen der zu untersuchenden Probe wirken. Außer diesem 
wesentlichen Unterschiedes funktionieren beide Methoden nach demselben Prinzip. Der Tip, welcher sich an 
dem Cantilever befindet, nähert sich einer Probe an. Ab einen bestimmten Abstand (atomare Größenordnung) 
kommt es zu Wechselwirkungen zwischen dem Tip und der Probe. Durch die Oberflächenstruktur der Probe 
biegt sich dabei der Cantilever positionsabhängig unterschiedlich weit. Diese Verbiegung bzw. Auslenkung der 
Spitze kann mit kapazitiven oder typischerweise optischen Sensoren gemessen werden und ist ein Maß für die 
zwischen der Spitze und der Oberfläche wirkenden Kräfte. Bei der STM gibt es nur den Non-Contact–Mode, da 
ein Tunnelstrom zwischen dem Tip und der Probe gemessen wird. Man kann dabei die Kraft (also die Stromstär-
ke) konstant halten und somit über Piezoelemente ein elektronisches Höhenprofil der Probe aufnehmen oder man 
hält die Höhe des Cantilevers konstant und misst die Veränderungen des Tunnelstroms, welcher in Abhängigkeit 
zum Abstand steht (Tunneleffekt). Im Gegensatz dazu kann man das AFM auch in einem Contact–Mode fahren. 
Dabei wandert der Tip auf der Probe und man misst die abstoßenden Kräfte zwischen den Oberflächenatomen 
der Probe und denen des Tips. Im Non-Contact-Mode wird dagegen der Cantilever zum Schwingen gebracht und 
man misst durch die anziehenden Kräfte zwischen den jeweiligen Atomen des Tips und der Probe die erhöhte 
Schwingungsamplitude. Der Tip berührt bei dieser Methode die Probe nicht, was eine zerstörungsfreie Messung 
erlaubt. Als dritten Modi kann man auch den sogenannten intermittierenden Modus verwenden. Hierbei wird der 
Cantilever in Schwingung gebracht, jedoch berührt er die Probe, wodurch die Wechselwirkungskräfte zwischen 
der Spitze des Federbalkens und der Probenoberfläche die Resonanzfrequenz des Systems verändern, so dass 
sich die Schwingungsamplitude und -phase (zwischen Anregung und Schwingung) ändern. 
 
Abbildung 113: Die drei möglichen Modi in der AFM und ihr Messbereich 
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Durch diesen vielfältigen Einsatz der Modi des AFMs kann man sich die charakteristischen Strukturen, die Kon-
formationsänderungen und auch das supramolekulare Zusammenlagern der Strukturen in molekularer Auflösung 
anschauen. Durch Manipulierung des Auslesegerätes („laboratory on a tip“), kann man auch Adhäsionskräfte, 
die Elastizität, die Hydrophobizität der Strukturen und vieles mehr messen und beobachten (Alessandrini und 
Facci, 2005; Muller, 2008). 
 
Abbildung 114: „Laboratory on a tip“ aus (Muller, 2008) 
Die Gruppe um Pompeo et al. (Pompeo et al., 2005) untersuchte mittels AFM die Strukturen von Lipidmono-
schichten, welche durch Rotationsbeschichtung (spincoating) von Lösungen aus DOTAP und DOPC in Chloro-
form auf eine Siliziumoberfläche aufgetragen worden sind. Dabei wurde beobachtet, das DOPC unter bestimm-
ten Bedingungen auf dem Trägermaterial vesikelähnliche Strukturen bildet. Erst durch die Zugabe von DOTAP 
oder durch Ändern der Parameter bei der Rotationsbeschichtung kommt es zur Bildung von Lipidschichten. 
 
Abbildung 115: AFM-Aufnahme von DOPC auf einer Siliziumoberfläche (Pompeo et al., 2005). a) topogra-
phische Aufnahme auf 3x3 μm2; b) Querschnitt zwischen A-A´; c) statistische Auftragung der Vesikelgrößen 
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Erklärt wird die Ausbildung der vesikelähnlichen Strukturen durch den hydrophoben Effekt. Wenn man sich den 
Prozess der Ablagerung von Lipiden auf der Oberfläche anschaut, so spielen bei der Bildung von supramolekula-
ren Strukturen (Vesikel, Liposomen, Schichten) zwei Prozesse die Hauptrolle. Zum einen der hydrophobe Effekt 
und zum anderen die Wechselwirkung zwischen dem Substrat (Wasser, Oberfläche) und der Probe. Durch den 
hydrophoben Effekt kommt es zur Ausbildung von Vesikeln in wässriger Umgebung, da die lipophilen Teile des 
Moleküls sich dieser polaren Umgebung entziehen. Während der Rotationsbeschichtung und/oder der Verduns-
tung des Lösungsmittels sind die Moleküle nur für einen kurzen Moment einer wässrigen Umgebung (Luftfeuch-
tigkeit) ausgesetzt. Auch die unmittelbar auf der Oberfläche liegenden Moleküle weisen hydrophile Wechselwir-
kungen mit dem Substrat auf. Beide können demnach supramolekulare Strukturen ausbilden. Lipide, welche sich 
weit weg von der Substrat- oder der Lipidoberfläche befinden, nehmen deswegen keine geordneten Strukturen 
ein. Unter den experimentellen Bedingungen kann es dadurch zur Ausbildung von teilweise geordneter Ablage-
rung der Lipide in überlagernden Ebenen von MLVs kommen. Durch Veränderung der Parameter lässt sich eine 
langsamere Verdunstung des Lösungsmittels erreichen, was zur Ausbildung von großen geordneten planaren 
Strukturen führen kann. Eine Quantifizierung der Ergebnisse geben Jurak et al. (Jurak und Chibowski, 2006; 
Jurak und Chibowski, 2007) durch die Bestimmung der Energie (surface free energy) zwischen der Oberfläche 
und der Flüssigkeit, wenn sich die Lipide ablagern. 
Auch die Gruppe von Bagatolli et al. (Simonsen und Bagatolli, 2004) untersuchten das Verhalten von Lipiden 
auf Oberflächen mit AFM. Dazu erzeugten sie, mittels der Rotationsbeschichtung einer Lösung von POPC und 
DPPC in Hexan und 2-5 mol% Methanol auf Mica, Strukturen, welche sie untersuchten. Auch hier konnte je 
nach Konzentration des Lipids eine unterschiedliche Ausbildung von Lipiddoppelschichten beobachtet werden. 
 
Abbildung 116: AFM-Aufnahmen von rotationsbeschichten POPC-multilamellaren Filmen bei Raumtempe-
ratur und einer Luftfeuchtigkeit von 20-40% (Simonsen und Bagatolli, 2004). Alle Aufnahmen bei 10x10 μm2 
bei unterschiedlichen Lipidkonzentrationen: 5 mg/mL (A), 3 mg/mL (C) and 2 mg/mL (E). Die Filmoberfläche 
ist terrassenartig aufgebaut mit einer Stufenhöhe von 62 ± 5 Å (siehe Querschnitt oberhalb der topographischen 
Aufnahmen) 
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Erklärt werden die beobachteten unterschiedlichen Lipiddoppelschichten durch das in Abbildung 117 dargestellte 
Modell. 
 
Abbildung 117: Schematische Darstellung der beobachteten Lipidschichten auf der hydrophilen Oberfläche. 
Bei geringer Lipidkonzentration wird nur wenig der Oberfläche beladen und man sieht viele Lücken und wenige 
Doppelschichten. Bei hoher Lipidkonzentration erfolgt eine vollständige Beladung der Oberfläche. Man beo-
bachtet das Ausbilden der Treppenstruktur durch das Ausbilden von multilamellaren Schichten 
Nun sollte man annehmen, dass lipophile Nukleoside auch dieses Verhalten zeigen, denn sie besitzen wie die 
untersuchten Phospholipide, eine oder gar zwei lipophile Alkylketten und eine hydrophile Kopfgruppe, in dem 
Falle das Nukleosid. Einige Publikationen, vor allem aus den Arbeitsgruppen von Barthelemy et al. (Barthelemy 
et al., 2005; Barthelemy et al., 2005; Bestel et al., 2008; Moreau et al., 2004) und Iwaura et al. (Iwaura et al., 
2007; Iwaura et al., 2003; Iwaura et al., 2002) bestätigten diese Annahme (s. Abs. 1.2.3). 
Gottarelli et al. (Giorgi et al., 2003; Gottarelli et al., 2000; Pieraccini et al., 2003) untersuchten mittels der AFM 
und der NMR-Spektroskopie das Verhalten von lipophilen Guanosinderivaten in Lösungen und auf festen Ober-
flächen. Beide Techniken konnten zeigen, dass sich bei der Selbstorganisation aufgrund des lipophilen Restes 
und des hydrophoben Kopfes in Abwesenheit eines Metalltemplates bandähnliche Strukturen ausbildeten. Bei 
Anwesenheit des Metalls bilden sich die bekannten G–Quartetts (Davis, 2004). Ebenfalls die Ausbildung solcher 
Bandstrukturen auf HOPG wurde von Barthelemey und Grinstaff et al. (Bestel et al., 2008) mittels STM–
Messungen von Nukleolipiden beobachtet (s. Abb. 118). Arbeiten von Jin et al. (Jin et al., 2006) konnten anhand 
von AFM-Untersuchungen zeigen, dass die Position des lipophilen Ankers am Nukleosid oder der Nukleobase 
und auch die Anzahl der Ketten entscheidend sind, ob sich LB-Filme ausbilden. Desgleichen konnten in Arbeiten 
von Liang et al. (Huang et al., 1997; Huang et al., 2000; Huang und Liang, 1997; Huang und Liang, 1998; Hu-
ang und Liang, 1998; Li et al., 2000; Li et al., 2001; Li et al., 2001; Miao et al., 2003; Miao et al., 2003; Miao et 
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al., 2003; Wu et al., 2004) durch die Verwendung unterschiedlicher Nukleolipide mittels FT–Raman, FT–IR, 
FT–SERS und auch UV–VIS Spektroskopie nachgewiesen werden, dass diese Amphiphile sowohl stabile 
Schichten an Luft/Wasser-Grenzschichten, als auch auf festen Trägern ausbilden (s. Abb. 119). 
 
 
Abbildung 118: STM Bilder (a+b) und computergenerierte Modelle (c-f) der untersuchten 3´-
Eicosylphosphatnucleoside (Bestel et al., 2008); links) 3´-Eicosylphosphatthymidin auf HOPG; rechts) 3´-
Eicosylphosphatadenosin und 3´-Eicosylphosphatthymidin auf HOPG 
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Abbildung 119: Schematische Darstellung der Wasserstoffbrücken und der Orientierung der Nukleobasen 
während der Übergangsphase vor und nach der molekularen Erkennung von Liang et al. (Miao et al., 2003) 
Ausgehend von diesen Arbeiten und den Beobachtungen während der Membraninkorporierung der von uns syn-
thetisierten Nukleolipide, stellte sich nun die Frage, ob diese Substanzen auch selbst vesikelähnliche Strukturen 
oder Lipiddoppelschichten ausbilden können. 
Dafür wurden unter anderem die vier über die Carbamatsynthese dargestellten Nukleolipide 51, 68a, 68b und 
68c (s. Abs. 2.2) in einem Gemisch aus Dichlormethan und Methanol im Verhältnis 1:1 gelöst. Jeweils 10μl der 
0.08 mM–Lösungen wurden auf eine planare Glasoberfläche (Schott Nexterion® Glas B) getropft und das Lö-
sungsmittel in einer Dichlormethan–Atmosphäre verdunstet. Anschließend wurden die Aufnahmen auf einen 
Nanosurf® Mobile S AFM gemessen (näheres dazu im experimentellen Teil). Dabei betrug die Raumtemperatur 
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Abbildung 120: Struktur der untersuchten 2´-Stearoylcarbamoylnucloside und deren Watson-Crick-
Basenpaarungen 
Die AFM-Messungen (s. Abb. 121 – 124) zeigten, dass diese Carbamte ungeordnete Kristallstrukturen ausbilden, 
welche nicht auf irgendwelche supramolekularen Eigenschaften zurückzuführen sind. Eine Möglichkeit für die-
ses Verhalten, kann entweder die geringe Löslichkeit solcher Carbamte in dem verwendeten Lösungsmittelge-
misch sein oder auch die Tatsache, dass diese Substanzen nur einen Anker besitzen. Im Gegensatz dazu tragen 
die Nukleolipide in den literaturbekannten AFM–Messungen in allen Fällen zwei Anker. Dadurch scheint in 
diesem Fall der lipophile Charakter zu schwach zu sein, um supramolekulare Strukturen über einen hydrophoben 
Effekt auszubilden. Die AFM-Messung (s. Abb. 125 und Abb. 126) eines 1:1 Gemisches der komplementären 
Nukleolipide 51 und 68a bzw. 68b und 68c zeigte keine Veränderung gegenüber den Einzelmessungen. 
  
Abbildung 121: AFM- Aufnahme von 51  Abbildung 122: AFM- Aufnahme von 68a 
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Abbildung 123: AFM- Aufnahme von 68b  Abbildung 124: AFM- Aufnahme von 68c 
  
Abbildung 125: AFM- Aufnahme von 51 & 68a  Abbildung 126: AFM- Aufnahme von 68b & 68c 
Um diese Annahme zu prüfen, wurden die Nukleolipide 22 und 31, welche zwei Anker tragen, untersucht. Die 
Verbindungen wurden in Dichlormethan gelöst und 10 μl der 4x10-5 M Lösungen auf einen planaren Objektträ-






































Abbildung 127: In den AFM-Messungen eingesetzte Nukleolipide 22 und 31 
An den Aufnahmen (s. Abb. 128 – 131) kann man die Ausbildung von vesikelähnlichen Strukturen, ähnlich de-
nen von Castellano beobachten, erkennen. Dies wird besonders anhand der Darstellung eines Höhenprofiles 
(blau Linie A – A´) deutlich. Die schlechte Auflösung der Bilder beruht auf Störungen bei den Messungen (Arte-
faktbildung) und auch auf der Verwendung eines großen Cantilever-Tips von 100μm. 
 
Abbildung 128: AFM–Aufnahme des Nukleolipides 22 bei 40x 40 μm2 und eine Vergrößerung der vesike-
lähnlichen Struktur bei 1x1 μm2 
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Abbildung 129: Querschnitt zwischen A und A´ der AFM-Aufnahme des Nukleolipides 22 
 
Abbildung 130: AFM–Aufnahme des Nukleolipides 31 bei 40x 40 μm2 und eine Vergrößerung der vesikelähnli-
chen Struktur bei 5x5 μm2 
 
Abbildung 131: Querschnitt zwischen A und A´ der AFM-Aufnahme des Nukleolipides 31 
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Bei der Messung eines 1:1 Gemisches von 22 und 31 lässt sich anhand der Bestimmung eines Höhenprofils (s. 
Abb. 133) eine Vesikelattraktion vermuten, jedoch kann das nur ein erster Hinweis sein. 
 
Abbildung 132: AFM–Aufnahmen des Gemisches der Nukleolipide 22 und 31 bei 40x 40 μm2 und eine Ver-
größerung der Struktur bei 5x5 μm2 
 
Abbildung 133: Querschnitt zwischen A und A´ der AFM-Aufnahme des Gemisches der Nukleolipide 22/31 
Interessant sind die AFM – Bilder des Uridins 46, das ebenfalls zwei lipophile Reste in der 2´-Position trägt. Die 
Probenpräparation erfolgte der Nukleolipide 22 und 31 entsprechend. Anhand der Aufnahmen erkennt man sehr 
deutlich die Ausbildung von Lipidschichten (s. Abb. 135), ähnlich den Arbeiten von Bagatolli. Auch diese Lipid-
schichten haben eine Höhe von ungefähr 5-6 nm, was für eine Lipidmonoschicht sprechen würde. 
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Abbildung 134: Struktur von 46 
 
Abbildung 135: AFM–Aufnahme des Nukleolipides 46 bei 40x 40 μm2 und eine Vergrößerung der markier-
ten Stelle auf 5x5 μm2 
 
Abbildung 136: Querschnitt zwischen A und A´ der AFM-Aufnahme des Nukleolipides 46 
Es konnte mittels AFM–Untersuchungen gezeigt werden, dass einige der synthetisierten Nukleolipide sowohl 
vesikelähnliche Strukturen, wie auch Lipidschichten ausbilden können. Arbeiten von Nicolai Brodersen, konnten 
weiterhin zeigen, dass Gemische aus komplementären lipophilen Nukleosiden oder lipophilen Nukleobasen in 
der Lage sind, Lipiddoppelschichten auszubilden, welche sich aus abwechselnden Basenpaarungen ergeben. 
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3 Zusammenfassung 
In der vorliegenden Arbeit wurden für NMR-spektroskopische und auch biophysikalische Untersuchungen wäh-
rend der Membraninkorporierung von Nukleolipiden und lipohilen Oligonukleotide, die nötigen Substanzen 
synthetisiert. 
Um einen Eindruck zu gewinnen, welche Ankeranzahl für eine erfolgreiche Insertierung in Membranen sinnvoll 
ist und ob ein Spacer wichtig ist, damit der Anker nicht zu weit in die Membran hereinragt, wurden an Uridin ein 
oder mehrere Fettacylreste eingeführt, ohne dass diese Produkte später in eine Oligonukleotidsynthese einfließen 
sollten (s. Abb. 137). Hierzu wurde die O3´- und die O5´-Position des Uridins mit der zweizähnigen Silyl-
schutzgruppe TIPDSCl geschützt und anschließend die O2´-Position mit Palmitinsäure verestert. Nach der Ent-
fernung der Silylschutzgruppe mit Fluorid wurde jedoch infolge einer 2´,3´-Acylwanderung ein Isomerenge-
misch 4/5 in 43% (über 3 Stufen) Ausbeute erhalten. Für die Anbringung zweier lipophiler Gruppen wurde das 
Uridin an der O5´-Position mit DMTrCl geschützt und die freien Hydroxylgruppen mit Palmitinsäurechlorid 
verestert. Nach dem Entfernen der Schutzgruppe wurde der erwartete 2´,3´-Dieester 14 in 20% Ausbeute (über 3 
Stufen) erhalten. Das Disuccinat 17 ließ sich analog durch Diacylierung mit Bernsteinsäureanhydrid und nach-
folgender Veresterung mit Pentadecanol und abschließender Entschützung in 43% Ausbeute (über 4 Stufen) 
herstellen. Der Versuch, ausgehend vom 3´,5´-geschützten Uridin durch Reaktion mit 4-
(1,3Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure das 2´-Acylierungsprodukt 21 zugänglich zu machen, lie-
ferte bei der Entschützung ausschließlich das umgelagerte 3´-Acylprodukt 22. Eine derartige Umlagerung konnte 
unterbunden werden, wenn der lipophile Rest in die O2´-Position mittels einer Mitsunobureaktion eingeführt 
wird. Allerdings entsteht dabei das Arabinosederivat 8. 
 
Abbildung 137: Lipidierte Uridine 4/5, 8, 14, 17 und 22 mit einem oder mehreren Lipidresten an der O2´-
Position 
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Anhand der Aufnahme von axialsymmetrischen 31P-Pulverspektren ist durch die Inkorporierung der dargestellten 
Nukleolipide in die Membran keine Störung der Kopfgruppe zu erkennen. Die POPC–Membran bleibt in der 
lamellaren flüssig-kristallinen Phase. Messungen von 2H–NMR-Spektren konnten weiterhin zeigen, dass sie 
weder die Packungseigenschaften der Membran noch deren Elastizität signifikant verändern. Mittels 1H-
NOESY-NMR-Spektroskopie unter MAS wurden durch das Auftragen der relativen Kreuzrelaxationsraten zwi-
schen den eindeutig zuordenbaren Protonen des Nukleolipides (CH5, CH6 und CH1´) und des Phospholipides 
(Cholingruppe, Glycerolgruppe, Doppelbindung im Oleoylrest) ermittelt, wie weit die Nukleolipide in die 
Membran ragen. Die Ergebnisse zeigen, dass Nukleolipide mit mehr als einen Alkylanker sehr tief in die Memb-
ran verankert sind und demzufolge nur für die Watson-Crick-Basenpaarung zur Verfügung stehen, wenn sie 
einen Spacer zwischen dem lipophilen Rest und der Ribose aufweisen. 
 
Abbildung 138: Schematische Tiefendarstellung der Nukleolipide 14, 22 und 4/5 in einer POPC- Membran 
Es stellte es sich heraus, dass das Nukleolipid 4/5 oberflächenaktiv ist und stabile Langmuir-Filme ausbilden 
können, obgleich Aggregation auftreten kann. Ebenfalls konnte ein Transfer auf Quartz in Form von LB-Filmen 
nachgewiesen werden. Das 2´-diacylierte Nukleolipid 22 ließ sich stabil in die Membran einbauen, was mittels 
Absorptionsmessungen nach einer Ultrazentrifugation von Saccharose-gefüllten LUVs bestimmt werden konnte. 
Konfokale Fluoreszenzmikroskopie-Untersuchungen an GUVs, LUVs oder MLVs aus POPC und NBD-PE zeig-
ten jedoch, dass das in Membranen verankerte lipidierte Uridin 22 keine Bindung mit in Lösung befindlichem 
RhA20mer eingeht. Weiterhin konnte bisher keine Wechselwirkung zwischen Vesikeln nachgewiesen werden, 
welche zum einen 22 und POPC/NBD-PE enthielten und zum anderen ein komplementäres Nukleolipid und 
POPC/Rh-PE. Der Grund dafür könnte in einer zu tiefen Verankerung des komplementären lipidierten Adenosins 
132 in der Membran liegen, da es den lipophilen Anker an der C8-Position des Adenins trägt und im Gegensatz 
zu 22 kaum eine Watson-Crick-Basenpaarung ausbilden kann. Um dies zu klären, wurde statt mit 132, das 
POPC-LUV mit dem zu 22 analogen Adenosinderivat 31 inkubiert. Jenes wurde durch Veresterung eines 
O3´,O5´–geschützten Adenosins mit 6 und anschließende Entschützung in 10% Ausbeute (über 3 Stufen) erhal-
ten. Die Ergebnisse zu diesen biophysikalischen Messungen stehen jedoch noch aus. 
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Um der 2´,3´-.Acylwanderung zu umgehen, wurden andere funktionelle Gruppen für die Verknüpfung des Lipi-
dankers verwendet. So konnte das über eine 2´-Glycerolether verknüpfte Derivat 46 über 6 Stufen in Anlehnung 
an eine Verfahrensweise von Prakash et al. (Prakash et al., 2002), ausgehend von O2,O2´-Anhydro-O5´-TBDPS-
uridin 38 erhalten werden. 
Ähnlich der Synthese von nichtlipophilen des O2´-Carbamoyluridinen (Korshun et al., 2002) wurden im Rahmen 
der vorliegenden Arbeit alle vier Nukleolipide 51/68 mit einem Octadecylaminrest dargestellt. Dadurch eröffnet 
sich generell, auch für zukünftige Arbeiten, ein einfache Methode, um alle vier Nukleoside (Uridin (Thymidin), 
Adenosin, Guanosin, Cytidin) in ihre Nukleolipidanaloga zu überführen. Nach der Einführung der Schutzgruppe, 
der anschließenden Umsetzung des Nukleosides in einer Eintopfreaktion mit CDI und Octadecylamin wurden 
die entsprechenden Produkte nach der Entschützung in Ausbeuten zwischen 15 und 54 % (über 4 Stufen) erhal-
ten. Dabei konnte keine Wanderung des Carbamatrestes von der O2´- auf die O3´- Position mittels NMR–
Spektrum beobachtet werden. 
 
Abbildung 139: Synthese der O2´-Octadecylcarbamoylnukleoside 
Zur Erforschung eines möglichen supramolekularen Verhaltens der lipidierten Nukleolipide wurden AFM-
Untersuchungen auf Glasoberflächen durchgeführt. Es zeigte sich, dass diese Carbamte 68 keine besonderen 
Strukturen ausbilden. Dafür könnte die geringe Löslichkeit solcher Carbamte in dem verwendeten Lösungsmit-
telgemisch verantwortlich sein oder die Tatsache, dass diese Substanzen nur einen Anker tragen, im Gegensatz 
zu den literaturbekannten AFM–Messungen von Nukleolipiden, in denen zwei Lipidanker vorhanden sind. In der 
Tat ließ sich durch AFM-Untersuchungen an den zweifach lipidierten Vertretern 22 und 31 die Ausbildung von 
vesikelähnlichen Strukturen nachweisen. An einem anderen zweikettigen amphiphilen Nukleolipid 46 zeigte sich 
die Ausbildung von Lipidschichten. 
Der Nachteil der Synthese von Carbamten liegt darin, dass keine sekundären Amine direkt eingesetzt werden 
können. Um dennoch Dialkylaminogruppen einzuführen wurden deshalb auf Amine zurückgegriffen, die einen 
primären Aminoethyllinker besitzen. So gelang die Umsetzung des O3´,O5´-geschützten Uridins 20 mit dem 
N,N-Bis-octadecyl-1,3-aminopropylamin 61 und anschließender Entschützung zu dem lipidierten Uridin 65 in 
52% Ausbeute (über 3 Stufen). 
3-119 
  
Abbildung 140: AFM–Aufnahme von 22  Abbildung 141: AFM–Aufnahme von 46 
O2, O2´- Anhydrouridin war aus der Literatur als ein guter Vorläufer für die Einführung verschiedener funktio-
neller Gruppen, wie Amino, Azido, Mercapto und Iod, in die 2´-Positon, bekannt. 
 
Abbildung 142: Funktionalisierungen der O2´- Position des Uridins ausgehend vom Anhydrouridin 41 
Wir stellten aus dem so zugänglichen 2´-Amino-2´-desoxyuridin 112 und Oleoylchlorid das entsprechende 2´-
Oleoylaminoderivat her. Eine reduktive Aminierung zum Nonylaminoderivat gelang an 112 mit Nonanal in 90% 
Ausbeute, jedoch mit 2,3-Bis(octadecoxy)propanal lediglich in 12% Ausbeute. 
Das 2´-Iod-Derivat 120 sollte mittels einer Kreuzkupplung in entsprechende 2´-C-α-alk(in)yluridine überführt 
werden. Entsprechende Versuche zu Kumada- und Suzuki-Kupplungen schlugen jedoch fehl, was auf den per se 
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problematischen aliphatischen Charakter dieses Substrates zurückgeführt werden kann. Es wurden lediglich 
Eliminierungsprodukte oder unumgesetzte Edukte erhalten. 
Am 2´-Azido-2´-desoxyuridin 100 konnten erstmalig Cu-katalysierte Click-Reaktionen mit Dodecin bzw. Cho-
lesterolpropargylether erzielt werden. Die besten Ausbeuten wurden mit 40 mol% Natriumascorbat und 20 mol% 
CuSO4•5 H2O als Katalysatorensystem erreicht. In den so erhaltenen Produkten ist der Lipidrest über einen 
1,2,3-Triazollinker an der 2´-Position verknüpft. 
Ein weiterer einfacher Zugang zu 2´-lipidierten Uridinen erfolgte über das 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69. Durch 
basische Veretherung gelang es in moderaten bis guten Ausbeuten eine Reihe neuartiger 2´-Thioether darzustel-
len (s. Abb. 143). Alternativ ließen sich Lipidanker an der 2´-Position von 2´-Thio-2´-desoxyuridin auch über die 
DIAD- oder PTAD-(4-Phenyl-1,2,4-triazolin-3,5-dion) vermittelte Disulfid-Bildung einführen. 
 
Abbildung 143: Synthese von neuartigen 2´-Thioether-2´-desoxyuridinen 
Nun konnten durch die Verwendung unterschiedlichster Synthesestrategien und unterschiedlicher Funktionalisie-
rungen an der O2´-Position eine Reihe neuer lipophiler Nukleoside dargestellt werden, von denen einige in 
Membranen verankern. Auch wurde gezeigt, dass einige der Nukleolipide supramolekulares Verhalten durch die 
Bildung von vesikelähnlichen Strukturen oder Lipidschichten in organischem Lösungsmittel aufweisen. Doch 
wie sieht es nun mit lipophilen Oligonukleotiden dieser Spezies aus? Verankern diese nun auch in Membranen 
und binden sie gar komplementäre Oligonukleotide? Um dieses Verhalten zu klären wurden einige der vorste-
hend aufgeführten Nukleoside in die Synthese von Oligonukleotiden einbezogen. Hierzu wurden diese 5´-DMTr-
geschützt, in die 3´-Phosphoramidite überführt und anschließend im DNA-Synthesizer weiter umgesetzt. 
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Abbildung 144: Eingesetzte 2´-lipidierte Nukleotide in den synthetisierten Oligonukleotiden 
Es stellte es sich heraus, dass es bei der basischen Abspaltung des Oligonukleotides vom Harz zu einem Strang-
bruch der Disulfide kam. Die Oligonukleotidsynthese von 70b zu Oligo1 und 70c zu Oligo2 gelang dagegen 
ohne Probleme. 
Die lipidierten Oligonukleotide wurden in Lipidmembranen (LUVs und GUVs) eingelagert und mit der NMR–
Spektroskopie untersucht (31P–Pulverspektren, 2H–NMR–Spektren). Es zeigte sich, dass diese Einlagerung we-
der die Struktur (lamellar flüssig-kristallin) noch die Ordnung der Membran signifikant stören. Aus den 31P–
Spektrum des Oligo2 erkennt man einen großen isotropen Peak, der für eine große Beweglichkeit des Oligo-
nukleotides in der Membran spricht und demzufolge für eine schlechtere Insertierung, als bei der Verwendung 
von Oligonukleotiden mit einem Tocopherolanker an der 5-Position der Base. Mit Hilfe von DSC–Messungen 
wurde untersucht, ob in lipidierten Oligonukleotiden auch die Nukleoside, welche lipophile Reste tragen, eine 
Watson-Crick-Basenpaarung eingehen. Die Schmelztemperaturen der lipophilen Oligonukleotide und ihre kom-
plementären Partner (A25) wurden zum einen in Lösung und zum anderen membranassoziert gemessen. Dabei 
stellte es sich heraus, dass die lipohilen Oligonukleotide in Lösung mehr Basenpaarungen eingehen, als in der 
Membran, nämlich statt 17 sind es 19 Basenpaare, was dafür spricht, dass die lipidierten Nukleotide im Falle der 
Membranfixierung keine Basenpaarung eingehen. Außerdem wird deutlich, dass der Teil der DNA, der sich 
zwischen den lipidierten Nukleotiden befindet, nicht an der Doppelstrangbildung teilnimmt, wenn diese beiden 
Nukleotide (s. Abb. 145 für die Oligonukleotide Oligo1b, Oligo 7 und Oligo 8) im Abstand von 7 Einheiten 
(weniger als eine Helixwindung) liegen. 
Abschließend sei festzustellen dass es demnach bei Anwendung von Oligonukleotiden unbedeutend ist, wo der 
lipophile Rest am Nukleotid vorkommt, denn zum einen geht das entsprechende Nukleolipid selbst keine Basen-
paarung ein und zum anderen erfolgt keine Basenpaarung über dieses hinweg. 
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Abbildung 145: Darstellung der für die molekulare Erkennung komplementärer Nukleinsäuren aktiven Be-
reiche der membranassoziierten lipophilen Oligonukleotide Oligo1b, Oligo 7 und Oligo 8. Der blaue Balken 
gibt den Teil der lipophilen Oligonukleotide an, der mit den komplementären Strängen eine Helix ausbilden kann 
 
Abbildung 146: Eingesetzte Nukleotide mit basenständigem Anker in den synthetisierten Oligonukleotiden 
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Für biotechnologische Anwendungen konnte mit Hilfe dieser synthetisierten lipophilen Oligonukleotide gezeigt 
werden, dass zwei vesikelmembranverankerte Oligonukleotide, welche komplementäre Enden tragen, eine Dop-
pelhelix miteinander bilden und so diese beiden Vesikel auf einen definierten Abstand halten können. Dazu wur-
de an einen LBL–Partikel kovalent ein A21mer verknüpft. Dieses konnte mit dem passenden Oligonukleotid 
Oligo5a (LT18), welches in einen LUV insertiert ist, eine Doppelhelix ausbilden. Der Nachweis erfolgte durch 
den Einsatz der konfokalen Fluoreszenzmikroskopie und einer abbildenden Mikroskopie (DIC). Durch abwech-
selnder Verwendung von LT18–NBD-LUVs und LA17–Rh-LUVs (Oligo9) ließ sich die gezielte DNA-
vermittelte Bildung mehrerer unterschiedlicher Vesikelschichten auf dem LBL–Partikel erzielen. Die einzelnen 
Schichten können getriggert (Mellitin) fusioniert werden, was für verschiedenste „drug-delivery“-Anwendungen 
von großem Interesse ist. 
 
Abbildung 147: Beladen eines LBL-A21-Partikel mit LUVs, welche die membrangebundenen Oligonukleotide 
Oligo5 und Oligo9 enthalten 
Abschließend lässt sich feststellen, dass es gelungen ist, eine Reihe neuer lipidierter Nukleoside und Oligonukle-
otide zu entwickeln, die den Lipidrest in den meisten Fällen an der 2´-Position tragen. Mit Hilfe dieser Verbin-
dungen konnten wichtige Zusammenhänge zwischen der Struktur und den Eigenschaften (supramolekulare Ei-
genschaften, Membranverankerung, Ausbildung von Doppelsträngen) aufgedeckt und neuartige Anwendungen in 
der Nanobiotechnologie ermöglicht werden. Die Ergebnisse haben sich bisher in 3 Publikationen niedergeschla-
gen. 
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4 Experimenteller Teil 
4.1 Allgemeine experimentelle Bedingungen 
Die Laborjournalnummern in den Versuchsvorschriften befinden sich in Klammern nach den Substanznummern. 
Die Daten zu den Messungen der Kooperationspartner seien bitte den Veröffentlichungen oder deren Aufzeich-
nungen zu entnehmen. 
Die analytischen Daten wurden mit folgenden Geräten aufgenommen: 
Kernresonanzspektroskopie: Die NMR-Spektren wurden mit den Spektrometern AMX 300 bzw. DPX 300 der 
Firma Bruker gemessen. 1H-NMR-Spektren wurden bei 300 MHz und 13C-Spektren bei 75 MHz aufgenommen. 
Als interner Standard diente Tetramethylsilan (δ = 0 ppm). Die chemischen Verschiebungen δ sind in ppm und 
die Kopplungskonstanten J in Hz angegeben. Die Zuordnung der 13C-NMR-Signale wurde anhand der zugehöri-
gen APT-Spektren getroffen. Die Interpretation der 1H-NMR-Spektren basierte häufig auf 1H-13C-COSY- sowie 
1H-1H-COSY-Experimenten. Zur Beschreibung der 1H-NMR-Signale dienen folgende Abkürzungen: s - Singu-
lett, d - Dublett, t - Triplett, q - Quadruplett, m - Multiplett. Alle Spektren wurden bei Raumtemperatur aufge-
nommen. 
Massenspektroskopie: Die hochaufgelösten EI-Massenspektren (EI-HRMS-Spektren) wurden mit einem Gerät 
der Firma Varian (MAT 711) bei 70 eV aufgenommen, die hochaufgelösten ESI-Massenspektren (ESI-HRMS-
Spektren) an einem Finnigan LTQ FT-Massenspektrometer, Thermo Electron gemessen.  
Elementaranalyse: Die Elementaranalysen wurden mit einem Leco CHNS 932-Analysator durchgeführt. 
Röntgenstrukturanalyse: Die Bestimmung der Kristallstrukturen wurde an einem IPDS- bzw. STADI-4 - 
Diffraktometer der Firma STOE & Cie durchgeführt. Die zugehörigen Daten finden sich im Anhang. 
Rasterkraftmikroskop: Die AFM-Messungen fanden auf einen Nanosurf® Mobile S der Firma Nanosurf mit 
einen 110 μm Scankopf statt. Als Träger wurde Schott Nexterion Glas B (25 x 76.5 x 1 mm, ultrasonically clea-
ned, flatness ≤ 0.05 mm) verwendet. Die Messungen fanden im NCLR-Mode (Tapping-Mode) unter Dynamic 
Force statt. Die freie Vibrationsamplitude ist bei 200 mV und die Vibrationsfrequenz bei 170kHz eingestellt 
worden. Die Parameter des Z-Controllers wurde mit einen Set Point von 50%, einem P-Gain von 10000 und 
einem I-Gain von 1500 eingestellt. Als Auswertungssoftware wurde Nanosurf Mobile S verwendet. 
Dünnschichtchromatographie: Es wurden Kieselgel-60-Aluminiumplatten mit UV-Fluoreszenzindikator F254 
der Firma Merck verwendet. Die Detektion erfolgte durch UV-Licht bzw. den folgenden Reagenz: Gemisch aus 
1.0 g Ce(SO4)2x4H2O und 2.5 g (NH4)6Mo7O24x4H2O in 100 ml 1.8 M H2SO4. 
Säulenchromatographie: Als stationäre Phase diente Kieselgel-60 (40 - 63 μm) der Firma Merck. Die verwende-
ten Eluenten wurden vor dem Gebrauch bei Bedarf destilliert. 
HPLC: Für die analytische HPLC wurden die folgenden Geräte unter den angeführten Bedingungen eingesetzt. 
HPLC-Anlage Waters 2695 Alliance, Photodiode-Array-Detektor 996 (Waters), ESI-MS-Detektor ZQ 2000 (Wa-
ters), RP-18-5μm Säule  (2.1 x 150 mm,  XTerra), mobile Phase: Wasser : Acetonitril (0 : 100 bis 50 : 50), Fluss 
: 0.2 ml/min. Die HPLC-Lösungsmittel wurden von Firma Baker bezogen. 
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Schutzgastechnik: Als Schutzgas diente Argon 4.8 (Messer-Griesheim). Es wurde eine Wechselhahnanlage mit 
einer Vakuumpumpe (Vakuumbrand, ca. 18 mbar) verwendet. Die Reaktionsapparaturen wurden mit einem Heiß-
luftfön im Vakuum ausgeheizt und unter Argon abgekühlt.  
Lösungsmittel: Alle verwendeten Lösungsmittel wurden am Rotationsverdampfer von höhersiedenden Verunrei-
nigungen befreit. Lösungsmittel für feuchtigkeitsempfindliche Reaktionen wurden entweder ebenfalls käuflich 
erworben oder wie folgt behandelt. THF wurde mit KOH vorgetrocknet, zweimal über Natrium getrocknet und 
unmittelbar vor Gebrauch unter Argon von Natrium/Benzophenon abdestilliert. CH2Cl2 wurde 3 Tage mit 
Phosphorpentoxid gekocht und anschließend unter Argon abdestilliert. 
Verwendete Reagenzien: Chemikalien wurden von den Firmen Acros, Aldrich, Fluka und Merck bezogen. Alle 
kommerziell erhältlichen Reagenzien wurden, falls nichts anders angegeben, ohne weitere Reinigung verwendet. 
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4.2 Versuchsvorschriften 
O3´,O5´-(Ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 2 (OK-106) 
2.44 g (10.0 mmol) Uridin werden in 10 ml trockenem DMF in einem 50 ml Kolben gelöst und nach der Zugabe 
einer Lösung von 3.60 ml (11.0 mmol) DTBSTf in 3 ml trockenem DMF für etwa 4 min bei RT gerührt. Durch 
Quenchen des Reaktionsgemisches mit 10 ml Triethylamin, wobei sich die Lösung von hellgelb über orange 
nach rot färbt, wird die Reaktion beendet und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Der Rück-
stand wird säulenchromatographisch (120 g Säule, CHCl3/MeOH 100:1) gereinigt. Man erhält nach dem Abro-
tieren 3.38 g eines farblosen Feststoffes (8.80 mmol, 88%). 
1H NMR (CDCl3) δ = 1.05 (s, 18H, CH3), 3.92 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.01 (s, 1H, CH(C3´)), 4.34 (s, 1H, CH(C4´), 
4.40 (m, 1H, CH(C2´), 5.57 (s, 1H, CH(C1´)), 5.78 (d, 1H, J = 8 Hz, C(C5)), 7.74 (d, J = 8 Hz, 1H, C(C6)), 9.23 
(NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 11.1 (Cq), 27.3 (CH3), 64.0 (CH2(C5´)), 77.7 (CH(C3´)), 81.8 (CH(C2´)), 87.0 
(CH(C4´)), 93.3 (CH(C1´)), 102.8 (C5), 141.3 (C6), 149.9 (C2), 163.1 (C4) 
Schmelzpunkt: 211°C (Lit. 210°C-212°C) 
 
O2´-(Palmitoyl)uridin 4 und O3´-(Palmitoyl)uridin 5 (OK-211) 
500 mg (1.30 mmol) O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 2 werden bei 0°C in 10 ml trockenem Pyridin in 
einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 540 mg (1.95 mmol) Palmitoylchlorid 
und 40 mg DMAP rührt die Lösung für 16 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. Anschließend wird 
das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt, der Rückstand zwischen 100 ml Dichlor-
methan und 50 ml Brine extrahiert und die organische Phase über MgSO4 getrocknet. Der erhaltende hellbraune 
Feststoff wird ohne weitere Aufarbeitung weiterverwendet und in 20 ml MeOH gelöst. Nach der Zugabe von 
1.00 g (27 mmol) NH4F rührt das Reaktionsgemisch 16 h bei Raumtemperatur. Anschließend wird das Lösungs-
mittel am Rotationsverdampfer entfernt, der Rückstand zwischen 30 ml Dichlormethan und 30 ml Brine extra-
hiert und die organische Phase über MgSO4 getrocknet. Man erhält nach der säulenchromatographischen Aufar-
beitung (120 g Säule, CycH/EtOAc 2:1) 300 mg eines farblosen Feststoffes (0.64 mmol, 48% über zwei Stufen) 
als 2´/3´-Gemisch in einen Verhältnis von 4:9. 
RF-Wert = 0.17 (CycH/EtOAc 2:1) 
1H NMR des 2`-Produktes (CDCl3) δ(ppm) = 0.78 (t, 3H, J = 6 Hz, CH3), 1.20 (s, 26H, CH2), 1.52 (t, 4H,  J = 
6.99 Hz, CH2), 2.32 (m, 2H, CH2-C(O)), 3.66 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.98 (m, 1H, CH (C4´)), 4.32 (m, 1H, 
CH(C3´)), 5.38 (s, 1H, CH(C2´)), 5.62 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.88 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.76 (d, 1H, 
J =  8 Hz, CH(C6)) 
1H NMR des 3`-Produktes (CDCl3) δ(ppm) = 0.78 (t, 3H, J = 6 Hz, CH3), 1.20 (s, 26H, CH2), 1.52 (t, 4H,  J = 
6.99 Hz, CH2), 2.32 (m, 2H, CH2-C(O)), 3.66 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.98 (m, 1H, CH (C4´)), 4.50 (m, 1H, 
CH(C2´)), 5.06 (s, 1H, CH(C3´)), 5.64 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.78 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.80 (d, 1H, 
J =  8 Hz, CH(C6)) 
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13C-NMR (CDCl3): δ = 13.9 (CH3), 22.5- 33.9 (CH2), 60.5 (CH2(C5´)), 72.6 (CH(C4´)), 83.4 (CH(C3´)), 84.9 
(CH(C2´)), 88.1 (CH(C1´)), 102.5 (C5), 141.1 (C6) 151.1 (C2), 164.1 (C4), 171.7 (C(O)O) 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-2,2-ditertbutyl-6-(arabinouridin)dioxasilin-7-ylsuccinat 7 (OK-164) 
650 mg (0.90 mmol) 4-(1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6, 230 mg (0.90 mmol) Triphenyl-
phosphan und 290 mg (0.75 mmol) O3´,O5´-(Ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 2 werden in 5 ml trockenem 
THF in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Die Lösung wird auf 0°C abge-
kühlt und nach der Zugabe von 1.40 ml (0.95 mmol) DIAD für 16 h bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend 
wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt und man erhält nach der säulenchroma-
tographischen Reinigung (120g Säule, CycH/EtOAc 1:1) 510 mg eines farblosen Feststoffes (0.46 mmol, 62 %). 
RF-Wert = 0.60 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H NMR (CDCl3) δ = 0.88 (t, 3H, J =6.4 Hz, CH3), 1.12 (s, 18H, CH3), 1.27 (m, 32H¸ CH2), 1.58 (m, 2H, CH2), 
2.00 (d, 8H, J = 8.9 Hz , CH2), 2.32 (t, 4H, J = 12 Hz, CH2), 2.73 (m, 4H, CH2), 3.91 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.20 
(m, 4H, CH2), 4.28 (s, 1H, CH(C4´), 4.64 (s, 1H, CH(C3´)), 5.24 (m, 1H, CH(C2´), 5.33 (m, 4H, CH=CH), 5.36 
(m, 1H, CH), 5.73 (s, 1H, CH(C1´)), 5.83 (d, 1H, J = 8 Hz, C(C5)), 7.83 (d, J = 8 Hz, 1H, C(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.0 (CH3), 19.8 (CHSi), 22.6 - 31.8 (CH2), 34.0 (C(O)CH2), 38.1 (CH2), 61.7 (OCH2), 
69.7 (CH2(C5´)), 72.9 (CH(C3´)), 73.6 (CH(C4´)), 83.5 (CH(C2´)),  90.6 (CH(C1´)), 102.6 (C5), 129.7 
(CH=CH), 129.9 (CH=CH), 141.6 (C6), 150.9 (C2), 163.6(C4), 171.6 (C(O)), 171.7 (C(O)), 172.0 (C(O)), 173.4 
(C(O)) 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-6-(arabinouridin)succinat 8 (OK-168) 
450 mg (0.41 mmol) 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-2,2-ditertbutyl-6-(arabinouridin)-dioxasilin-7-ylsuccinat 7 
und 2.00 g NH4F werden in 30 ml MeOH in einem 50 ml Einhalskolben gelöst. Nachdem die Reaktionsmi-
schung für 16 h bei Raumtemperatur rührt, wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und man 
erhält nach säulenchromatographischer Reinigung (CycH/EtOAc 1:1) 70 mg eines farblosen Feststoffes (0.07 
mmol, 6 %). 
1H NMR (CDCl3) δ = 0.88 (t, 3H, J =6.4 Hz, CH3), 1.27 (m, 32H¸ CH2), 1.58 (m, 2H, CH2), 2.00 (m, 8H, CH2), 
2.32 (m, 4H, CH2), 2.69 (m, 4H, CH2), 4.17 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.27 (m, 4H, CH2), 4.39 (s, 1H, CH(C4´), 4.64 
(s, 1H, CH(C3´)), 5.21 (m, 1H, CH(C2´), 5.33 (m, 4H, CH=CH), 5.36 (m, 1H, CH), 5.73 (s, 1H, CH(C1´)),5.83 
(d, 1H, J = 8 Hz, C(C5)), 7.83 (d, J = 8 Hz, 1H, C(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.0 (CH3), 21.9 - 31.8 (CH2), 34.0 (C(O)CH2), 38.7 (CH2), 61.7 (OCH2), 69.9 
(CH2(C5´)), 74.7 (CH(C3´)), 76.7 (CH(C4´)), 81.9 (CH(C2´)),  90.8 (CH(C1´)), 102.6 (C5), 129.7 (CH=CH), 




1,3-Dihydroxypropan-2-on-1,3-dioleat 10 (OK-119) 
3.00 g (33.3 mmol) Dihydroxyaceton werden in 150 ml trockenem Dichlormethan unter Argonatmosphäre sus-
pendiert. Zu dieser heterogenen Mischung fügt man 22.0 ml (107 mmol) Ölsäurechlorid, welches in 150 ml 
trockenem Dichlormethan gelöst ist, und 10 ml trockenes Pyridin. Nach etwa 45 min klärt die Suspension auf 
und nach weiteren 90 min beendet man die Reaktion durch Zugabe von 1.50 ml Methanol. Das Lösungsmittel 
wird am Rotationsverdampfer entfernt und der Rückstand in 50 ml Dichlormethan gelöst und dreimal mit je 20 
ml Wasser extrahiert. Nach dem Trocknen der organischen Phase über MgSO4, filtriert man den Feststoff ab und 
entfernt das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer. Man erhält nach dem Umkristallisieren in 100 ml Methanol 
17.1 g (26.9 mmol, 81 %) eines farblosen Wachses 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.87 (t, 6H, J = 6.1 Hz, CH3), 1.26 (s, 40H, CH2), 1.65 (t, 4H, J = 7.2 Hz, CH2-CH2-
C(O)O), 1.99 (m, 8H, CH2), 2.41 (t, 4H, J = 7.5 Hz, CH2-C(O)O), 4.7 (s, 4H, CH2-C(O)), 5.33 (m, 4H, CH=CH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.6 - 31.8 (CH2), 33.67 (CH2-OC(O)), 66.1 (OCH2), 129.7 (CH=CH), 
129.9 (CH=CH), 172.9 (C(O)O), 198.1 (C=O) 
 
1,2,3-Trihydroxypropan-1,3-dioleat 11 (OK-121) 
3.00 g (4.70 mmol) 1,3-Dihydroxypropan-2-on-1,3-dioleat 10 werden in 45 ml THF und 3 ml Wasser in einem 
100 ml Einhalskolben gelöst. Die Lösung wird mittels eines Eisbades auf 4°C abgekühlt und nach der Zugabe 
von 300 mg (5.00 mmol) NaBH4 rührt die Reaktionsmischung für eine Stunde. Anschließend wird mit 1.00 ml 
Eisessig gequencht und das Gemisch zwischen 10 ml gesättigter NaHCO3–Lösung und 50 ml Chloroform extra-
hiert. Nach dem Trocknen der organischen Phase mit MgSO4 wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer 
weitestgehend entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (300 g Säule, CycH/EtOAc 75:25) gerei-
nigt. Man erhält nach dem Abrotieren der relevanten Fraktionen 2.90 g eines farblosen Öles, welches im Kühl-
schrank erstarrt (4.50 mmol, 92%). 
RF-Wert = 0.71 (CycH/EtOAc 75:25) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.87 (t, 6H, J = 6.1 Hz, CH3), 1.26 (s, 40H, CH2), 1.62 (t, 4H, J = 7.2 Hz, CH2-CH2-
C(O)O), 2.00 (m, 8H, CH2), 2.33 (t, 4H, J = 7.5 Hz, CH2-C(O)O), 4.09 (s, 1H, CH-OH), 4.2 (m, 4H, CH2-C(O)), 
5.33 (m, 4H, CH=CH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.6 - 31.8 (CH2), 34.0 (CH2-OC(O)), 64.9 (OCH2), 68.2 (CH-OH), 129.7 
(CH=CH), 129.9 (CH=CH), 173.8 (C(O)O) 
 
4-(1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6 (OK-122) 
2.50 g (4.00 mmol) 1,2,3-Trihydroxypropan-1,3-dioleat 11, 600 mg (8.00 mmol) Bernsteinsäureanhydrid und 30 
mg DMAP werden in 10 ml trockenem Dichlormethan in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Argon-
atmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 0.35 ml trockenem Pyridin rührt die Reaktionsmischung über Nacht bei 
Raumtemperatur. Anschließend wird die Lösung mit 10 ml einer 0.1 N HCl–Lösung ausgeschüttelt. Nach dem 
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Trocknen der organischen Phase mit MgSO4 wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und man 
erhält 2.65 g eines leicht gelblichen, zähflüssigen Öles, welches im Kühlschrank fest wird (3.60 mmol, 90 %). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.87 (t, 6H, J = 6.1 Hz, CH3), 1.26 (s, 40H, CH2), 1.59 (t, 4H, J = 7.2 Hz, CH2-CH2-
C(O)O), 2.00 (m, 8H, CH2), 2.31 (t, 4H, J = 7.5 Hz, CH2-C(O)O), 2.64 (s, 4H, C(O)-CH2-CH2-C(O)), 4.2 (m, 
4H, CH2), 5.31 (m, 1H, CHOH), , 5.33 (m, 4H, CH=CH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.6 - 31.8 (CH2), 34.0 (CH2-OC(O)), 65.0 (OCH2), 68.3 (CHOH), 129.7 
(CH=CH), 130.0 (CH=CH), 173.3 (C(O)O), 173.9 (C(O)O), 187.6 (C(O)OH) 
 
O5´-(4,4´-Dimethoxytrityl)uridin 12 (OK-205) 
1.79 g (7.32 mmol) Uridin werden in 20 ml trockenem Pyridin in einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben unter 
Argonatmosphäre gelöst. Nach Zugabe von 2.72 g (8.04 mmol) 4,4´-Dimethoxytritylchlorid und 180 mg DMAP 
rührt die orange Suspension über Nacht bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. Das Lösungsmittel wird 
am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (500g Säule, EtO-
Ac/ MeOH 9:1 mit 1% Et3N) gereinigt. Man erhält nach dem Abrotieren der relevanten Fraktionen 3.64 g eines 
farblosen Feststoffes (6.66 mmol, 91%). 
RF-Wert = 0.66 (EtOAc/MeOH 9:1 mit 1% Et3N) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 3.55 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.79 (s, 6H, OCH3), 4.23 (m, 1H, CH (C4´)), 4.50 (m, 1H, 
CH(C3´)), 5.28 (s, 1H, CH(C2´)), 5.34 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.38 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 6.84 (m, 4H, 
(CHarom)), 7.18 (m, 9H, (CHarom)) 7.80 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 9.08 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 55.2 (OCH3), 62.2 (CH2(C5´)), 81.3 (CH(C4´)), 83.7 (CH(C3´)), 86.9 (CH(C2´)), 90.6 
(CH(C1´)), 102.6 (C5), 113.1 (CHarom), 128.0 (CHarom), 129.1 (CHarom), 130.0 (CHarom), 139.4 (Carom), 144.0 (C6), 
147.3 (Carom), 150.2 (C2) 158.5 (COCH3), 163.3 (C4) 
 
O2´,O3´-(Dipalmitoyl)-O5´-(4, 4´-dimethoxytrityl)uridin 13 (OK-206) 
1.10 g (2.00 mmol) O5´-(4,4´-Dimethoxytrityl)uridin 12 werden bei 0°C in 25 ml trockenem Pyridin in einem 50 
ml Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 1.65 g (6.00 mmol) Palmitoylchlorid und 30 mg DMAP rührt die 
Lösung für 2 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre (DC-Kontrolle). Anschließend wird das Lösungs-
mittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt, der Rückstand zwischen 100 ml Diethylether und 50 ml 
Brine extrahiert und die organische Phase über MgSO4 getrocknet. Man erhält nach der säulenchromatographi-
schen Reinigung (300g Säule, CycH/EtOAc 3:1 mit 1% Et3N) 1.66 g eines farblosen Feststoffes (1.66 mmol, 
81%). 
RF-Wert = 0.66 (CycH/EtOAc 3:1 mit 1% Et3N) 
1H NMR (CDCl3) δ (ppm) = 0.90 (t, 6H, J = 6 Hz, CH3), 1.13 (s, 42H, CH2), 1.63 (t, 4H, J = 6.99 Hz, CH2), 2.36 
(m, 4H, CH2-C(O)), 3.50 (s, 2H, CH2 (C5´)), 3.80 (s, 6H, OCH3), 4.25 (m, 1H, CH (C4´)), 4.50 (m, 1H, 
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CH(C3´)), 5.28 (s, 1H, CH(C2´)), 5.34 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.25 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 6.84 (m, 4H, 
(CHarom)), 7.18 (m, 9H, (CHarom))  7.76 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 9.02 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.2 (CH3), 22.7- 33.9 (CH2), 55.2 (OCH3), 60.4 (CH2(C5´)), 72.8 (CH(C4´)), 82.2 
(CH(C3´)), 85.6 (CH(C2´)), 87.6 (CH(C1´)), 102.9 (C5), 113.7 (CHarom), 127.0 (CHarom), 129.1 (CHarom), 130.2 
(CHarom), 139.9 (Carom), 143.8 (C6), 147.3 (Carom), 150.4 (C2) 159.5 (COCH3), 164.2 (C4), 172.9 (C(O)O) 
 
O2´,O3´-(Dipalmitoyl)uridin 14 (OK-210) 
1.66 g (1.66 mmol) O2´,O3´-(Dipalmitoyl)-O5´-(4, 4´-dimethoxytrityl)uridin 13 werden in 15 ml einer 80% 
Essigsäurelösung in einen 50 ml Einhalskolben gelöst. Nach dem diese für 15 h bei Raumtemperatur rührt, ext-
rahiert man das Reaktionsgemisch vorsichtig zwischen 250 ml Dichlormethan und 100 ml einer gesättigten 
NaHCO3–Lösung. Die organische Phase wird über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungs-
mittel weitestgehend am Rotationsverdampfer entfernt. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reini-
gung (120g Säule, CycH/EtOAc 2:1) 310 mg eines farblosen Feststoffes (0.43 mmol, 26%). 
RF-Wert = 0.27 (CycH/EtOAc 2:1) 
1H NMR (CDCl3): δ (ppm) 0.80 (t, 6H, J = 6 Hz, CH3), 1.18 (s, 42H, CH2), 1.54 (t, 4H,  J = 6.99 Hz, CH2), 2.32 
(m, 4H, CH2C(O)), 3.85 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.12 (m, 1H, CH(C4´)), 5.41 (s, 2H, CH(C2´),CH(C3´)), 5.79 (d, 
1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.99 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.68 (d, 1H, J =  8 Hz, CH(C6)) 9.11 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.2 (CH3), 22.7- 34.0 (CH2), 61.8 (CH2(C5´)), 72.9 (CH(C4´)), 83.6 (CH(C3´)), 85.6 
(CH(C2´)), 87.7 (CH(C1´)), 103.2 (C5), 150.4 (C2), 163.2 (C4), 172.9 (C(O)O), 172.5 (C(O)O) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C41H73N2O8  gef.: 721.5359 
       ber.: 721.5361 
 
O2´,O3´-(Disuccinyl)-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 15 (OK-207) 
1.10 g (2.00 mmol) O5´-(4,4´-Dimethoxytrityl)uridin 12, 600 mg (6.00 mmol) Bernsteinsäureanhydrid und 30 
mg DMAP werden in 10 ml trockenem Pyridin in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmo-
sphäre gelöst. Nachdem die Reaktionsmischung über Nacht bei Raumtemperatur rührt, wird sie mit 10 ml einer 
0.1 N HCl–Lösung ausgeschüttelt. Nach dem Trocknen der organischen Phase über MgSO4 wird das Lösungs-
mittel am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält 1.56 g eines hellbraunen Feststoffes (2.00 mmol, 
Quant.). 
1H NMR (CDCl3): δ (ppm) = 2.58 (s, 8H, CH2), 3.40 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.72 (s, 6H, OCH3), 4.18 (m, 1H, CH 
(C4´)), 4.50 (m, 1H, CH(C3´)), 5.28 (s, 1H, CH(C2´)), 5.41 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.15 (d, 1H, J = 6 Hz, 
CH(C1´)), 6.76 (m, 4H, (CHarom)), 7.18 (m, 9H, (CHarom))  7.60 (d, 1H, J =  8 Hz, CH(C6)) 10.00 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 21.5- 28.3 (CH2), 55.3 (OCH3), 62.8 (CH2(C5´)), 71.7 (CH(C4´)), 82.1 (CH(C3´)), 85.7 
(CH(C2´)), 87.6 (CH(C1´)), 103.1 (C5), 113.2 (CHarom), 127.0 (CHarom), 129.1 (CHarom), 130.0 (CHarom), 139.7 
(Carom), 143.9 (C6), 147.3 (Carom), 150.4 (C2) 158.8 (C-OCH3), 163.7 (C4), 171.3 (C(O)OH), 171.4 (C(O)OH) 
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O2´,O3´–(Bis(pentadecanylsuccinyl))-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 16 (OK-216) 
1.20 g (1.60 mmol) O2´,O3´-(Disuccinyl)-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 15, 180 mg (0.90 mmol) DCC und 
20 mg DMAP werden in 10 ml trockenem Toluol in einem 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. 
Nach einer Stunde erfolgt die Zugabe von 1.20 g (1.60 mmol) Pentadecanol und die Reaktionsmischung rührt für 
72 h bei Raumtemperatur (DC-Kontrolle). Anschließend wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer wei-
testgehend entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (240g Säule, CHCl3/MeOH 
9:1 mit 1% Et3N) 440 mg eines farblosen Feststoffes (0.38 mmol, 95 %). 
1H NMR (CDCl3): δ (ppm) = 0.90 (t, 3H, J =6.4 Hz, CH3), 1.28 (s, 48H, CH2), 1.62 (m, 4H, CH2), 2.71 (s, 8H, 
CH2), 3.65 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.81 (s, 6H, OCH3), 4.08 (m, 4H, CH2), 4.18 (m, 1H, CH (C4´)), 4.26 (m, 1H, 
CH(C3´)), 5.31 (m, 1H, CH(C2´)), 5.62 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.30 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 6.85 (m, 
4H, (CHarom)), 7.18 (m, 9H, (CHarom))  7.70 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 8.90 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 15.3 (CH3), 21.5- 33.8 (CH2), 55.2 (OCH3), 62.7 (CH2(C5´)), 71.7 
(CH(C4´)), 82.1 (CH(C3´)), 85.7 (CH(C2´)), 87.6 (CH(C1´)), 102.9 (C5), 113.2 (CHarom), 127.0 (CHarom), 129.1 
(CHarom), 130.0 (CHarom), 139.9 (Carom), 143.9 (C6), 147.3 (Carom), 150.4 (C2) 158.8 (C-OCH3), 162.9 (C4), 171.3 
(C(O)OH), 171.5 (C(O)OH) 
 
O2´,O3’-(Bis(pentadecanylsuccinyl)uridin 17 (OK-225) 
440 mg (0.38 mmol) O2´,O3´–(Bis(pentadecanylsuccinyl))-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 16 werden in 80 ml 
trockenem Dichlormethan in einen 250 ml Einhalskolben gelöst. Nach 5 min wird der Lösung 2.40 ml TFA hin-
zugefügt und weitere 30 min bei Raumtemperatur gerührt. Nachdem das Reaktionsgemisch mit 3 ml MeOH 
gequencht wird, extrahiert man vorsichtig mit 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesättigten NaHCO3–
Lösung und trocknet die organische Phase über MgSO4. Man filtriert den Feststoff ab und entfernt das Lösungs-
mittel weitestgehend am Rotationsverdampfer. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (60g 
Säule, CHCl3/MeOH; 9:1 mit 1% Et3N) 150 mg eines farblosen Feststoffes (0.17 mmol, 46%). 
1H NMR (CDCl3) δ (ppm) = 0.88 (t, 3H, J =6.4 Hz, CH3), 1.26 (s, 48H, CH2), 1.62 (m, 4H, CH2), 2.71 (s, 8H, 
CH2), 3.92 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.08 (m, 4H, CH2), 4.18 (m, 1H, CH (C4´)), 4.23 (m, 1H, CH(C3´)), 5.52 (m, 
1H, CH(C2´)), 5.78 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.00 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.70 (d, 1H, J =  8 Hz, CH(C6)) 
9.10 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.7- 31.8 (CH2), 65.1 (CH2(C5´)), 71.2 (CH(C4´)), 83.1 (CH(C3´)), 83.5 
(CH(C2´)), 88.5 (CH(C1´)), 103.1 (C5), 141.1 (C6), 150.4 (C2), 163.1 (C4), 171.4 (C(O)OH), 171.6 (C(O)OH) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C47H81N2O12  gef.: 865.5743 





O2´-(Bernsteinsäure)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxane-1,3-diyl)uridin 18 (OK-140) 
500 mg (1.50 mmol) O3´,O5´-(Ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 2, 300 mg (3.00 mmol) Bernsteinsäureanhydrid 
und 60 mg DMAP werden in 5 ml trockenem Pyridin  in einem ausgeheizten 10 ml Schlenkkolben gelöst. Nach-
dem die Lösung für 60 h unter Argonatmosphäre bei Raumtemperatur gerührt hat, wird das Lösungsmittel am 
Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt und der Rückstand zwischen 150 ml Dichlormethan und 50 ml einer 
gesätt. NH4Cl-Lösung extrahiert. Die organische Phase wird über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und 
man erhält nach dem Abrotieren des Lösungsmittels am Rotationsverdampfer 600 mg (1.24 mmol, 82 %) eines 
farblosen Feststoffes. 
1H NMR (CDCl3) δ = 1.05 (s, 18H, CH3), 2.57 (m, 4H, CH2), 3.84 (m, 2H, CH2(C5´)), 3.99 (s, 1H, CH(C3´)), 
4.14 (s, 1H, CH(C4´),  5.08 (m, 1H, CH(C2´), 5.69 (s, 1H, CH(C1´)), 5.74 (d, 1H, J = 8 Hz, C(C5)), 7.74 (d, J = 
8 Hz, 1H, C(C6)), 9.23 (NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ =  20.3 (CSi), 22.7 (CSi), 27.1 (CH3), 27.5 (CH3), 28.3 – 29.0 (CH2), 41.2 (CH2NH), 67.0 
(CH2(C5´)), 74.3 (CH(C3´)), 74.7 (CH(C4´)), 74.8 (CH(C2´)), 92.2 (CH(C1´)), 102.9 (C5), 141.5 (C6), 
149.7(C2), 163.8 (C4), 171.3 (C(O)O), 175.6 (C(O)OH) 
 
O3´,O5´-(Tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 20 (OK-3-DA) 
2.92 g (12.0 mmol) Uridin werden in 80 ml trockenem Pyridin in einem 250 ml Schlenkkolben unter Argonat-
mosphäre gelöst und auf 0°C gekühlt. Nach der Zugabe von 3.60 ml (11.0 mmol) TIPDSCl wird die Reaktions-
mischung 16 h bei Raumtemperatur gerührt, das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und der Rück-
stand zwischen 50 ml gesätt. NH4Cl–Lösung und 150 ml Essigester extrahiert. Nach dem Trocknen der 
organische Phase über MgSO4, dem Abfiltrieren des Feststoffes und dem Entfernen des Lösungsmittel am Rota-
tionsverdampfer erhält man nach der säulenchromatographisch Reinigung (240 g Säule, CycH/ EtOAc 1:1) 5.26 
g eines farblosen Feststoffes (10.8 mmol, 90%). 
11H NMR (CDCl3) δ = 1.02 (m, 28H, CH/CH3), 3.92 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.11 (m, 1H, CH(C3´)), 4.22 (s, 1H, 
CH(C4´), 4.29 (m, 1H, CH(C2´),  5.69 (d, 1H, J = 8 Hz, C(C5)), 5.73 (s, 1H, CH(C1´)), 7.74 (d, J = 8 Hz, 1H, 
C(C6)), 9.38 (NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 12.4 (SiCH), 12.9 (SiCH), 13.0 (SiCH), 13.3 (SiCH), 16.7-17.4 (CH3), 60.1 (CH2(C5´)), 
68.8 (CH(C3´)), 75.1 (CH(C4´)), 81.8 (CH(C2´)), 90.3 (CH(C1´)), 101.9 (C5), 139.9 (C6), 150.1 (C2), 163.4 
(C4) 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(2,2-di-tert-butyl-6-(uridin-1-yl)dioxasilin-7-yl)succinat 21a (OK-123) 
1.00 g (1.50 mmol) 4-(1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6, 310 mg (1.50 mmol) DCC und 
190 mg DMAP werden in 15 ml trockenem DMF in einem 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. 
Nach einer Stunde erfolgt die Zugabe von 290 mg (0.75 mmol) O3´,O5´-(Ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 2 
und die Reaktionsmischung rührt für 72 h bei Raumtemperatur. Anschließend wird das Lösungsmittel am Rotati-
4-133 
onsverdampfer weitestgehend entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (60 g 
Säule, CycH/EtOAc 4:1 -> EtOAc) 350 mg eines farblosen Feststoffes (0.37 mmol, 21 %). 
RF-Wert = 0.71 (CycH/EtOAc 1:1) 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(2,2-di-tert-butyl-6-(uridin-1-yl)dioxasilin-7-yl)succinat 21b (OK-134) 
200 mg (0.52 mmol) 4-(1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6, 80 mg (0.38 mmol) DCC und 50 
mg (0.38 mmol) HOBT werden in 5 ml trockenem DMF in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Ar-
gonatmosphäre gelöst. Nach einer Stunde erfolgt die Zugabe von 100 mg (0.26 mmol) O3´,O5´-
(Ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 2 und die Reaktionsmischung rührt für 72 h bei Raumtemperatur. Es konnte 
anhand der DC kein Reaktionsumsatz nachgewiesen werden. 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(2,2-di-tert-butyl-6-(uridin-1yl)dioxasilin-7-yl)succinat 21c (OK-142) 
300 mg (0.62 mmol) O2´-(Bernsteinsäure)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxane-1,3-diyl)uridin 18, 190 mg (0.90 mmol) 
DCC und 120 mg (0.9 mmol) HOBT werden in 10 ml trockenem DMF in einem ausgeheizten 25 ml Schlenk-
kolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach einer Stunde erfolg die Zugabe von 790 mg (1.24 mmol) 1,2,3 -
Trihydroxypropan-1,3-diyl-dioleat 11 und die Reaktionsmischung rührt für 72 h bei Raumtemperatur. Anschlie-
ßend wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt. Es konnte anhand der DC kein 
Reaktionsumsatz nachgewiesen werden. 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(2,2-di-tert-butyl-6-(uridin-1-yl)dioxasilin-7-yl)succinat 21d (OK-212) 
810 mg (1.10 mmol) 4-(1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6 und 190mg (1.5 mmol) DMAP 
werden in 10 ml trockenem DMF in einem 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach einer 
halben Stunde erfolg die Zugabe von 380 mg (1.00 mmol) O3´,O5´-(Ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 2 und die 
Reaktionsmischung rührt für 72h bei 80°C Ölbadtemperatur. Es konnte anhand der DC kein Reaktionsumsatz 
nachgewiesen werden. 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(2,2-di-tert-butyl-6-(uridin-1-yl)dioxasilin-7-yl)succinat 21e (OK-249) 
550 mg (1.50 mmol) O3´,O5´-(Ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 2 , 2.20 g (3.00 mmol) 4-(1,3-
Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6, 450 mg (3.00 mmol) PyPy und 0.54 ml EDC werden in 20 
ml trockenem DMF in einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst und für 72h bei 





1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(2,2-tetraisopropyldisiloxyl(uridin-1-yl)yl)succinat 21f (OK-370) 
750 mg (1.50 mmol) O3´,O5´-(Tetraisopropyldisiloxyl)uridin 20, 1.25 g (1.70 mmol) 4-(1,3-
Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6, 350 mg (1.70 mmol) DCC und 50 mg DMAP werden in 
einem 50 ml ausgeheizten Schlenkkolben in 20 ml trockenem THF gelöst. Nach 2 d werden weitere 150 mg 
(0.70 mmol) DCC hinzugefügt und weitere 16 h bei Raumtemperatur gerührt (DC-Kontrolle). Anschließend wird 
der Harnstoff abfiltriert, das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulench-
romatographischen Reinigung (120g Säule, CycH/EtOAc 3:1 -> 2:1) 760 mg eines farblosen Feststoffes (0.68 
mmol, 58 %). 
RF-Wert = 0.70 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ =  0.86 (t, 6H, J = 6.3 Hz, CH3), 0.94 – 1.06 (m, 28H, SiCHCH3), 1.28 (s, 40H, CH2), 1.58 
(t, 4H, J = 6.6 Hz, CH2), 1.98 (m, 8H, CH2), 2.39 (t, 4H, J = 7.8 Hz, C(O)CH2), 2.68 (m, 4H, 
C(O)CH2CH2C(O)), 3.99 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.18 (m, 4H, CH2CHO), 4.25 (m, 1H, CH (C4´)), 4.26 (m, 1H, CH 
(C3´)), 5.28 (m, 1H, CHO), 5.32 (m, 4H, CH=CH), 5.39 (d, 1H, J = 5.1 Hz, CH (C2´)), 5.68 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C5)), 5.79 (s, 1H, CH(C1´)), 7.68 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 9.25 (s(b), 1H, NH) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) =12.4 (Si-CH), 12.8 (SiCH), 13.4 (SiCH), 14.0 (CH3), 16.6 -17.3 (CH3), 22.6 – 29.7 
(CH2), 31.8 (CH2), 33.9 (C(O)CH2), 59.4 (CH2(C5´)), 61.8 (C(O)CH2O), 67.6 (CH(C3´)), 69.5 (CHO), 75.6 ( 
CH(C2´)), 82.0 (CH(C4´)), 88.5 (CH(C1´)), 102.1 (CH(C5)), 129.6/129.9 (CH=CH), 139.2 (CH(C6)), 149.6 
(C(C2)), 163.9 (C(C4)), 170.0 (C(C(O))), 173.2 (C(C(O))) 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(uridin)ylsuccinat 22 (OK 371) 
675 mg (0.61 mmol) 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(2,2-tetraisopropyldisiloxyl(uridin-1-yl)yl)succinat 21 wer-
den in einen kleinen Plastikgefäss in 5 mL THF gelöst. Nach der Zugabe von 0.20 ml (1.22 mmol) Triethyla-
mintrihydrofluorid lässt man das Reaktionsgemisch für 2 h bei Raumtemperatur rühren. Anschließend extrahiert 
man zwischen 50 ml Essigester und 20 ml Wasser. Die organische Phase wird über Na2SO4 getrocknet, filtriert 
und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Man erhält 470 mg eines farblosen Feststoffes (0.49 
mmol, 80%). Jedoch handelt es sich dabei um das 3´-Produkt. 
RF-Wert = 0.10 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.86 (t, 6H, J = 6.3 Hz, CH3), 1.28 (s, 40H, CH2), 1.58 (t, 4H, J = 6.6 Hz, CH2), 1.98 (m, 
8H, CH2), 2.33 (t, 4H, J = 7.8 Hz, C(O)CH2), 2.68 (m, 4H, C(O)CH2CH2C(O)), 3.85 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.18 
(m, 1H, CH (C4´)), 4.28 (m, 4H, CH2CHO), 4.63 (s, 1H, CH (C2´)), 5.23 (m, 1H, CHO), 5.26 (m, 1H, CH (C3´)), 
5.32 (m, 4H, CH=CH), 5.70 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.81 (d, 1H, J = 6 Hz, CH(C1´)), 7.81 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C6)) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 14.1 (CH3), 22.6 – 29.7 (CH2), 31.8 (CH2), 33.9 (C(O)CH2), 61.7 (CH2(C5´)), 61.8 
(C(O)CH2O), 69.7 (CHO), 72.9 (CH(C2´)), 73.5 (CH(C3´)), 83.5 (CH(C4´)), 90.6 (CH(C1´)), 102.6 (CH(C5)), 
129.6/129.9 (CH=CH), 141.6 (CH(C6)), 150.9 (C(C2)), 163.6 (C(C4)), 170.0 (C(C(O))), 173.2 (C(C(O))) 
Elementaranalyse für C52H86N2O13: gef.: C: 66.02, H: 8.99, N: 3.17 
4-135 
ber.: C: 65.93, H: 9.15, N: 2.96 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C52H87N2O13 gef.: 947.6176 
ber.: 947.6208 
 
N6-Benzoyladenosin 24 (OK 147) 
2.00 g (7.48 mmol) Adenosin werden in 30 ml trockenem Pyridin in einem ausgeheizten 100 ml Schlenkkolben 
gelöst. Nachdem man 6.10 ml TMSCl der Lösung zugetropft hat, lässt man jene 3 h rühren und kühlt sie dann 
auf 0°C ab. Anschließend tropft man 2.60 ml Benzoylchlorid hinzu und lässt das Reaktionsgemisch für 16 h bei 
Raumtemperatur unter einer Argonatmosphäre rühren. Die Lösung wird mittels eines Eisbades wieder auf 0°C 
abgekühlt, man tropft 7.5 ml Wasser hinzu, lässt sie für 30 min rühren und tropft dann 15 ml einer 25 %-igen 
Ammoniaklösung hinzu. Nach weiteren 30 min bei Raumtemperatur rührend, extrahiert man das Gemisch zwi-
schen 200 ml Dichlormethan und 100 ml Wasser. Die organische Phase wird verworfen und man erhält durch 
Umkristallisieren aus der wässrigen Phase 2.20 g eines farblosen Feststoffes (5.93 mmol, 79 %). 
1H-NMR (CD3OH): δ = 3.85 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.18 (s, 1H, CH(C4´), 4.39 (s, 1H, CH(C3´)), 4.80 (m, 1H, 
CH(C2´), 6.21 (d, 1H, J = 6 Hz, CH(C1´)), 7.68 (d, 2H, J = 7.5 Hz, CHarom), 7.76 (s, 1H, CHarom ), 8.17 (d, J = 
7.5 Hz, 2H, CHarom), 8.82 (s, 1H, CH(C8)), 8.85 (s, 1H, CH(C2)) 
13C-NMR (CD3OH): δ =  62.8 (CH2(C5´)), 72.0 (CH(C3´)), 75.5 (CH(C2´)), 87.4 (CH(C4´)), 89.7 (CH(C1´)), 
126.7 (C(C5), 129.8 (CHarom), 130.0 (CHarom), 134.0 (CHarom), 134.9 (CHarom), 144.7 (CH(C8), 151.7 (C(C6), 
153.1 (C(C4)), 153.6 (CH(C2)), 164.3 (C(O)NH) 
 
O3´,O5´-(Tetraisopropyldisiloxyl)-N6-benzoyladenosin 25 (OK-384) 
2.00 g (5.76 mmol) N6-Benzoyladenosin 24 werden in 30 ml trockenem Pyridin in einem 100 ml Schlenkkolben 
unter Argonatmosphäre gelöst und auf 0°C gekühlt. Nach der Zugabe von 2.00 ml (6.00 mmol) TIPDSCl wird 
die Reaktionsmischung 16 h bei Raumtemperatur gerührt, das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt 
und der Rückstand zwischen 50 ml gesätt. NH4Cl–Lösung und 150 ml Essigester extrahiert. Die organische 
Phase wird über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Man erhält 
nach der säulenchromatographischen Reinigung (120 g Säule, CH2Cl2/MeOH 15:1) 1.54 g eines farblosen Fest-
stoffes (2.50 mmol, 43%). 
RF-Wert = 0.56 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 1.07 (m, 28H, SiCHCH3), 4.10 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.13 (m, 1H, CH (C4´)), 4.67 (d, 1H, 
J = 5.4 Hz, CH (C2´)), 5.12 (m, 1H, CH (C3´)), 6.01 (s, 1H, CH(C1´)), 7.51 – 7.60 (m, 3H, CHarom), 8.00 (d, 2H, 
J = 7.2 Hz, CHarom), 8.14 (s, 1H, C2), 8.74 (s, 1H, C8), 9.06 (s, 1H, NH) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) =12.6 (SiCH), 12.8 (SiCH), 13.0 (SiCH), 13.4 (SiCH), 16.6 -17.3 (CH3), 61.5 
(CH2(C5´)), 70.7 (CH(C3´)), 75.0 (CH(C2´)), 82.2 (CH(C4´)), 89.7 (CH(C1´)), 123.6 (C(C5)), 127.8 (CHarom), 
4-136 
128.8 (CHarom), 133.6 (C), 140.8 (CH(C8)), 149.5 (C(C6)), 150.8 (C(C4), 151.1 (CH(C2), 164.4 (C(O)Bz)), 
170.4(C(C(O))), 171.1 (C(C(O))), 173.2 (C(C(O))) 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-2,2-tetraisopropyldisiloxyl-(N6-benzoyladenosin)ylsuccinat 26 (OK-391) 
1.54 g (2.50 mmol) O3´,O5´-(Tetraisopropyldisiloxyl)-N6-benzoyladenosin 25, 1.62 g (2.20 mmol) 4-(1,3-
Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6, 520 mg (2.50 mmol) DCC und 100 mg DMAP werden in 
einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben in 20 mL trockenem THF gelöst. Nach 3 d wird der Harnstoff abfilt-
riert, das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen 
Reinigung (120g Säule, CycH/EtOAc 4:1 -> 1:1) 730 mg eines farblosen Feststoffes (0.55 mmol, 22 %). 
RF-Wert = 0.67 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.86 (t, 6H, J = 6.3 Hz, CH3), 0.94 – 1.06 (m, 28H, SiCHCH3), 1.28 (s, 40H, CH2), 1.58 
(t, 4H, J = 6.6 Hz, CH2), 1.98 (m, 8H, CH2), 2.39 (t, 4H, J = 7.8 Hz, C(O)CH2), 2.68 (m, 4H, 
C(O)CH2CH2C(O)), 3.89 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.14 (m, 4H, CH2CHO), 4.28 (m, 1H, CH (C4´)), 5.16 (m, 1H, CH 
(C3´)), 5.28 (m, 1H, CHO), 5.32 (m, 4H, CH=CH), 5.87 (d, 1H, J = 5.4 Hz, CH (C2´)), 6.07 (s, 1H, CH(C1´)), 
7.51 – 7.60 (m, 3H, CHarom), 8.00 (d, 2H, J = 7.2 Hz, CHarom), 8.17 (s, 1H, C2), 8.74 (s, 1H, C8), 9.06 (s, 1H, 
NH) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) =12.4 (SiCH), 12.8 (SiCH), 13.4 (SiCH), 14.0 (CH3), 16.6 -17.3 (CH3), 22.6 – 29.7 
(CH2), 31.8 (CH2), 33.9 (C(O)CH2), 60.4 (CH2(C5´)), 61.8 (C(O)CH2O), 68.9 (CH(C3´)), 69.6 (CHO), 75.8 ( 
CH(C2´)), 82.0 (CH(C4´)), 87.6 (CH(C1´)), 123.4 (C(C5)), 127.8 - 128.8 (CHarom), 129.6/129.9 (CH=CH), 133.6 
(C), 140.8 (CH(C8)), 149.5 (C(C6)), 150.8 (C(C4), 151.1 (CH(C2), 164.4 (C(O)Bz)), 170.4(C(C(O))), 171.1 
(C(C(O))), 173.2 (C(C(O))) 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(N6-benzoyladenosin)ylsuccinat 27 (OK-392) 
730 mg (0.55 mmol) 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-2,2-tetraisopropyldisiloxyl(N6-benzoyl adenosin)ylsuccinat 
26 werden in einen kleinen Plastikgefäss in 10 ml THF gelöst. Nach der Zugabe von 0.50 ml (1.80 mmol) 
Triethylamintrihydrofluorid lässt man das Reaktionsgemisch für 2 h bei Raumtemperatur rühren. Anschließend 
extrahiert man zwischen 50 ml Dichlormethan und 10 ml Wasser. Die organische Phase wird über Na2SO4 ge-
trocknet, filtriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Man erhält 530 mg eines farblosen 
Feststoffes (0.49 mmol, 89%). Jedoch handelt es sich dabei um das 3´-Produkt. 
RF-Wert = 0.03 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ =  0.86 (t, 6H, J = 6.3 Hz, CH3), 1.28 (s, 40H, CH2), 1.60 (t, 4H, J = 6.6 Hz, CH2), 2.00 (m, 
8H, CH2), 2.34 (t, 4H, J = 7.8 Hz, C(O)CH2), 2.73 (m, 4H, C(O)CH2CH2C(O)), 3.85 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.14 
(m, 4H, CH2CHO), 4.30 (m, 1H, CH(C3´) bei Rest an C2´), 4.35 (m, 1H, CH (C4´)), 4.65 (m, 1H, CH(C2´)), (m, 
1H, CHO), 5.25 (m, 1H, CH (C3´)),5.32 (m, 4H, CH=CH), 5.85 (m, 1H, CH(C1´), 7.51 – 7.60 (m, 3H, CHarom), 
8.00 (d, 2H, J = 7.2 Hz, CHarom), 8.13 (s, 1H, C2), 8.43 (s, 1H, C8), 9.66 (s, 1H, NH) 
4-137 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 14.0 (CH3), 16.6 -17.3 (CH3), 22.6 – 29.7 (CH2), 31.9 (CH2), 34.0 (C(O)CH2), 61.7 
(CH2(C5´)), 62.8 (C(O)CH2O), 69.7 (CHO), 72.7 (CH(C2´)), 74.9 (CH(C3´)), 85.5 (CH(C4´)), 90.8 (CH(C1´)), 
124.5 (C(C5)), 127.8 - 128.8 (CHarom), 129.6/129.9 (CH=CH), 133.6 (C), 140.8 (CH(C8)), 150.3 (C(C6)), 150.8 
(C(C4), 151.1 (CH(C2)), 164.4 (C(O)Bz)), 170.8 (C(C(O))), 171.5 (C(C(O))), 173.4 (C(C(O))) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C60H92N5O12 gef.: 1074.6710 
ber.: 1074.6737 
 
O3´,O5´-(Tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)adenosin 28 (OK290) 
780 mg (2.90 mmol) Adenosin werden in 10 ml trockenem Pyridin in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben 
suspendiert und bei 0°C mit 1.50 ml (3.34 mmol) TIPDSCl versetzt. Nun wird die Reaktionsmischung langsam 
auf Raumtemperatur erwärmt. Nach 24 h Rühren ist immer noch Edukt in der Lösung, weshalb zusätzlich 0.20 
ml (0.45 mmol) 1,1,3,3-Tetraisopropyldisiloxan-1,3-dichlorid langsam bei 0°C zugetropft werden. Nach weite-
ren 24 h wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt und der ölige Rückstand zwi-
schen 100 ml Dichlormethan und 20 ml einer gesättigten NaHCO3-Lösung extrahiert, die organische Phase wird 
über MgSO4 getrocknet und einrotiert. Man erhält nach der säulenchromatographischer Reinigung (120g Säule, 
EtOAc/MeOH 45:1) 1.18g eines farblosen Feststoffes. (2.27 mmol, 80%). 
RF-Wert = 0.45 (CHCl3/MeOH 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 1.06-1.16 (m, 28H, CH3-CH), 1.28 (s, 2H, NH2), 1.83 (s, 1H, OH), 4.04 (m, 2H, CH2 
(C5´)), 4.14 (m, 1H, CH (C4´)), 4.61 (m, 1H, CH(C3´), 5.16 (m, 1H, CH(C2´)), 5.99 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 
7.98(s, 1H, CH(C2)), 8.31 (s, 1H, CH(C8)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 12.6-13.3 (SiCH), 17.0-17.5 (CH3), 61.8 (CH2(C5´)), 70.9 (CH(C3´)), 75.1 (CH(C2´)), 
82.2 (CH(C4´)), 98.1 (CH(C1´)), 153.3 (C2), 155.4 (C4), 156.0 (C8) 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-2,2-tetraisopropyldisiloxyl(adenosin)ylsuccinat 29 (OK-401) 
1.38 g (2.71 mmol) O3´,O5´-(Tetraisopropyldisiloxyl)adenosin 28, 1.00 g (1.36 mmol) 4-(1,3-
Bis(oleoyloxy)propan-2-yloxy)-4-oxobutansäure 6, 310 mg (1.50 mmol) DCC und 60 mg DMAP werden in 
einem 50 ml ausgeheizten Schlenkkolben in 20 ml trockenem THF gelöst. Nach 3 d wird der Harnstoff abfilt-
riert, das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen 
Reinigung (120g Säule, CycH/EtOAc 1:1) 1.00 g eines farblosen Feststoffes (0.81 mmol, 60 %). 
RF-Wert = 0.16 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.86 (t, 6H, J = 6.6 Hz, CH3), 0.94 – 1.06 (m, 28H, SiCHCH3), 1.28 (s, 40H, CH2), 1.68 
(t, 4H, J = 6.6 Hz, CH2), 1.84 (m, 8H, CH2), 2.14 (t, 4H, J = 8 Hz, C(O)CH2), 2.62 (m, 4H, C(O)CH2CH2C(O)), 
3.89 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.07 (m, 4H, CH2CHO), 4.92 (m, 1H, CH (C4´)), 5.15 (m, 6H, CH (C3´) + CHO + 
CH=CH), 5.65 (d, 1H, J = 6 Hz, CH (C2´)), 5.87 (s, 1H, CH(C1´)), 7.93 (s, 1H, C2), 8.03 (s, 1H, C8) 
4-138 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 12.4 (SiCH), 12.8 (SiCH), 13.4 (SiCH), 14.0 (CH3), 16.6 -17.3 (CH3), 22.6 – 29.7 
(CH2), 31.8 (CH2), 33.9 (C(O)CH2), 60.4 (CH2(C5´)), 61.7 (C(O)CH2O), 68.5 (CH(C3´)), 69.3 (CHO), 75.5 ( 
CH(C2´)), 81.6 (CH(C4´)), 87.2 (CH(C1´)), 123.4 (C(C5)), 129.6/129.9 (CH=CH), 140.8 (CH(C8)), 148.4 
(C(C6)), 152.6 (CH(C2), 155.3 (C(C4), 170.3 (C(C(O))), 171.1 (C(C(O))), 173.2 (C(C(O))) 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(adenosin)ylsuccinat 31 (OK-394) 
110 mg (0.10 mmol) 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(N6-benzoyladenosin)ylsuccinat 27 werden zusammen mit 
10 μl (0.20 mmol) Isobutylamin in einen 10 ml Einhalskolben in 5 ml n-Butanol für 3 d bei Raumtemperatur 
gerührt. Es wurde nach dem Entfernen des Lösungsmittels am Rotationsverdampfer lediglich das Edukt zurück 
erhalten. 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(adenosin)ylsuccinat 31 (OK-396) 
110 mg (0.10 mmol) 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(N6-benzoyladenosin)ylsuccinat 27 werden zusammen mit 
20 μl (0.50 mmol) einer 25%-igen NH4Cl-Lösung in einen 10 ml Einhalskolben in 5 ml Ethanol für 3 d bei 
Raumtemperatur gerührt. Es wurde nach dem Entfernen des Lösungsmittels am Rotationsverdampfer lediglich 
eine Abspaltung des Esters nachgewiesen. 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(adenosin)ylsuccinat 31 (OK-399) 
110 mg (0.10 mmol) 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-(N6-benzoyladenosin)ylsuccinat 27 werden in einen Druck-
gefäss in 10 ml Ethanol für16 h bei 105°C gerührt. Es wurde nach dem Entfernen des Lösungsmittels am Rotati-
onsverdampfer eine Abspaltung des Esters und der Benzoylschutzgruppe nachgewiesen. 
 
1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2(adenosin)ylsuccinat 31 (OK-402) 
800 mg (0.55 mmol) 1,3-Bis(oleoyloxy)propan-2-yl-2,2-tetraisopropyldisiloxyl(adenosin) ylsuccinat 29 werden 
in einen kleinen Plastikgefäss in 10 ml THF gelöst. Nach der Zugabe von 0.50 ml (1.80 mmol) Triethylamintri-
hydrofluorid lässt man das Reaktionsgemisch für 4 h bei Raumtemperatur rühren. Das Lösungsmittel wird am 
Rotationsverdampfer entfernt und der Rückstand in Ethanol suspendiert. Anschließend filtriert man den ausgefal-
lenen Feststoff ab und engt das Filtrat ein, welches nach der säulenchromatographischen Reinigung (60g Säule, 
CH2Cl2/MeOH 9:1), 100 mg eines farblosen Feststoffes gibt (0.10 mmol, 18 %). 
RF-Wert = 0.35 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.86 (t, 6H, J = 6.3 Hz, CH3), 1.28 (s, 40H, CH2), 1.60 (t, 4H, J = 6.6 Hz, CH2), 2.00 (m, 
8H, CH2), 2.34 (t, 4H, J = 7.8 Hz, C(O)CH2), 2.73 (m, 4H, C(O)CH2CH2C(O)), 3.85 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.14 
(m, 4H, CH2CHO), 4.30 (m, 1H, CH(C3´) bei Rest an C2´), 4.35 (m, 1H, CH (C4´)), 4.65 (m, 1H, CH(C2´)), (m, 
1H, CHO), 5.25 (m, 1H, CH (C3´)), 5.32 (m, 4H, CH=CH), 5.85 (m, 1H, CH(C1´)), 7.91 (s, 1H, C2), 8.15 (s, 
1H, C8) 
4-139 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 13.9 (CH3), 22.6 – 29.7 (CH2), 31.8 (CH2), 33.9 (C(O)CH2), 61.7 (C(O)CH2O), 
62.4 (CH2(C5´)), 69.3 (CHO), 72.3 (CH(C2´)), 74.7 (CH(C3´)), 85.3 (CH(C4´)), 90.6 (CH(C1´)), 123.4 (C(C5)), 
129.6/129.9 (CH=CH), 140.8 (CH(C8)), 148.4 (C(C6)), 152.6 (CH(C2), 155.3 (C(C4), 170.3 (C(C(O))), 171.5 
(C(C(O))), 173.5 (C(C(O))) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C54H90N5O11 gef.: 984.6438 
ber.: 984,6558 
 
3-Brom-2,2-bis(brommethyl)propan-1-ol 33 (OK 203) 
12.8 g (94.0 mmol) Pentaerythritol werden in einem Gemisch aus 10 ml Eisessig und 50 ml 40% HBr–Lösung in 
einem 250 ml Einhalskolben gelöst und für 24 h unter Rückfluss gekocht. Anschließend gibt man der Lösung 
weitere 50 ml 40% HBr–Lösung und 23 ml konzentrierte Schwefelsäure und kocht dieses Reaktionsgemisch 
weitere 24 h unter Rückfluss. Nach dem jenes abgekühlt ist, trennt man die untere Phase durch Dekantieren ab, 
verdünnt sie mit 50 ml Chloroform und extrahiert diese organische Phase dreimal mit 20 ml Wasser. Anschlie-
ßend wird sie über K2CO3 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und man erhält nach der säulenchromatographi-
schen Reinigung (1000g Säule, CycH/EtOAc 9:1) 13.9 g eines gelben Waches (43.1 mmol, 46%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 1.97 (s, 1H, OH), 3.53 (s, 6H, CH2Br), 3.73 (s, 2H, CH2OH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 62.3 (CH2OH), 44.2 (C), 34.4 (CH2Br) 
 
4-(3-Brom-2,2-bis(brommethyl)propoxy)-4-oxobutansäure 34 (OK 354) 
3.25 g (10.0 mmol) 3-Brom-2,2-bis(brommethyl)propanol 33, 2.00 g (20.0 mmol) Bernsteinsäureanhydrid und 
400 mg DMAP werden in einem 50 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre in 25 ml trockenen Pyridin gelöst 
und für 60 h bei Raumtemperatur gerührt. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer mit Hilfe von Toluol 
entfernt und der Rückstand zwischen 150 ml Dichlormethan und 50 ml Brine extrahiert. Die organische Phase 
wird über MgSO4 getrocknet. Nach der säulenchromatographischen Reinigung (40g, EtOAc) erhält man 4.05 g 
eines gelben Feststoffes (9.50 mmol, 95%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 2.68 (m, 4H, CH2), 3.53 (s, 6H, BrCH2), 4.22 (s, 2H, OCH2), 10.2 (s(b), 1H, HOC(O)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 28.8 (CH2), 33.9 (BrCH2), 42.7 (C), 63.8 (OCH2), 171.1 (C(O)O), 177.7 (C(O)OH) 







diyl)uridin 35 (OK-361) 
970 mg (2.00 mmol) O3´,O5´-(Tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 20, 1.02 g (2.40 mmol) 4-(3-Brom-2,2-
bis(brommethyl)propoxy)-4-oxobutansäure 34, 495 mg (2.40 mmol) DCC und 50 mg DMAP werden in einem 
ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre in 30 ml trockenem THF gelöst und für 64 h bei 
Raumtemperatur gerührt. Der ausgefallene Harnstoff wird abfiltriert und das Lösungsmittel am Rotationsver-
dampfer entfernt. Nach der säulenchromatographischen Reinigung (240g Säule, CycH/EtOAc 1:1) erhält man 
850 mg eines farblosen Feststoffes (0.95 mmol, 48%). 
RF-Wert = 0.71 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H NMR (CDCl3) δ (ppm) = 1.02 (m, 30H), 2.66 (m, 4H, CH2), 3.51 (s, 6H, BrCH2), 3.96 (m, 2H, CH2 (C5´)), 
4.18 (m, 3H, OCH2 + CH(C4´)), 4.32 (m, 1H, CH(C3´)), 5.37 (d, 1H, J = 5 Hz, CH(C2´)), 5.69 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C5)), 5.79 (s, 1H, CH(C1´)), 7.67 (d, 1H, J =  8 Hz, CH(C6)) 9.88 (s, 1H, COOH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 12.7 (CH), 16.6- 17.3 (CH3), 28.7 (CH2), 28.8(CH2), 34.0 (BrCH2), 42.6 (C), 59.3 
(CH2(C5´)), 63.8 (OCH2) 67.4 (CH(C2´)), 75.6 (CH(C3´)), 81.9 (CH(C4´)), 88.2 (CH(C1´)), 102.1 (C5), 139.0 
(C6), 149.8 (C2), 163.5 (C4), 170.0 (C(O)O), 170.8 (C(O)O) 




diyl)uridin 36 (OK-376) 
850 mg (0.95 mmol) O2´-(4-(3-Brom-2,2-bis(brommethyl)propoxy)-4-oxobutanester)-O3´,O5´-
(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 35 , 860 mg (3.00 mmol) Octadecanthiol, 975 mg (3.00 mmol) CsCO3 
und 2.50 ml (15.0 mmol) DIPEA werden in einem 50 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre in 20 ml trocke-
nem Dichlormethan gelöst und für 12 d bei Raumtemperatur gerührt. Das Lösungsmittel wird am Rotationsver-
dampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CycH/EtOAc 4:1 
-> 1:1) 100 mg eines farblosen Feststoffes, jedoch nur als einfach alkyliertes Produkt (0.09 mmol, 10 %) und 400 
mg des Eduktes (0.45 mmol, 47%). 
RF-Wert = 0.53 (CycH/EtOAc 4/1) 
1H NMR (CDCl3) δ (ppm) = 0.86 (t, 3H, J = 6.3 Hz, CH3), 1.02 (m, 28H), 1.28 (s, 28H, CH2), 1.66 (m, 2H, 
CH2), 2.64 (m, 2H, SCH2), 2.66 (m, 4H, CH2), 3.54 (s, 4H, BrCH2), 3.99 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.23(m, 3H, OCH2 
+ CH(C4´)), 4.34 (m, 1H, CH(C3´)), 4.95 (m, 2H, SCH2), 5.39 (d, 1H, J = 5 Hz, CH(C2´)), 5.74 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C5)), 5.82 (s, 1H, CH(C1´)), 7.69 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 12.7 - 12.9 (CH), 14.1 (CH3), 16.7 - 17.4 (CH3), 22.7 - 29.9 (CH2), 21.9 (CH2), 34.1 
(BrCH2), 39.1 (SCH2), 42.7 (C), 59.3 (CH2(C5´)), 63.9 (OCH2) 67.5 (CH(C2´)), 75.8 (CH(C3´)), 82.1 
(CH(C4´)), 88.9 (CH(C1´)), 101.7 (C5), 137.1 (C6), 150.0 (C2), 162.1 (C4), 170.0 (C(O)O), 170.9 (C(O)O) 
4-141 
 
2´-(4-(3-Octadecyl-2,2-bis(brommethyl)propyl)-4-oxobutanester)uridin 37 (OK-408) 
100 mg (0.72 mmol) O2´-(4-(3-Octadecyl-2,2-bis(brommethyl)propoxy)-4-oxobutanester)-O3´,O5´-
(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 36, werden in einen kleinen Plastikgefäss in 10 ml THF gelöst. Nach der 
Zugabe von 0.40 ml (2.44 mmol) Triethylamintrihydrofluorid lässt man das Reaktionsgemisch für 3 h bei Raum-
temperatur rühren. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulench-
romatographischen Reinigung (40g Säule, (CycH/EtOAc 1/1 - > EtOAc) 45 mg eines farblosen Feststoffes (0.05 
mmol, 69%). Jedoch handelt es sich dabei um eine Mischung zwischen 2´ -und 3´-Produkt im Verhältnis 1:4. 
RF-Wert = 0.18 (CycH/EtOAc 1/1) 
1H NMR (CDCl3) δ (ppm) = 0.86 (t, 3H, J = 6.6 Hz, CH3), 1.28 (s, 28H, CH2), 1.61 (m, 2H, CH2), 2.66 (m, 4H, 
CH2), 3.54 (s, 4H, BrCH2), 3.99 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.23(m, 3H, OCH2 + CH(C4´)), 4.64 (m, 1H, CH(C2´) für 
Rest an 3´), 5.00 (m, 2H, SCH2), 5.33 (s, 2H, SCH2), 5.39 (m, 1H, J = 5 Hz, CH(C3´)), 5.81 (s, 1H, CH(C1´) für 
Rest an 3´), 5.85 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.97 (s, 1H, CH(C1´) für Rest an C2´), 7.73 (d, 1H, J =  8 Hz, 
CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.7 - 33.1 (CH2), 34.1 (BrCH2), 42.7 (SCH2), 61.8 (CH2(C5´)), 64.2 
(OCH2) 73.4 (CH(C2´)), 75.8 (CH(C3´)), 83.1 (CH(C4´)), 88.9 (CH(C1´)), 102.2 (C5), 139.3 (C6), 151.1 (C2), 
162.2 (C4), 171.2 (C(O)O), 171.8 (C(O)O) 
 
Arabino-O2,O2´-anhydro-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 38 (OK 155) 
2.00 g (8.14 mmol) Arabino-O2,O2'-anhydrouridin 41 werden in 10 ml trockenem Pyridin in einem ausgeheizten 
25 ml Schlenkkolben gelöst. Unter Rühren werden 2.55 ml (9.74 mmol) TBDPSCl und anschließend 20 mg 
DMAP hinzugefügt. Nachdem die Reaktionsmischung für 60 h bei Raumtemperatur rührt, wird der entstandene 
Niederschlag abfiltriert, das Filtrat zwischen 250 ml Dichlormethan und 100 ml einer gesätt. NH4Cl-Lösung 
extrahiert und die organische Phase über MgSO4 getrocknet. Nach dem Abfiltrieren des Feststoffes und dem 
Abrotieren des Lösungsmittels am Rotationsverdampfer erhält man nach säulenchromatographischen Reinigung 
(120g Säule, CH2Cl2/MeOH 20:1) 2.18 g eines farblosen Feststoffes. (4.69 mmol, 58%.). 
RF-Wert = 0.77 (CHCl3/MeOH 20:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.92 (s, 9H, CH3), 3.58 (m, 2H, CH2(C5´)) 4.25 (m, 1H, CH(C4´)), 4.57 (m, 1H, 
CH(C3´)), 5.38 (d, 1H, J = 6 Hz, CH(C2´)), 5.66 (s, 1H, OH), 5.94 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.16 (d, 1H, J = 6 
Hz, CH(C1´)), 7.30 (m, 6H, (CHarom)), 7.51 (m, 4H, (CHarom)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 19.1 (C-Si), 26.6 (CH3), 62.8 (CH2(C5´)), 74.9 (CH(C3´)), 87.7 (CH(C2´)), 89.6 
(CH(C4´)), 89.7 (CH(C1´)), 109.9 (C5), 127.8 (CHarom), 127.8 (CHarom), 129.9 (CHarom), 132.6 (Carom), 132.8 
(Carom), 135.4 (Carom), 135.5 (Carom), 139.43 (C6),  159.7 (C2), 172.5 (C4) 
Elementaranalyse für C25H28N2O5Si: gef. C: 63.97, H: 6.15, N: 5.92 
ber. C: 64.63, H: 6.07, N: 6.03 
4-142 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C25H29N2O5Si gef.: 465.1847 
ber.: 465.1845 
 
O2´-(2-Hydroxyethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 39 (OK 159) 
8.60 ml (8.60 mmol) BH3•THF werden in 4.80 ml Ethylenglycol in einem 200 ml Reaktionsgefäß gelöst. Nach-
dem die H2-Entwicklung beendet ist, fügt man der Lösung 2.00 g (4.30 mmol) Arabino-O2,O2´-anhydro-O5´-
(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 38 und 20 mg NaHCO3 bei. Das Reaktionsgemisch rührt anschließend für 16h 
bei 160°C in ein Überdruckgefäß. Man erhält, nach dem Abrotieren des Lösungsmittel am Rotationsverdampfer 
und der der säulenchromatographischen Reinigung (300g Säule, CH2Cl2/MeOH 20:1) 1.90 g eines farblosen 
Feststoffes (3.61 mmol, 84%). 
RF-Wert = 0.70 (CHCl3/MeOH 20:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.98 (s, 9H, CH3), 3.55 (m, 2H, CH2(C5´)), 3.60 (m, 2H, CH2), 3.67 (m, 2H, CH2) 3.88 
(m, 1H, CH(C4´)), 3.96 (m, 1H, CH(C2´)), 4.28 (m, 1H, CH(C3´)) 5.24 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.91 (d, 1H, J 
= 3 Hz, CH(C1´)), 7.30 (m, 6H, (CHarom)), 7.54 (m, 4H, (CHarom)) 7.83 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 9.99 (s, 1H, 
NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 19.2 (C-Si), 26.9 (CH3), 61.5 (CH2), 63.6 (CH2(C5´)), 68.3 (CH2), 72.1 (CH(C3´)), 83.1 
(CH(C4´)), 84.3 (CH(C2´)), 87.2 (CH(C1´)), 102.5 (C5), 127.9 (CHarom), 130.1 (CHarom), 130.2 (CHarom), 131.9 
(Carom), 132.8 (Carom), 135.3 (Carom), 135.5 (Carom), 139.7 (C6),  150.8 (C2), 163.6 (C4) 
 
O2´-(2-Tosylethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 40a (OK 181) 
50 mg (0.10 mmol) O2´-(2-Hydroxyethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 39, 20 mg (0.11 mmol) TosCl 
und 10 mg DMAP werden zusammen in 5 ml trockenem Pyridin in einem 10 ml Schlenkkolben gelöst und 16 h 
bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktionsmischung wird auf 10 ml Eiswasser gegossen und diese mit 10 ml 
Essigester extrahiert. Die organische Phase wird anschließend nacheinander mit 10 ml einer 1M HCl-Lösung 
und mit 20 ml Brine extrahiert, über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel am Rota-
tionsverdampfer entfernt. Es wurde lediglich das Edukt zurückerhalten. 
 
O2'-(2-Tosylethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 40b (OK 184) 
50 mg (0.10 mmol) O2´-(2-Hydroxyethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 39, 20 mg (0.11 mmol) TosCl 
und 10 mg DMAP werden zusammen in 5 ml trockenem CH2Cl2 in einem 10 ml Schlenkkolben gelöst und 16 h 
bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktionsmischung wird auf 10 ml Eiswasser gegossen und diese mit 10 ml 
Dichlormethan extrahiert. Die organische Phase wird anschließend nacheinander mit 10 ml einer 1M HCl-
Lösung und mit 20 ml Brine extrahiert, über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel 
am Rotationsverdampfer entfernt. Es wurde lediglich das Edukt zurückerhalten. 
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O2´-(2-Tosylethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 40c (OK 233) 
50 mg (0.10 mmol) O2´-(2-Hydroxyethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 39, 20 mg (0.11 mmol) TosCl 
und 10 mg DMAP werden zusammen bei -20°C in 5 ml trockenem Pyridin in einem 10 ml Schlenkkolben gelöst 
und 16 h bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktionsmischung wird auf 10 ml Eiswasser gegossen und diese mit 
10 ml Essigester extrahiert. Die organische Phase wird anschließend nacheinander mit 10 ml einer 1M HCl-
Lösung und mit 20 ml Brine extrahiert, über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel 
am Rotationsverdampfer entfernt. Es wurde lediglich das Edukt zurückerhalten. 
 
O2´-(2-Tosylethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 40d (OK 238a) 
260 mg (0.50 mmol) O2´-(2-Hydroxyethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 39, 120 mg (0.60 mmol) TosCl 
und 0.16 ml Et3N werden zusammen bei -30°C in 5 ml trockenem Dichlormethan in einem 10 ml Schlenkkolben 
gelöst und 16h bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktionsmischung wird auf 10 ml Eiswasser gegossen und 
diese mit 10 ml Essigester extrahiert. Die organische Phase wird anschließend nacheinander mit 10 ml einer 1M 
HCl-Lösung und mit 20 ml Brine extrahiert, über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungs-
mittel am Rotationsverdampfer entfernt. Es wurde anhand von HPLC/MS–Messungen, 3 Regioisomere nachge-
wiesen. 
 
O2´-(2-Tosylethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 40e (OK 238b) 
260 mg (0.50 mmol) O2´-(2-Hydroxyethyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 39, 120 mg (0.60 mmol) TosCl 
und 0.16 ml Et3N werden zusammen bei -78°C in 5 ml trockenem Dichlormethan in einem 10 ml Schlenkkolben 
gelöst und 16 h bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktionsmischung wird auf 10 ml Eiswasser gegossen und 
diese mit 10 ml Essigester extrahiert. Die organische Phase wird anschließend nacheinander mit 10 ml einer 1M 
HCl-Lösung und mit 20 ml Brine extrahiert, über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungs-
mittel am Rotationsverdampfer entfernt. Es wurde anhand von HPLC/MS–Messungen, 3 Regioisomere nachge-
wiesen. 
 
Arabino-O2,O2´-anhydrouridin 41 (OK-115) 
10.0 g (41.0 mmol) Uridin werden in 30 ml DMF bei 40°C in einem 250 ml Dreihalskolben mit aufgesetzten 
Rückflusskühler und Blasenzähler gelöst. Nach der Zugabe von 9.64 g (45.0 mmol) Diphenylcarbonat und Erhö-
hung der Temperatur auf 80°C wird der Reaktion 50 mg NaHCO3 beigesetzt. Bis zur Beendigung der Gasent-
wicklung wird die gelbliche Suspension für etwa 4h bei 110°C gerührt. Nach dem Abkühlen wird der erhaltende 
Niederschlag abfiltriert und mit 20 ml Methanol gewaschen. Anschließend wird der erhaltende Feststoff in 150 
ml Methanol suspendiert und für 3 h unter Rückfluss gerührt. Man erhält nach dem Abfiltrieren und Trocknen 
des Feststoffes im Vakuumtrockenschrank 8.12 g eines farblosen Feststoffes (35.9 mmol, 88%). 
4-144 
1H-NMR (DMSO-d6): δ = 3.34 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.27 (m, 1H, CH(C4´)), 4.56 (m, 1H, CH(C3´)), 5.35 (d, 1H, 
J = 6 Hz, CH(C2´)), 6.08 (d, 1H, J = 7.5 Hz, CH(C5)), 6.42 (d, 1H, J = 6 Hz, CH(C1´)), 7.83 (d, 1H, J = 7.5 Hz, 
CH(C6)) 
13C-NMR (DMSO-d6): δ = 61.2 (CH2(C5´)), 75.8 (CH(C3´)), 89.9 (CH(C2´)), 90.2 (CH(C4´)), 91.3 (CH(C1´)), 
109.1 (C5), 138.7 (C6), 161.5 (C2), 175.6 (C4) 
Elementaranalyse für C9H10N2O: gef. C, 47,72; H, 4,49; N, 12,40 
ber. C, 47,79; H, 4,46; N, 12,39 
 
O2´-(2-Glycerol)-O5´- (tertbutyldiphenylsilyl)uridin 42 (OK-182) 
3.70 ml (3.70 mmol) BH3•THF werden in 1.50 ml Glycerol in einen 200 ml Reaktionsgefäß gelöst. Nachdem die 
H2-Entwicklung beendet ist fügt man der Lösung  500 mg (1.00 mmol) Arabino-O2,O2´-anhydro-O5´-
(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 38 und 20 mg NaHCO3 bei. Das Reaktionsgemisch rührt anschließend für 16 h 
bei 160°C in einen Überdruckgefäß. Man erhält, nach dem Abrotieren des Lösungsmittel am Rotationsverdamp-
fer und der säulenchromatographischen Reinigung (120 g Säule, CH2Cl2/MeOH 20:1), 200 mg eines farblosen 
Feststoffes (0.36 mmol, 36 %). 
RF-Wert = 0.47 (CH2Cl2/MeOH 20:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.98 (s, 9H, CH3), 3.80 (m, 2H, OCH2), 3.60 (m, 2H, CH2), 3.84 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.90 
(m, 1H, CH) 3.93 (m, 1H, CH (C4´)), 4.26 (m, 1H, CH(C2´)), 4.36 (m, 1H, CH(C3´)) 5.28 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C5)), 6.06 (d, 1H, J = 3 Hz, CH(C1´)), 7.31 (m, 6H, (CHarom)), 7.58 (m, 4H, (CHarom)) 7.74 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 19.2 (CSi), 26.9 (CH3), 61.5 (CH2), 62.4 (CH2(C5´)), 68.1 (CH), 74.0 (CH(C3´)), 76.3 
(CH(C4´)), 82.7 (CH(C2´)), 85.3 (CH(C1´)), 101.3 (C5), 127.9 (CHarom), 130.1 (CHarom), 130.2 (CHarom), 132.2 
(Carom), 132.6 (Carom), 135.5 (Carom), 135.6 (Carom), 141.6 (C6),  151.1 (C2), 164.4 (C4)  
 
O2´-((2,2-Dimethyl-1,3-dioxolan-4-yl)methoxy)-O3´-(tertbutyldimethylsilanyl)-O5´-(tert-
butyldiphenylsilanyl)uridin 43 (OK 405) 
12.4 ml (105 mmol) DL-Isopropylidenglycerol werden zusammen mit 17 ml BH3•THF in einem 100 ml Bom-
benreaktionsgefäß gerührt, bis keine Wasserstoffentwicklung mehr beobachtet wird. Anschließend gibt man dem 
Reaktionsgemisch 2.36 g (5.10 mmol) Arabino-O2,O2´-Anhydro-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 38 und 
100 mg NaHCO3 hinzu und rührt weitere 16 h bei 160°C. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer 
entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (CH2Cl2/MeOH 20:1) gereinigt. Die relevanten Fraktionen 
werden bis zur Trockne eingeengt und in einem 100 ml Einhalskolben in 20 ml DMF gelöst. Nach der Zugabe 
von 4.52 g (30.0 mmol) TBDMSCl und 4.05 g (60.0 mmol) Imidazol lässt man die Lösung für 24 h bei Raum-
temperatur rühren. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt, der Rückstand zwischen 100 ml 
Dichlormethan und 100 ml einer gesätt. NH4Cl-Lösung extrahiert, die organische Phase über MgSO4 getrocknet, 
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abfiltriert und das Filtrat eingeengt Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (240 g Säule, 
CycH –> CycH/EtOAc 1:1) 1.01 g eines farblosen Feststoffes (1.42 mmol, 28% über 2 Stufen) als Racemat. 
RF-Wert = 0.55 (CycH/EtOAc 1:1)  
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.05 (d, 3H, J = 2.5 Hz, CH3), 0.09 (d, 3H, J = 2.5 Hz, CH3), 0.87 (s, 9H, CH3), 1.11 (s, 
9H, CH3), 1.34 (d, 3H, J = 4.2 Hz, CH3), 1.38 (d, 3H, J = 4.2 Hz, CH3), 3.65 (m, 2H, CH2 (C5´)),  3.67 (m, 2H, 
CH2) 3.88 (m, 1H, CH (C4´)), 4.00 (m, 2H, CH2), 4.10 (m, 1H, CH(C2´)), 4.26 (m, 1H, CH(C3´)) 5.22 (dd, 1H, J 
= 8 Hz, CH(C5)), 5.96 (dd, 1H, J = 3 Hz, CH(C1´)), 7.44 (m, 6H, (CHarom)), 7.60 (m, 4H, (CHarom)) 7.94 (dd, 1H, 
J = 8 Hz, CH(C6)), 8.87 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = -4.99 (SiCH3), -4.54 (SiCH3), 18.1 (SiC), 19.2 (SiC), 25.3 - 26.9 (CH3), 61.6 (CH2), 61.7 
(CH2(C5´)), 66.6 (CH2), 66.8 (CH2), 78.9 (CH), 71.1 (CH2), 71.6 (CH2), 74.5 (CH(C3´)), 83.1 (CH(C4´)), 83.8 
(CH(C2´)), 87.7 (CH(C1´)), 102.1 (C5), 110.3 (C), 128.0 (CHarom), 130.1 (CHarom), 130.2 (CHarom), 132.0 (Carom), 
132.7 (Carom), 135.3 (Carom), 135.6 (Carom), 139.8 (C6),  150.0 (C2), 163.1 (C4) 
 
O2´-(Glycerol)-O3´-(tertbutyldimethylsilanyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 44 (OK 407) 
1.01 g (1.42 mmol) O2´-((2,2-Dimethyl-1,3-dioxolan-4-yl)methoxy)-O3´-(tertbutyl dimethylsilanyl)-O5´-
(tertbutyldiphenylsilanyl)uridin 43 werden in einem 25 ml Einhalskolben bei -30°C in 10 ml THF und 1 ml Was-
ser gelöst. Nach der Zugabe von 0.20 ml (2.84 mmol) TFA lässt man das Reaktionsgemisch auftauen und über 
Nacht bei Raumtemperatur rühren. Der Reaktionsverlauf wird mittels DC verfolgt. Da noch keine Reaktion 
festgestellt worden ist, gibt man weitere 0.10 ml (1.42 mmol) TFA hinzu und lässt die Lösung weitere 24 h rüh-
ren. Die Reaktion wird durch die Zugabe von 1.00 ml MeOH gequencht, das Lösungsmittel am Rotationsver-
dampfer entfernt und der Rückstand vorsichtig zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaH-
CO3-Lösung extrahiert. Die organische Phase wird über MgSO4 getrocknet, abfiltriert, eingeengt und da immer 
noch keine Reaktion DC-Kontrolle) stattgefunden hat, erneut in 10 ml Methanol und 1 ml Wasser gelöst. Zu der 
Lösung gibt man nun 2.00 g Dowex 50 X8 und lässt sie 48 h bei Raumtemperatur rühren. Das Harz wird abfilt-
riert und das Filtrat eingeengt. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (80 g Säule, 
CH2Cl2/MeOH 9:1) 160 mg eines farblosen Feststoffes (0.24 mmol, 17%), als Racemat und 340 mg des O2´-
(glycerol)-O5´-((tertbutyldiphenylsilanyl)uridin (0.61 mmol, 43%). 
RF-Wert = 0.05 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.04 (d, 3H, J = 2.5 Hz, CH3), 0.08 (d, 3H, J = 2.5 Hz, CH3), 0.84 (s, 9H, CH3), 1.09 (s, 
9H, CH3), 3.70 (m, 2H, CH2 (C5´)),  3.79 (m, 2H, CH2) 4.06 (m, 1H, CH (C4´)), 4.08 (m, 2H, CH2), 4.10 (m, 1H, 
CH(C2´)), 4.26 (m, 1H, CH(C3´)) 5.23 (dd, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.95 (dd, 1H, J = 3 Hz, CH(C1´)), 7.37 (m, 
6H, (CHarom)), 7.60 (m, 4H, (CHarom)) 7.95 (dd, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 10.53 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = -5.10 (SiCH3), -4.50 (SiCH3), 17.8 (SiC), 19.2 (SiC), 25.5 - 27.1 (CH3), 60.3 (CH2), 61.4 
(CH2(C5´)-OH), 63.6 (CH2), 68.6 (CH), 70.9 (CH2), 72.2 (CH2), 83.4 (CH(C3´)-O), 83.6 (CH(C4´)-O), 83.8 
(CH(C2´)-O), 88.0 (CH(C1´)-O), 102.4 (C5), 127.9 (CHarom), 130.0 (CHarom), 130.1 (CHarom), 131.9 (Carom), 
132.5 (Carom), 135.3 (Carom), 135.5(Carom), 139.3 (C6),  150.9 (C2), 163.6 (C4) 
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O2´-(1,2-Distearylglycerol)-O3´-(tertbutyldimethylsilanyl)-O5´-(tertbutyldiphenylsilanyl-)uridin 45 (OK 409) 
160 mg (0.24 mmol) O2´-(Glycerol)-O3´-(tertbutyldimethylsilanyl)-O5´-(tertbutyl-diphenylsilanyl)uridin 44, 
140 mg (0.50 mmol) Stearinsäure, 105 mg (0.50 mmol) DCC und 10 mg DMAP werden in einem 25 ml ausge-
heizten Schlenkkolben in 5 ml trockenem Dichlormethan gelöst und für 16 h bei Raumtemperatur gerührt. An-
schließend wird der Harnstoff abfiltriert, das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält 
nach der säulenchromatographischen Reinigung (80g Säule, CycH/EtOAc 1:1) 280 mg eines farblosen Feststof-
fes (0.23 mmol, 95 %), als Racemat. 
RF-Wert = 0.87 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.05 (d, 3H, J = 2.5 Hz, CH3), 0.08 (d, 3H, J = 2.5 Hz, CH3), 0.86 (m, 15H, CH3), 1.09 (s, 
9H, CH3), 1.28 (s, 42H, 1.58 (m, 4H, CH2), 2.28 (t, 4H, J = 6.6 Hz, C(O)CH2), 3.63 (m, 1H, CH(C2´)), 3.70 (m, 
2H, CH2 (C5´)),  3.79 (m, 2H, CH2) 3.97 (m, 1H, CH (C4´)), 4.08 (m, 2H, CH2), , 4.29 (m, 1H, CH(C3´)), 4.34 
(m, 2H, CH2), 5.18 (d, 1H, J = 8 Hz, CHOC(O)), 5.21 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.90 (s, 1H, CH(C1´)), 7.37 
(m, 6H, (CHarom)), 7.60 (m, 4H, (CHarom)) 7.98 (dd, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = -5.2 (SiCH3), -4.6 (SiCH3), 14.1 (CH3), 17.8 (SiC), 19.2 (SiC), 25.5 - 27.1 (CH2), 61.2 
(CH2(C5´)-OH), 62.3 (CH2), 68.2 (CH2), 68.4 (CH), 72.2 (CH2), 69.7 (CH(C3´)), 82.8 (CH(C2´)), 83.3 
(CH(C4´)), 87.6 (CH(C1´)), 101.9 (C5), 127.9 (CHarom), 130.0 (CHarom), 130.1 (CHarom), 131.9 (Carom), 132.6 
(Carom), 135.2 (Carom), 135.5(Carom), 139.6 (C6),  150.0 (C2), 163.7 (C4), 172.8 C(O)O), 173.2 C(O)O) 
 
O2´-(1,2-Distearylglycerol)uridin 46 (OK 411) 
280 mg (0.23 mmol) O2´-(1,2-Distearylglycerol)-O3´-(tertbutyldimethylsilyl)-O5´-(tertbutyl-
diphenylsilyl)uridin 45 werden in einem kleinen Plastikgefäss in 10 ml THF gelöst. Nach der Zugabe von 2.00 
ml (2.00 mmol) einer 1 M TBAF-Lösung in THF lässt man das Reaktionsgemisch für 4 h bei Raumtemperatur 
rühren. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchroma-
tographischen Reinigung (60g Säule, CycH/EtOAc 1:1 -> EtOAc), 145 mg eines farblosen Feststoffes (0.17 
mmol, 74 %), als Racemat. 
RF-Wert = 0.07 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.82 (t, 6H, J = 6.6 Hz, CH3), 1.28 (s, 42H, 1.58 (m, 4H, CH2), 1.54 (s, 4H, CH2), 2.28 (t, 
4H, J = 6.6 Hz, C(O)CH2), 3.70 (m, 1H, CH(C2´)), 3.85 (m, 2H, CH2 (C5´)),  3.89 (m, 2H, CH2) 3.97 (m, 1H, 
CH (C4´)), 4.00 (m, 2H, CH2), , 4.13 (m, 1H, CH(C3´)), 5.18 (m, 1H, CHOC(O)), 5.63 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C5)), 5.73 (m, 1H, CH(C1´)), 7.97 (dd, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 25.5 - 27.1 (CH2), 61.8 (CH2(C5´)), 62.3 (CH2), 68.2 (CH2), 68.4 (CH), 72.2 
(CH2), 81.3 (CH(C3´)), 82.8 (CH(C2´)), 83.3 (CH(C4´)), 87.6 (CH(C1´)), 101.9 (C5),  140.2 (C6),  151.0 (C2), 
163.4 (C4), 172.8 C(O)O), 173.2 C(O)O) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C48H87N2O10 gef.: 851.6324 
ber.: 851.6282 
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O2,O2´-Anhydro-(O3´,O5´-(tetraisopropyldisilyl)-β-D-arabinofuranos-1-yl]uracil 47 (OK 321) 
Zu einer Lösung von 680 mg (3.00 mmol) Arabino-O2,O2´-Anhydrouridin 41 in 20 ml trockenem Pyridin in 
einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben wird bei 0°C 1.00 ml (3.10 mmol) TIPDSCl zugegeben. Nachdem die 
Reaktion über Nacht bei Raumtemperatur rührt, wird das Lösungsmittel mit Hilfe von Toluol (3 x 10 mL) am 
Rotationsverdampfer entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch gereinigt (CycH/EtOAc, 1:1). Man 
erhält 1.15 g eines farblosen Feststoffes (2.46 mmol, 82%). 
1H NMR (CDCl3): δ(ppm) = 1.03 (m, 28H, SiCHCH3), 3.90 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.99(d, J = 4.9 Hz, 1H, CH 
(C3´)), 4.53 (m, 1H, CH (C4´)), 5.33 (m, 1H, CH (C2´)), 6.01 (d, J = 7.4 Hz, 1H, CH (C6)), 6.10 (d, J = 6 Hz, 
1H, CH (C1´)), 7.36 (d, J = 8 Hz, 1H, CH (C5)) 
13C NMR (CDCl3): δ(ppm) = 12.4-13.2 (SiCH), 16.8-17.3 (CH3), 61.5 (CH2(C5´)), 77.4 (CH(C3´)), 82.9 
(CH(C4´)), 87.2 (CH(C2´)), 88.6 (CH(C1´)), 110.2 (CH5), 134.9 (C2), 159.7 (C4), 171.8 (CH6) 
 
O2´-(2-Hydroxyethyl)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisily)uridin 48 (OK-320) 
1.00 ml (1.00 mmol) BH3•THF werden in 0.56 ml Ethylenglycol in einen 200 ml Reaktionsgefäß gelöst. Nach-
dem die H2-Entwicklung beendet ist fügt man der Lösung 200 mg  (0.55 mmol) O2,O2´-Anhydro-(O3´,O5´-
(tetraisopropyldisilyl)-β-D-arabinofuranose-1-yl]uracil 47 und 20 mg NaHCO3 bei. Das Reaktionsgemisch rührt 
anschließend für 16 h bei 160°C in einen Überdruckgefäß. Man erhält, nach dem Abrotieren des Lösungsmittel 
am Rotationsverdampfer lediglich die Edukte zurück. 
 
O2´-(Octadecylaminocarbonyl)- O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 50 
 490 mg (1.00 mmol) O3´,O5´-(Tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 20 werden in einem ausgeheizten 
Rundkolben bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre in 11 ml trockenem Dichlormethan gelöst und mit 170 
mg (1.10 mmol) CDI versetzt. Nach 4 h Rühren der farblosen Lösung verwies eine DC auf überschüssiges 
Edukt. Daher erfolgt mehrmals die weitere Zugabe von insgesamt 100mg (0.61mmol) CDI innerhalb von 15 h. 
Das Ende der Reaktion wird mittels DC nach insgesamt 22 h rühren festgestellt. Nun erfolgt langsames 
Zutropfen einer vorher hergestellten Lösung aus 350 mg (1,2mmol) Octadecylamin in 6 ml trockenem 
Dichlormethan. Nach 3 d wird das Ende der Reaktion durch DC festgestellt. Die farblose Lösung wird mit 10 ml 
Dichlormethan versetzt und die organische Phase mit 20 ml H2O, 20 ml 5% Zitronensäure und wieder 20ml H2O 
gewaschen, anschließend mit MgSO4 getrocknet und einrotiert. Die säulenchromatographische Reinigung (60 g; 
CycH:EtOAc 1:1) ergab 570 mg eines farblsoen Feststoffes (0.76 mmol; 76 %). 
1H NMR (CDCl3) δ = 0.89 (t, J = 6Hz, CH3), 1.02 (m, 28H, CH/CH3), 1.26 (m, 24H, CH2), 1.70 (m, 2H, CH2), 
3.22 (m, 2H, CH2), 3.97 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.22 (m, 1H, CH(C3´)), 4.42 (s, 1H, CH(C4´), 4.84 (m, 1H, 
CH(C2´), 5.27 (s, 1H, NH); 5.71 (d, 1H, J = 8 Hz, C(C5)), 5.85 (s, 1H, CH(C1´)), 7.65 (d, J = 8 Hz, 1H, C(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 12.4-14.1 (SiCH, CH3), 16.7-17.4 (CH3), 29.3-29.9 (CH2), 31.9 (CH2), 41.2 (CH2), 59.8 
(CH2(C5´)), 68.1 (CH(C3´)), 75.6 (CH(C4´)), 82.2 (CH(C2´)), 88.8 (CH(C1´)), 102.2 (C5), 139.9 (C6), 150.1 
(C2), 158.3(C(O)), 161.5 (C4) 
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O2´-(Octadecylaminocarbonyl)uridin 51 
 540 mg (0.69mmol) O2´-(Octadecylaminocarbonyl)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 50 werden 
in einem Plastikgefäß in 10 ml THF gelöst. Nach Zugabe von 0.3 ml Et3N•HF wird die Lösung über Nacht 
gerührt. Die Lösung wird mit 25 ml Cyclohexan versehen, wodurch das entschützte Uridinderivat ausfällt. Nun 
wird die Lösung abdekantiert und anschließend 3-mal mit je 20 ml eines 1:1 Gemisches aus CycH/Toluol 
gewaschen und abdekantiert. Das Umkristallisieren des Rückstandes erfolgt in 3 ml Ethanol. Es werden 290 mg 
eines farblosen Feststoffes erhalten (0.53 mmol; 77%). 
1H NMR (CDCl3) δ = 0.89 (t, J = 6.6 Hz, CH3), 1.26 (m, 24H, CH2), 1.65 (m, 2H, CH2), 3.19 (m, 2H, CH2), 3.99 
(m, 2H, CH2(C5´)), 4.21 (m, 1H, CH(C4´)), 4.62 (s, 1H, CH(C3´), 5.00 (m, 1H, CH(C2´), 5.25 (s, 1H, NH); 5.55 
(s, 1H, CH(C1´)), 5.75 (d, 1H, J = 8 Hz, C(C5)), 7.77 (d, J = 8 Hz, 1H, C(C6)), 9.38 (NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 13.0 (CH3), 29.3-29.9 (CH2), 31.9 (CH2), 41.2 (CH2), 67.2 (CH2(C5´)), 74.1 (CH(C3´)), 
80.7 (CH(C2´)), 84.6 (CH(C4´)), 88.4 (CH(C1´)), 101.3 (C5), 139.9 (C6), 150.1 (C2), 154.0 (C(O)), 162.5 (C4) 
MS (ESI) m/z (M+Na+) C28H49N3NaO7 gef.: 562.40 
ber.: 562.35 
 
O2´-(Imidazol-1-ylcarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 52 (OK-130) 
770 mg (2.00 mmol) O3´,O5´-(Ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 2 werden in 20 ml trockenem Dichlormethan in 
einem 50 ml Einhalskolben gelöst. Nach der Zugabe von 340 mg (2.10 mmol) CDI wird die Reaktionsmischung 
für 3 h bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wird sie zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer 
gesätt. NH4Cl-Lösung extrahiert und die organische Phase über MgSO4 getrocknet. Nach dem Abfiltrieren des 
Feststoffes und dem Abrotieren des Lösungsmittels am Rotationsverdampfer erhält man nach der säulenchroma-
tographischen Reinigung (60g Säule, EtOAc) 940 mg eines farblosen Feststoffes (1.96 mmol; Quant.). 
RF-Wert = 0.36 (EtOAc) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 19.9 (CH3-C-Si), 22.7 (CH3-C-Si), 26.8 (CH3-CH-Si), 27.2 (CH3-CH-Si), 66.9 
(CH2(C5´)), 74.7 (CH(C3´)), 75.0 (CH(C4´)), 77.7 (CH(C2´)), 91.7 (CH(C1´)), 103.3 (C5), 117.0 (CHImid), 131.0 
(CHImid), 137.1 (CHImid), 140.6 (C6), 147.4 (OC(O)N), 149.6 (C2), 162.9 (C4) 
 
O2´-(Dioctadeylaminocarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 53 (OK-132) 
500 mg (1.00 mmol) O2'-(Imidazol-1-ylcarbonyl)-O3', O5'-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl) uridin 52 werden in 20 
ml trockenem Dichlormethan in einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben gelöst. Unter Rühren werden 780 mg 
(1.50 mmol) Dioctadecylamin hinzugefügt und die Reaktionsmischung für 14 d bei 40°C unter Argonatmosphäre 




O2´-(9-Fluorenylaminocarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 54 (OK-139) 
200 mg (0.40 mmol) O2´-(Imidazol-1-ylcarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 52 und 110 mg 
(0.63 mmol) 2-Aminofluoren werden in 10 ml trockenem Dichlormethan in einem 25 ml Einhalskolben gelöst. 
Nachdem die Lösung für 14 d bei 40°C unter Argonatmosphäre gerührt hat, wird das Lösungsmittel am Rotati-
onsverdampfer weitestgehend entfernt. Es wurde anhand der DC kein Reaktionsumsatz nachgewiesen. 
 
O2´-(1,4-Diaminobutylcarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 55 (OK-156) 
500 mg (1.00 mmol) O2´-(Imidazol-1-ylcarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 52 und 160 mg 
(1.50 mmol) Butan-1,4-diamin werden in 20 ml trockenem Dichlormethan in einem 25 ml Einhalskolben gelöst. 
Nachdem die Lösung für 48 h gerührt hat, wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend ent-
fernt. Es konnte anhand der DC kein Reaktionsumsatz nachgewiesen werden. 
 
O2´-(1,6-Diaminohexylcarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 56 (OK-158) 
500 mg (1.00 mmol) O2'-(Imidazol-1-ylcarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 52 und 190 mg 
(1.50 mmol) Hexan-1,6-diamin werden bei 0°C in 20 ml trockenem Dichlormethan in einem 50 ml Einhalskol-
ben gelöst. Nachdem die Lösung für 48 h gerührt hat, wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitest-
gehend entfernt und der Rückstand zwischen 50 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NH4Cl-Lösung extra-
hiert. Die organische Phase wird über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und man erhält nach dem 
Abrotieren des Lösungsmittels am Rotationsverdampfer 300 mg eines farblosen Feststoffes (0.60 mmol, 60 %). 
1H NMR (CDCl3) δ = 0.87 (t, 3H, J =6.6 Hz, CH3), 1.05 (s, 18H, CH3), 1.51 (m, 2H, CH2NH2), 3.19 (m, 2H, 
NHCH2), 3.99 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.44 (s, 1H, CH(C4´), 4.82 (s, 1H, CH(C3´)), 5.34 (m, 1H, CH(C2´), 5.69 (s, 
1H, CH(C1´)), 5.74 (d, 1H, J = 8 Hz, C(C5)), 7.17 (d, J = 8 Hz, 1H, C(C6)), 9.23 (NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 20.3 (SiC), 22.7 (SiC), 27.0 (CH3), 27.3 (CH3), 27.4 (CH2NH2), 40.1 
(CH2NH), 67.1 (CH2(C5´)), 73.3 (CH(C3´)), 74.7 (CH(C4´)), 75.8 (CH(C2´)), 94.1 (CH(C1´)), 102.9 (C5), 141.1 
(C6), 150.5(C2), 155.8 (C(O)), 163.0 (C4) 
 
O2´-(1-Aminooctadecyl-6-aminohexylcarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 57 (OK-162) 
150 mg (0.30 mmol) O2´-(1,6-Diaminohexylcarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-diyl)uridin 56, 210 mg 
(1.00 mmol) K2CO3 und 210 mg (0.63 mmol) Octadecylbromid werden in 2 ml trockenem DMF in einen 5 ml 
Einhalskolben gelöst. Nachdem die Lösung für 48 h gerührt hat, wird das Lösungsmittel am Rotationsverdamp-
fer weitestgehend entfernt, der Rückstand zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml Wasser extrahiert, die 
organische Phase über MgSO4 getrocknet. Man erhält nach dem Abfiltrieren des Feststoffes und dem Abrotieren 
des Lösungsmittels am Rotationsverdampfer 200 mg eines farblosen Feststoffes (0.27 mmol, 88 %). 
1H NMR (CDCl3) δ = 0.87 (t, 3H, J =6.6 Hz, CH3), 1.05 (s, 18H, C- CH3), 1.27 (s, 32H, CH2), 1.59 (m, 4H, 
CH2), 2.50 (m, 2H, CH2NH), 2.87 (m, 2H, CH2NH), 3.29 (m, 2H, NHCH2), 3.69 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.24 (s, 1H, 
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CH(C4´), 4.42 (s, 1H, CH(C3´)), 5.23 (m, 1H, CH(C2´),  5.74 (d, 1H, J = 8 Hz, C(C5)), 5.89 (s, 1H, 
CH(C1´)),7.67 (d, J = 8 Hz, 1H, C(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ =  14.1 (CH3), 20.3 (C-Si), 22.7 (C-Si), 27.0 (CH3), 27.3 (CH3), 27.4–31.9 (CH2), 36.5 
(CH2NHC(O)), 40.1 (CH2NH), 50.5 (CH2NH), 65.8 (CH2(C5´)), 73.3 (CH(C3´)), 74.9 (CH(C4´)), 87.8 
(CH(C2´)), 89.7 (CH(C1´)), 102.5 (C5), 145.4 (C6), 150.5(C2), 159.7 (C(O)NH), 162.6 (C4) 
 
O2´-(1-Aminooctadecyl-6-aminohexylcarbonyl)uridin 58 (OK 167) 
200 mg (0.27 mmol) O2´-(1-Aminooctadecyl-6-aminohexylcarbonyl)-O3´,O5´-(ditertbutylsiloxan-1,3-
diyl)uridin 57 und 0.2 ml Et3N•3HF werden in 15 ml MeOH in einem 50 ml Einhalskolben gelöst. Nachdem die 
Reaktionsmischung für 16 h bei Raumtemperatur rührt, wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer ent-
fernt. Nach der säulenchromatographischen Reinigung konnte jedoch kein Produkt isoliert werden. 
 
N,N-Bis-octadecyl-2-cyanoethylamin 60 (OK-229) 
4.00 g (7.70 mmol) Dioctadecylamin werden in 40 ml frisch destillierten Acrylnitril in einen 100 ml Einhalskol-
ben gelöst und 18 h unter Rückfluss erhitzt. Die farblose Lösung wird anschließend eingeengt, und der ausfal-
lende, wachsartige Feststoff säulenchromatgraphisch (40g, Petrolether/Diethylether 2:1) gereinigt. Man erhält 
4.25 g eines farblosen Feststoffs (7.40 mmol, 97%). 
1H NMR (CDCl3) δ (ppm) = 0.88 (t, 6H, J = 6Hz, CH3), 1.25 (s, 58H, CH2), 1.41 (m, 4H, CH2), 2.40 (m, 6H, 
CH2), 2.79 (m, 2H, CH2N) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 16.1 (CH2CN), 22.7-31.9 (CH2), 49.6 (CH2N), 53.8 (CH2N), 119.2 (CN) 
 
2-(Dioctadecylamino)acetamid 62 (OK-258) 
1.10 g (1.94 mmol) N,N-Bis-octadecyl-2-cyanoethylamin 60 werden in 20 ml Aceton in einem 100 ml Einhals-
kolben gelöst. Da es darin schlecht löslich ist, wird 4 ml Cyclohexan dem Reaktionsgemisch hinzugefügt und 
jenes auf 0°C abgekühlt. Nach der Zugabe von 5 ml 25% NH4OH und 7 ml 30% H2O2 rührt das Reaktionsge-
misch für 6 h bei 0°C. Die Reaktion wird mit der langsamen Zugabe von 20 ml 39% NaHSO3–Lösung gestoppt. 
Es konnte anhand der DC jedoch kein Reaktionsumsatz nachgewiesen werden. 
 
2-(Dioctadecylamino)acetamid 62 (OK-263) 
560 mg (1.00 mmol) N,N-Bis-octadecyl-2-cyanoethylamin 60 werden in 1.60 ml Trifluoressigsäure und 0.40 ml 
konzentrierte Schwefelsäure in einem 10 ml Einhalskolben gelöst und für 32 h bei 60°C gerührt. Anschließend 
wird die Reaktionsmischung zwischen Eiswasser und Essigester extrahiert, die organische Phase über MgSO4 
getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Man erhält 580 mg 
eines farblosen Feststoffes (1.00 mmol, Quant.). 
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1H NMR (CDCl3) δ (ppm) = 0.86 (t, 6H, J = 6Hz, CH3), 1.24(s, 58H, CH2), 1.41 (m, 4H, CH2), 2.40 (m, 4H, 
CH2), 2.85 (CH2C(O)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.7 (CH2-CH3), 29.5-29.7 (CH2), 31.9 (CH2), 46.5 (CH2NH2), 49.6 (CH2N), 
59.4 (CH2N), 175.3 (C(O)NH2) 
 
N,N-Bis-octadecyl-1,3-aminopropylamin 61 (OK-264) 
580 mg (1.00 mmol) 2-(Dioctadecylamino)acetamid 62 und 220 mg (15.50 mmol) NaBH4 werden in 5 ml tro-
ckenem THF in einem 10 ml Schlenkkolben unter starker Wasserstoffentwicklung gelöst. Nachdem das Reakti-
onsgemisch auf 0°C abkühlt ist, gibt man jenen vorsichtig 0.74 ml (6.00 mmol) BF3•OEt2 hinzu und lässt es erst 
5 h unter Rückfluss und dann 16 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre rühren. Es konnte anhand der 
DC kein Reaktionsumsatz nachgewiesen werden. 
 
N,N-Bis-octadecyl-1,3-aminopropylamin 61 (OK-246) 
1.50 g (2.61 mmol) N,N-Bis-octadecyl-2-cyanoethylamin 60 werden in 60 ml Eisessig in einen 250 ml Einhals-
kolben gelöst. Nach der Zugabe von 1.80 g Pd(OH)2/C (10wt%) rührt das Reaktionsgemisch für 16 h bei Raum-
temperatur unter einer Wasserstoffatmosphäre (1 bar). Nachdem der Katalysator abfiltriert ist, entfernt man das 
Lösungsmittel am Rotationsverdampfer. Es konnte lediglich das Edukt und das Dimerkupplungsprodukt erhalten 
werden. 
 
N,N-Bis-octadecyl-1,3-aminopropylamin 61 (OK-247) 
600 mg (2.61 mmol) N,N-Bis-octadecyl-2-cyanoethylamin 60 werden in 10 ml EtOAc in einem 200 ml Reakti-
onsgefäss gelöst. Nach der Zugabe von 1.80 g Pd(OH)2/C (10wt%) rührt das Reaktionsgemisch für 36 h bei 
90°C unter einer Wasserstoffatmosphäre (5 bar) in einem Autoklaven. Nachdem der Katalysator abfiltriert ist, 
entfernt man das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer. Es konnte lediglich das Edukt zurückgewonnen wer-
den. 
 
N,N-Bis-octadecyl-1,3-aminopropylamin 61 (OK-262) 
1.10 g (1.94 mmol) N,N-Bis-octadecyl-2-cyanoethylamin 60 werden in 25 ml CH2Cl2 und in 5 ml MeOH in 
einem 50 ml Einhalskolben gelöst. Nach der Zugabe von 950 mg (3.88 mmol) NiCl2•6H2O wird das Reaktions-
gemisch auf 0°C abgekühlt, vorsichtig mit 750 mg (19.40 mmol) NaBH4 versetzt und anschließend für 16 h bei 
Raumtemperatur gerührt. Es konnte nach dem Extrahieren zwischen 100 ml Dichlormethan und 20 ml Wasser  
und dem Trocknen der organischen Phase über MgSO4, 1.00 g eines farblosen Feststoffes (0.18 mmol, 90%) 
erhalten werden. 
1H NMR (CDCl3) δ (ppm) = 0.86 (t, 6H, J = 6Hz, CH3), 1.24(s, 58H, CH2), 1.41 (m, 4H, CH2), 2.40 (m, 4H, 
CH2), 2.53 (m, 2H, CH2N), 2.84 (CH2NH2) 
4-152 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.7 (CH2-CH3), 29.5-29.7 (CH2), 31.9 (CH2), 42.5 (CH2NH2), 49.6 (CH2N), 
53.8 (CH2N) 
 
N,N-Bis-octadecyl-1,3-aminopropylamin 61 (OK-231) 
530 mg (14.0 mmol) Lithiumaluminiumhydrid werden in einem 50 ml Dreihalskolben in 15 ml trockenem 
Diethylether suspendiert. Dazu tropft man vorsichtig eine Lösung aus 1.95 g (3.40 mmol) N,N-Bis-octadecyl-2-
cyanoethylamin 60 in 5 ml Diethylether hinzu, so dass es ohne Erhitzung zum Sieden des Ethers kommt. An-
schließend lässt man das Reaktionsgemisch 4 h unter Rückfluss rühren. Die Reaktion wird mit 1 ml kalten Was-
ser gequencht. Die ethrige Phase wird abdekantiert und mit 500 mg NaHCO3 versetzt. Die wässrige Phase wird 
3-mal mit 5 ml Diethylether extrahiert. Die kombinierten ethrigen Phasen werden über MgSO4 getrocknet. Man 
erhält 1.70g eines farblosen Feststoffes (2.96 mmol, 87%). 
1H NMR (CDCl3) δ (ppm) = 0.86 (t, 6H, J = 6Hz, CH3), 1.24(s, 58H, CH2), 1.41 (m, 4H, CH2), 2.40 (m, 4H, 
CH2), 2.53 (m, 2H, CH2N), 2.84 (CH2NH2) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.7 (CH2-CH3), 29.5-29.7 (CH2), 31.9 (CH2), 42.5 (CH2NH2), 49.6 (CH2N), 
53.8 (CH2N) 
 
O2´-((Dioctadecylamino)ethylcarbamoyl)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxyl)uridin 64 (OK-267) 
530 mg (0.90 mmol) O2´-(Carbomoylimidazol)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxyl)uridin 49 und 1.00 g (1.80 
mmol) N,N-Bis-octadecyl-1,3-aminopropylamin 61 werden in 20 ml trockenem Dichlormethan in einem 50 ml 
Einhalskolben gelöst. Nachdem die Lösung für 3 Wochen gerührt hat, wird das Lösungsmittel am Rotationsver-
dampfer weitestgehend entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Aufarbeitung (120g Säule, 
EtOAc), 720 mg eines farblosen Feststoffes (0.67 mmol, 74 %). 
RF-Wert = 0.40 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.87 (t, 6H, J = 6.3 Hz, CH3), 1.02 (s, 28H, SiCHCH3), 1.28 (s, 40H, CH2), 1.62 (m, 2H, 
CH2), 1.98 (m, 8H, CH2), 2.36 (m, 4H, CH2N), 2.49 (m, 2H, CH2N), 3.25 (m, 2H, CH2NH), 3.92 (m, 1H, CH 
(C4´)), 4.20 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.38 (m, 1H, CH (C3´)), 5.27 (d, 1H, J = 6 Hz, CH (C2´)), 5.78 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C5)), 5.81 (s, 1H, CH(C1´)), 6.38 (t, 1H, 4.8 Hz, NH), 7.62 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 12.1-12.6 (SiCH), 14.1 (CH3), 16.7 – 17.4 (CH3), 22.7 – 29.7 (CH2), 31.9 (CH2), 
41.1 (NHCH2), 53.5 (CH2N), 54.0 (CH2N), 62.7 (CH2(C5´)), 68.1 (CH(C3´)), 75.3 (CH(C2´)), 82.1 (CH(C4´)), 
89.0 (CH(C1´)), 102.1 (CH(C5)), 139.6 (CH(C6)), 149.5 (C(C2)), 154.6 (C(C(O)NH)), 163.0 (C(C4)) 
 
O2´-((Dioctadecylamino)ethylcarbamoyl))uridin 65 (OK 379) 
680 mg (0.63 mmol) O2´-((Dioctadecylamino)ethylcarbamoyl))-O3´,O5´-(tetraisopropyl-disiloxyl)uridin 64 
werden in einem kleinen Plastikgefäss in 10 ml Tetrahydrofuran gelöst. Nach der Zugabe von 0.20 ml (1.22 
mmol) Triethylamintrihydrofluorid lässt man das Reaktionsgemisch für 2 h bei Raumtemperatur rühren. Das 
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Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Rei-
nigung (80g Säule CH2Cl2/MeOH 15:1-> 5:1) 385 mg eines farblosen Feststoffes (0.46 mmol, 73 %). 
RF-Wert = 0.22 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.87 (t, 6H, J = 6.6 Hz, CH3), 1.22 (s, 40H, CH2), 1.71 (m, 2H, CH2), 2.55 (m, 6H, 
CH2N), 3.13 (m, 2H, CH2NH), 3.80 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.02 (m, 1H, CH (C4´)),4.44 (m, 1H, CH (C3´)), 5.27 
(d, 1H, J = 5.1 Hz, CH (C2´)),  5.68 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.87 (s, 1H, CH(C1´)), 6.60 (t, 1H, J = 4.8 Hz, 
NH), 7.80 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 14.0 (CH3), 22.6 – 29.7 (CH2), 31.9 (CH2), 39.5 (NHCH2), 51.6 (CH2N), 52.9 
(CH2N), 60.9 (CH2(C5´)), 69.0 (CH(C3´)), 76.0 (CH(C2´)), 84.8 (CH(C4´)), 88.5 (CH(C1´)), 102.5 (CH(C5)), 
139.9 (CH(C6)), 151.0 (C(C2)), 155.8 (C(C(O)NH)), 164.7 (C(C4)) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C48H91N4O7 gef.: 835.6869 
ber.: 835.6882 
 
O2´-(Octadecylaminocarbonyl)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3- diyl)adenosin 67a 
In einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben wird bei Raumtemperatur zunächst 390 mg (0.76 mmol) O3´,O5´-
(Tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)adenosin 28 unter Argonatmosphäre in 10 ml trockenem Dichlormethan gelöst 
und mit 210 mg (1.30 mmol) CDI versetzt. Nach 5 h rühren der farblosen Lösung wird durch DC das Ende der 
Reaktion festgestellt. Nun erfolgt die Zugabe von 400 mg (1.30 mmol) 90%igem Octadecylamin. Nach 2½ d 
rühren, wird die Suspension mit 15 ml trockenem Dichlormethan versetzt, die organische Phase mit 20 ml Was-
ser und 20ml 5% Zitronensäure gewaschen und der ausfallende Feststoff mit 10 ml Cyclohexan und 20 ml Dich-
lormethan gewaschen. Die vereinigten organischen Phasen werden anschließend mit Magnesiumsulfat getrock-
net und einrotiert. Nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, EtOAc/MeOH 90:1) erhält man 
380 mg eines farblosen Feststoffes (0.47mmol, 62%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.86 (m, 3H, CH3) 1.16-1.06 (m, 28H, CH3-CH), 1.24-1.29 (m, 28H, CH2), 1.50 (m, 2H, 
NH2), 3.16 (m, 2H, CH2NH), 4.20 (m, 3H, CH2 (C5´+C4´)), 5.00 (m, 1H, (C3´)), 5.16 (m, 1H, CH (C2´)), 6.03 
(d, 1H, J = 6Hz, CH(C1´)), 7.96 (s, 1H, CH(C2)), 8.30 (s, 1H, CH(C2)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 12.6-13.3 (Si-CH & CH3), 17.0-17.5(CH3), 22.6-31.8 (CH2), 40.9 (CH2NH), 61.8 




360 mg (0.45mmol) O2´-(Octadecylaminocarbonyl)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3- diyl)adenosin 67a 
werden in einem Plastikgefäß in 10 ml THF gelöst. Nach Zugabe von 0.20 ml Triethylamintrihydrofluorid wird 
die Lösung über Nacht gerührt. Die Suspension wird mit 25 ml Cyclohexan versehen und abdekantiert. An-
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schließend wird 2-mal mit je 20ml eines 1:1 Gemisches aus CycH/Toluol gewaschen und abdekantiert. Nach 
dem Umkristallisieren in Ethanol erhält man 200 mg eines farblosen Feststoffes (0.36mmol; 76%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.86 (m, 3H, CH3), 1.22-1.23 (m, 28H, CH2), 1.50 (m, 2H, NH2), 3.16 (m, 2H, CH2NH), 
3.79 - 4.10 (m, 3H, CH2 (C5´+C4´)), 4.44 (m, 1H, (C3´)),  5.36 (m, 1H, CH (C2´)), 5.90 (d, 1H, J = 6Hz, 
CH(C1´)),  7.93 (s, 1H, CH(C2)), 8.04 (s, 1H, CH(C2)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 13.8 (CH3), 22.6-31.8 (CH2), 40.9 (CH2NH), 62.1 (CH2(C5´)), 70.2 (CH(C3´)), 
75.8(CH(C2´)), 87.4 (CH(C4´)), 98.7 (CH(C1´)), 151.9 (CH(C8)), 155.4 (C(C2)), 155.6 (C(C4)) 




530 mg (0.90 mmol) O2´-(Carbomoylimidazol)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxyl)uridin werden in 10 ml trocke-
nem THF in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nachdem die Reaktions-
mischung mittels eines Eisbades auf 0°C abgekühlt ist, wird sie mit 1.00 ml Benzylmagnesiumchlorid (2 M in 
THF) versetzt und 96 h bei Raumtemperatur unter einer Argonatmosphäre gerührt. Anschließend wird sie zwi-
schen 150 ml Dichlormethan und 50 ml Wasser extrahiert, die organischen Phase über MgSO4 getrocknet und  
das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Reini-
gung (80 g Säule, CycH/EtOAc 2:3 -> EtOAc) 500 mg eines farblosen Feststoff (0.82 mmol, 91%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 1.02 (s, 28H, SiCHCH3), 3.77 (m, 2H, CH2), 4.10 (m, 2H, CH2(C5´)), 4.28 (m, 1H, 
CH(C4)), 4.38 (m, 1H, CH(C3´)), 4.72 (s, 1H, CH(C2´)), 5.61 (s, 1H, CH(C1´)), 5.78 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 
6.38 (t, 1H, 4.8 Hz, NH), 7.27–7.43 (m, 5H, CHarom), 7.59 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 12.1-12.6 (SiCH), 16.7 – 17.4 (CH3), 42.0 (CH2), 61.7 (CH2(C5´)), 68.1 (CH(C3´)), 
81.3 (CH(C2´)), 82.1 (CH(C4´)), 87.0 (CH(C1´)), 102.1 (CH(C5)), 126.9 (CHarom), 128.8 (CHarom), 129.6 
(CHarom), 133.6 (Carom), 139.6 (CH(C6)), 150.1 (C(C2)), 163.6 (C(C4)), 165.6 (C(O)) 
 
O3’,O5’-(Tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)guanosin 66b 
820 mg (2.90 mmol) Guanosin werden in 10 ml trockenen Pyridin und 2 ml trockenen DMF in einen ausgeheiz-
ten 25 ml Schlenkkolben suspendiert und bei 0°C mit 1.50 ml (3.34 mmol) TIPDSCl versetzt. Nun wird die 
Reaktionsmischung langsam auf Raumtemperatur erwärmt. Nach 24 h wird das Lösungsmittel am Rotationsver-
dampfer weitestgehend entfernt und der ölige Rückstand wird zwischen 100 ml Dichlormethan und 20 ml einer 
gesättigten NaHCO3-Lösung, die organische Phase wird über MgSO4 getrocknet und einrotiert. Man erhält nach 
der säulenchromatographischer Reinigung (120g Säule, EtOAc/MeOH 45:1) 1.46g eines farblosen Feststoffes. 
(2.78 mmol, 96%). 
RF-Wert = 0.20 (CHCl3/MeOH 9:1) 
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1H-NMR (CDCl3): δ = 0.91-1.08 (m, 28H, CH3-CH), 3.99 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.24 (m, 1H, CH (C4´)), 4.44 (m, 
1H, CH(C3´), 5.66 (m, 1H, CH(C2´)), 5.85 (s, 2H, NH2), 6.52 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 8.57 (s, 1H, CH(C8)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 12.4-13.3 (Si-CH), 17.2-17.7(CH3), 61.0 (CH2(C5´)), 69.9 (CH(C3´)), 74.3 (CH(C2´)), 
81.4 (CH(C4´)), 88.3 (CH(C1´)), 154.3 (C2), 157.3 (C4), 162.9 (C8) 
 
O2´-(Octadecylaminocarbonyl)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)guanosin 67b 
In einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben wird bei Raumtemperatur zunächst 530 mg (1.00 mmol) O3´,O5´-
(Tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)guanosin 66b unter Argonatmosphäre in 7 ml trockenem Dichlormethan gelöst 
und mit 220 mg (1.30 mmol) CDI versetzt. Nach 24 h rühren der gelblichen Lösung wird durch DC das Ende der 
Reaktion festgestellt. Nun erfolgt die Zugabe von 320 mg (1.10 mmol) 90%igem Octadecylamin. Nach 2d rüh-
ren wird die vollständige Umsetzung durch DC festgestellt. Die gelbliche Suspension wird mit 12 ml Dichlor-
methan versetzt, die organische Phase mit 20 ml Wasser und 20 ml 5% Zitronensäure gewaschen und der ausfal-
lende Feststoff mit 10 ml Cyclohexan und 20 ml Dichlormethan gewaschen. Die vereinigten organischen Phasen 
werden anschließend mit Magnesiumsulfat getrocknet und einrotiert. Säulenchromatographische Reinigung (80g 
Säule, EtOAc/MeOH  9:1) ergab 320 mg eines farblosen Feststoffes (0.55mmol, 55 %). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.85 (m, 3H, CH3), 1.04 (m, 28H, CH3-CH), 1.25 (m, 22H, CH2), 3.18 (m. 2H, CH2-NH), 
4.53 (m, 3H, CH2 (C5´+C4´)), 5.18 (m, 1H, (C3´)), 5.57 (m, 1H, CH (C2´)), 5.87 (d, 1H, J = 6Hz, CH(C1´)), 
7.39 (s, 1H, CH(C2)), 7.77 (s, 1H, CH(C2)), 11.98 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 12.4-14.1 (SiCH + CH3), 17.2-17.7(CH3), 22.7–31.9 (CH2), 41.2 (CH2NH), 61.1 
(CH2(C5´)), 69.8 (CH(C3´)), 75.2(CH(C2´)), 82.0(CH(C4´)), 88.7 (CH(C1´)), 149.9 (C(C5), 151.1 (C(C4), 153.7 
(CH(C2)), 154.0 (C(O)NH), 158.9 (C(C6)), 162.9 (CH(C8)) 
 
O2´-(Octadecylaminocarbonyl)guanosin 68b 
310 mg (0.38mmol) O2´-(Octadecylaminocarbonyl)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)guanosin 67b 
werden in einem Plastikgefäß in 15 ml THF gelöst. Nach Zugabe von 0.18 ml Triethylamintrihydrofluorid wird 
die Lösung über Nacht gerührt. Der geleeartige Rückstand wird in eine Fritte überführt und mit Cyclohexan 
gewaschen, wodurch im Filtrat ein farbloser Feststoff ausfällt. Anschließend erfolgt nochmaliges Waschen der 
geleeartigen Substanz mit Ethanol, wodurch sich der ausgefallene Feststoff löst. Das Lösungsmittel wird abdes-
tilliert und der Rückstand in Ethanol umkristallisiert. Man erhält nach dem Trocknen des geleeartigen Feststoffes 
im Vakuumtrockenschrank 65 mg (0.11mmol, 29%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.85 (m, 3H, CH3), 1.25 (m, 22H, CH2), 3.18 (m. 2H, CH2-NH), 4.53 (m, 3H, CH2 
(C5´+C4´)), 4.44 (m, 1H, (C3´)), 5.26 (m, 1H, CH (C2´)), 5.87 (d, 1H, J = 6Hz, CH(C1´)), 7.39 (s, 1H, CH(C2)), 
7.77 (s, 1H, CH(C2)), 11.98 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.7–31.9 (CH2), 41.2 (CH2NH), 62.1 (CH2(C5´)), 70.8 (CH(C3´)), 75.8 
(CH(C2´)), 87.2 (CH(C4´)), 98.7 (CH(C1´)), 149.9 (C(C5), 151.1 (C(C4), 153.7 (CH(C2)), 154.0 (C(O)NH), 
158.9 (C(C6)), 162.9 (CH(C8)) 
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In einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben wird unter Argonatmosphäre 710 mg (2.90 mmol) Cytidin in 15ml 
abs. Pyridin suspendiert. Anschließend wird die auf 0°C gekühlte Lösung tropfenweise mit 1.50 ml (3.34mmol) 
TIPDSCl versetzt, wodurch sich das Cytidin langsam löst. Nun wird die Reaktionsmischung langsam auf Raum-
temperatur erwärmt. Nach 24 h rühren ist immer noch Edukt in Lösung, weshalb zusätzlich 0.20 ml (0.45 mmol) 
TIPDSCl langsam bei 0°C zugetropft werden. Das Ende der Reaktion wird mittels DC nach weiteren 24 h rühren 
festgestellt. Nun erfolgt das Quenchen mit 2 ml Methanol mit anschließendem Einengen der Lösung. Der ölige 
Rückstand wird zwischen 100 ml Dichlormethan und 20 ml einer gesättigten NaHCO3-Lösung extrahiert, mit 
Magnesiumsulfat getrocknet und einrotiert. Es werden 1.22g eines farblosen Feststoffes erhalten (2.58mmol, 89 
%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.84 (m, 28H, CH3-CH), 3.99 (m, 2H, CH2 (C5´)),4.24 (m, 1H, CH (C4´)), 4.44 (m, 1H, 
CH(C3´), 5.66 (m, 1H, CH(C2´)), 5.66 (d, 1H, J = 6Hz, CH(C1´)),  7.82 (d, 1H, J = 8Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 12.4-13.3 (SiCH), 17.2-17.7(CH3), 54.4 (CH2(C5´)), 78.8(CH(C3´)-O), 80.2(CH(C2´)), 
85.4(CH(C4´)), 95.3 (CH(C1´)), 144.7 (CH(C6)), 160.0 (C(C2)), 167.7 (C(C4) 
 
O2´-(Octadecylaminocarbonyl)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)cytidin 67c 
In einem ausgeheizten 50 ml Rundkolben wird bei Raumtemperatur zunächst 390 mg (0.83mmol) des O3´,O5´-
(Tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)cytidins 66c in 10 ml trockenem Dichlormethan gelöst und mit 170 mg (1.10 
mmol) CDI versetzt. Nach 7 h Rühren der farblosen Lösung verwies eine DC auf überschüssiges Edukt. Daher 
erfolgt die weitere Zugabe von 112 mg (0.69mmol) CDI. Das Ende der Reaktion wird mittels DC nach insge-
samt 24 h Rühren festgestellt. Nun erfolgt langsames Zutropfen einer vorher hergestellten Lösung aus 410 mg 
(1.40 mmol) 90%igem Octadecylamin in 4 ml trockenem Dichlormethan. Nach 2 d rühren befindet sich immer 
noch ein wenig des Carbonylimidazolderivates des geschützten Cytidins in der Reaktionsmischung, worauf 
weitere 170 mg (0.57mmol) 90%iges Octadecylamin zu der nun leicht gelblicher Lösung hinzu gegeben werden. 
Das Ende der Reaktion wird nach 24 h durch DC festgestellt. Die gelbliche Lösung wird mit 15 ml Dichlor-
methan versetzt, die organische Phase mit 20 ml Wasser und 20 ml 5% Zitronensäure extrahiert und der ausfal-
lende Feststoff mit Dichlormethan gewaschen. Die vereinigten organischen Phasen werden anschließend mit 
Magnesiumsulfat getrocknet und einrotiert. Eine säulenchromatographische Reinigung (120g Säule, EtO-
Ac/MeOH 20:1 → 9:1) ergab 300 mg eines hellgelben Feststoffes (0.37 mmol, 45 %). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.84 (m, 3H, CH3-CH2), 0.90-1.06 (m, 28H, CH3-CH), 1.24 (m, 30H, (CH2), 3.20 (m, 2H, 
CH2 (C5´)), 3.97 (m, 1H, CH (C4´)), 4.31 (m, 1H, CH(C3´), 5.20 (m, 1H, CH(C2´)), 5.75 (d, 1H, J = 6Hz, 
CH(C1´)),  7.69 (d, 1H, J = 8Hz, CH(C6)) 
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13C-NMR (CDCl3): δ = 12.4-14.4 (Si-CH & CH3), 17.2-17.7(CH3), 22.7-31.9 (CH2), 41.2 (CH2-CH2-NH), 60.0 
(CH2NH), 63.0 (CH2(C5´)), 76.0 (CH(C3´)), 85.9(CH(C2´)), 89.0(CH(C4´)), 94.8 (CH(C1´)), 140.4 (CH(C6)), 
154.3 (C(C2)), 155.4 (C(O)NH), 165.9 (C(C4) 
 
O2´-(Octadecylaminocarbonyl)cytidin 68c 
250 mg (0,32mmol) O2´-(Octadecylaminocarbonyl)-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)cytidin werden in 
einem Plastikgefäß in 10 ml THF gelöst. Nach Zugabe von 0.17 ml Triethylamintrihydrofluorid wird die Lösung 
über Nacht gerührt. Die Lösung wird mit 25 ml Cyclohexan versehen. Als keine Phasentrennung erfolgte, wird 
der gelbliche Rückstand eingeengt und man erhält nach dem Umkristallisieren in Ethanol 65 mg eines farblosen 
Feststoffes (0.20 mmol, 68%). 
1H-NMR (CD3OD): δ = 0.84 (m, 3H, CH3-CH2), 1.24 (m, 30H, CH2),  3.20 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.86 (m, 1H, CH 
(C4´)), 4.03 (m, 1H, CH(C3´), 5.52 (m, 1H, CH(C2´)), 5.63 (d, 1H, J = 8Hz, CH(C5)), 5.69 (d, 1H, J = 6Hz, 
CH(C1´)),  7.66 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)),  7.71 (d, 1H, J = 9Hz, NH) 
13C-NMR (CD3OD): δ = 14.4 (CH3), 22.7-31.9 (CH2), 41.7 (CH2-CH2-NH), 60.0 (CH2NH), 61.8 (CH2(C5´)), 
85.6 (CH(C3´)), 89.8(CH(C2´)), 92.0(CH(C4´)), 95.5 (CH(C1´)), 143.2 (CH(C6)), 154.3 (C(C2)), 157.8 
(C(O)NH), 167.1 (C(C4)) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C28H51N4O6 gef.: 539.3803 
ber.: 539.3803 
 
S2´-(4-Methoxybenzyl)uridin 89 (OK 265) 
1.60 g (7.10 mmol) Arabino-O2,O2´-anhydrouridin 41, 2.46 ml (17.70 mmol) 4-Methoxyphenylmethanthiol und 
4.50 ml (35.90 mmol) N1,N1,N3,N3- Tetramethylguanidin werden in 35 ml DMF für 30 min bei 120°C erhitzt. 
Nach dem Abkühlen wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt und man erhält 
nach der säulenchromatographisch Reinigung (40g Säule, CHCl3/EtOH 91:9) 2.00 g eines farblosen Feststoff 
(5.23 mmol, 74%). 
RF-Wert = 0.15 (CHCl3/MeOH 9/1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 3.24 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.60 (m, 2H, CH2), 3.56 (s, 3H, OCH3) 3.61 (m, 1H, CH (C2´)), 
3.97 (m, 1H, CH(C4´)), 4.10 (m, 1H, CH(C3´)) 5.44 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.87 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 
6.66 (d, 2H, J = 8.7 Hz, (CHarom)), 7.08 (d, 2H, J = 8.7 Hz, (CHarom)) 7.47 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 35.1 (CH2), 52.5 (CH(C2´)), 54.4 (OCH3), 61.8 (CH2(C5´)), 71.5 (CH(C3´)), 86.3 
(CH(C4´)), 89.9 (CH(C1´)), 102.3 (C5), 113.5 (Carom ),130.1 (CHarom), 130.2 (CHarom), 141.9 (C6), 151.8 (C2), 




2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 (OK266) 
1.70 g (4.50 mmol) S2’-(4-Methoxybenzyl)uridin 89 und 630 mg (6.75 mmol) Phenol werden in 20 ml TFA für 2 
h unter Rückfluss in einem 50 ml Einhalskolben gerührt. Nach dem Abkühlen wird das Lösungsmittel am Rota-
tionsverdampfer entfernt, der Rückstand zweimal mit je 10 ml Acetonitril versetzt und wieder am Rotationsver-
dampfer eingeengt. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (300 g Säule, CHCl3/EtOH 91:9 
-> 7:1) 660 mg eines farblosen Feststoffes (2.50 mmol, 56 %). 
RF-Wert = 0.42 (CHCl3/MeOH 4/1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 3.63 (m, 1H, CH (C2´)), 3.80 (m, 2H, CH2 (C5´)), 4.13 (m, 1H, CH(C4´)), 4.34 (m, 1H, 
CH(C3´), 4.45 (s, 1H, OH), 4.98 (s, 1H, OH), 5.69 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.03 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 
7.92 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 10.28 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 45.8 (CH(C2´)), 62.1 (CH2(C5´)), 72.7 (CH(C3´)), 86.8 (CH(C4´)), 90.2 (CH(C1´)), 
102.3 (C5), 140.6 (C6),  151.0 (C2), 162.9 (C4)  
 
1-(3-Brom-2-(octadecyloxy)propoxy)octadecan 71 (OK269) 
5.97 g (10.0 mmol) 2,3-Bis(octadecyloxy)propan-1-ol 117 und 2.70 g (10.6 mmol) PPh3 werden in 80 ml Dich-
lormethan in einem 250 ml Einhalskolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach dem das Reaktionsgemisch mit-
tels eines Eisbades auf 0°C abgekühlt ist, fügt man jenen 1.95 g (10.9 mmol) NBS hinzu und lässt es 24 h bei 
Raumtemperatur rühren. Anschließend wird es zwischen 250 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaH-
CO3-Lösung extrahiert, die organische Phase über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungs-
mittel am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (300 g 
Säule, CycH/EtOAc 12:1 -> 4:1) 4.55 g eines farblosen Feststoffes (6.91 mmol, 69 %). RF-Wert = 0.25 
(CycH/EtOAc 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.87 (t, 6H, J = 6 Hz, CH3), 1.25 (s, 60H, CH2), 1.56 (m, 4H, OCH2), 3.42 (m, 9H, 
CH2+CH) 
 
S2´-(2,3-bis(octadecyloxy)propanmercapto)uridin 70a (OK 270) 
500 mg (2.00 mmol) 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 werden in 10 ml trockenem Acetonitril und 10 ml Dichlor-
methan in einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 1.74 ml (10.0 mmol) DIPEA 
und 1.98 g (3.00 mmol) 1-(3-Brom-2-(octadecyloxy)propoxy)-octadecan 71 rührt das Reaktionsgemisch für 16 h 
bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. Anschließend wird es zwischen 150 ml Dichlormethan und 50 ml 
einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die organische Phase über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel 
weitestgehend am Rotationsverdampfer entfernt. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung 
(120 g Säule, CH2Cl2/MeOH 9:1 -> 7:1) 0.22 g eines farblosen Feststoffes (0.27 mmol, 13%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.84 (t, 6H, J = 6 Hz, CH3), 1.19 (s, 60H, CH2), 1.52 (t, 2H, J = 7 Hz, CH2), 2.55 (t, 2H, J 
= 7.5 Hz, CH), 3.42 (m, 2H, CH2(C5´)), 3.76 (m, 7H, CH2+CH), 3.98 (m, 1H, CH(C2´)), 4.17 (m, 1H, CH(C4´)), 
4-159 
4.30 (m, 1H, CH(C3´), 5.67 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.76 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.66 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C6)), 9.56 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.6-34.1 (CH2), 53.9 (CH(C2´)), 62.2 (CH2(C5´)), 71.4 (CH(C3´)), 86.3 
(CH(C4´)), 91.4 (CH(C1´)), 102.8 (C5), 142.3 (C6),  150.6 (C2), 163.4 (C4) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C48H91N2O7S gef.: 839.6561 
ber.: 839.6547 
 
S2´-(Hexadec-1-ylmercapto)uridin 70b (OK-268) 
260 mg (1.00 mmol) 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 werden in 5 ml trockenem Acetonitril in einen ausgeheizten 10 
ml Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 0.85 ml (1.50 mmol) DIPEA und 0.45 ml (1.50 mmol) Hexade-
cylbromid 72 rührt das Reaktionsgemisch für 16 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. Anschließend 
wird es zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die organische 
Phase über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel weitestgehend am Rotationsverdampfer entfernt. Man 
erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CH2Cl2/MeOH 9:1) 300 mg eines farblosen 
Feststoffes (0.62 mmol, 62%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.84 (t, 3H, J = 6 Hz, CH3), 1.28 (s, 24H, CH2), 1.53 (t, 2H, J = 7 Hz, CH2), 2.50 (t, 2H, J 
= 7.5 Hz, CH2), 3.40 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.88 (m, 1H, CH (C2´)), 4.11 (m, 1H, CH(C4´)), 4.30 (m, 1H, 
CH(C3´), 5.73 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.81 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.76 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 
10.28 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.3 (CH3), 22.6-34.1 (CH2), 53.9 (CH(C2´)), 62.2 (CH2(C5´)), 71.4 (CH(C3´)), 86.3 
(CH(C4´)), 90.2 (CH(C1´)), 102.8 (C5), 141.7 (C6),  150.8 (C2), 163.8 (C4) 
Elementaranalyse für C25H44N2O5S: gef. C: 61.86, H: 8.51, N: 5.47, S: 6.16 
ber. C: 61.95, H: 8.15, N: 5.78, S: 6.62 
 
S2´-(d33-Hexadec-1-ylmercapto)uridin 70c (OK-268D) 
260 mg (1.00 mmol) 2´-Thio-2´-desoxyuridin werden in 5 ml trockenem Acetonitril in einem ausgeheizten 10 ml 
Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 0.85 ml (1.50 mmol) DIPEA und 0.45 ml (1.5 mmol) d33-
Hexadecylbromid 73 rührt das Reaktionsgemisch für 16 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. An-
schließend wird es zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die 
organische Phase über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel weitestgehend am Rotationsverdampfer ent-
fernt. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (60g Säule, CH2Cl2/MeOH 9:1) 300 mg eines 
farblosen Feststoffes (0.62 mmol, 62%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 3.40 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.88 (m, 1H, CH (C2´)), 4.11 (m, 1H, CH(C4´)), 4.30 (m, 1H, 
CH(C3´), 5.73 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.81 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.76(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 10.28 
(s, 1H, NH) 
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13C-NMR (CDCl3): δ = 53.9 (CH(C2´)), 62.2 (CH2(C5´)), 71.4 (CH(C3´)), 86.3 (CH(C4´)), 90.2 (CH(C1´)), 
102.8 (C5), 141.7 (C6),  150.8 (C2), 163.8 (C4) 
 
1-Brom-d33-hexadecan 73 (OK277) 
410 mg (1.50 mmol) d33-Hexadecanol und 450 mg (1.55 mmol) PPh3 werden in 10 ml Dichlormethan in einem 
25 ml Einhalskolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach dem das Reaktionsgemisch mittels eines Eisbades auf 
0°C abgekühlt ist, fügt man jenen 350 mg (1.8 mmol) NBS hinzu und lässt es 24 h bei Raumtemperatur rühren. 
Anschließend wird es zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die 
organische Phase über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdamp-
fer entfernt. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (60g Säule, CycH/EtOAc 12:1 -> 4:1) 
490 mg eines farblosen Feststoffes (1.45 mmol, 97 %). 
RF-Wert = 0.95 (CycH/EtOAc 4:1) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.7-32.6 (CH2), 33.8 (BrCH2), 70.5 (OCH2), 70.9 (OCH2), 71.7 (CH2), 77.9 
(OCH) 
 
S2´-(But-3-enylmercapto)uridin 70c (OK-337) 
1.15 g (4.25 mmol) 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 werden in 20 ml trockenem Acetonitril in einem ausgeheizten 50 
ml Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 3.48 ml (6.00 mmol) DIPEA und 0.65 ml (6.4 mmol) But-1-en-
4-ol 74 rührt das Reaktionsgemisch für 16 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. Anschließend wird es 
zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die organische Phase über 
MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel weitestgehend am Rotationsverdampfer entfernt. Man erhält nach der 
säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CH2Cl2/MeOH 9:1) 270 mg eines farblosen Feststoffes 
(0.86 mmol, 20 %). 
RF-Wert = 0.33 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 2.30 (m, 2H, CH2),  2.64 (t, 2H, J= 7.2 Hz, CH2), 3.51 (m, 1H, CH (C2´)), 3.72 (m, 2H, 
CH2 (C5´)), 4.06 (s, 1H, CH(C4´)), 4.36 (s, 1H, CH(C3´), 5.01 (m, 2H, CH=CH2), 5.71 (d, 1H, J = 8 Hz, 
CH(C5)), 5.78 (m, 1H, CH=CH2), 6.10 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 8.04(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 30.4 (CH2), 33.94 (CH2), 54.5 (CH(C2´)), 61.6 (CH2(C5´)), 72.1 (CH(C3´)), 86.7 
(CH(C4´)), 88.4 (CH(C1´)), 101.9 (CH5), 115.2 (CH2), 136.3 (CH), 141.1 (CH6),  151.1 (C2), 164.5 (C4)  
 
S2´-(Farnesylmercapto)uridin 70e (OK-336) 
520 mg (3.00 mmol) 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 werden in 10 ml trockenem Acetonitril in einem ausgeheizten 
25 ml Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 1.74 ml (3.00 mmol) DIPEA und 0.82 ml (3.00 mmol) Farne-
sylbromid 75 rührt das Reaktionsgemisch für 16 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. Anschließend 
wird es zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die organische 
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Phase über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel weitestgehend am Rotationsverdampfer entfernt. Man 
erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CH2Cl2 -> CH2Cl2/MeOH 9:1) 570 mg eines 
farblosen Feststoffes (1.22 mmol, 61%). 
RF-Wert = 0.41 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 1.28 (s, 24H, CH2), 1.93 (m, 8H, CH2), 3.08 (m, 2H, CH2), 3.60 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.70 
(m, 1H, CH (C2´)), 4.10 (s, 1H, CH(C4´)), 4.26 (s, 1H, CH(C3´), 4.97 (m, 4H, CH-CH=CH), 5.71 (d, 1H, J = 8 
Hz, CH(C5)), 5.86 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.78(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 10.37 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 17.3 (CH3), 25.3 (CH3), 26.3 (CH2), 39.2-39.3 (CH2), 52.7 (CH(C2´)), 61.9 (CH2(C5´)), 
71.4 (CH(C3´)), 86.0 (CH(C4´)), 88.9 (CH(C1´)), 102.4, (CH5), 118.9 (CH), 123.5 (CH), 124.0 (CH), 130.8 (C), 
135.3 (C), 140.4 (C), 141.4 (CH6), 150.7 (C2), 162.3 (C4) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C24H37N2O5S gef.: 465.2417 
ber.: 465.2423 
4-(Pyrenyl)butan-1-ol (OK-308) 
Zu einer Lösung von 600 mg (16.0 mmol) LiAlH4 in einem 250 ml Dreihalskolben in 10 ml trockenem THF 
wird bei 0°C über ein Tropftrichter eine Lösung aus 580 mg (2.00 mmol) 4-(Pyren-2-yl)-butansäure in 50 ml 
trockenem THF langsam zugetropft. Das Eisbad wird entfernt und die Lösung für 4 h bei 60°C gerührt. Der 
Reaktionsfortschritt wird mittels DC verfolgt und bei Reaktionsende das Reaktionsgemisch wieder auf 0°C ab-
gekühlt und mit 5 ml Wasser gequencht. Nach der Extraktion des Gemisches zwischen 50 ml Dichlormethan und 
50 ml Brine wird die organische Phase über  MgSO4  getrocknet. Man erhält nach dem Einrotieren 570 mg eines 
farblosen Feststoffes (2.00 mmol, Quant.) 
1H NMR (CDCl3) δ (ppm) 1.71-1.96 (m. 4H), 3.37 (t, 2H, J = 7.5 Hz, PyrenCH2), 3.69 (t, 2H, J = 6.6 Hz, 
HOCH2), 8.31-7.81 (m, 9H, CHarom) 
13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ(ppm) 27.9 (CH2), 32.7 (CH2), 33.2 (CH2), 62.8 (HOCH2), 123.4-129.8 
(CHarom/Carom) 
 
2-(4-Brombutyl)pyren 76 (OK-310) 
570 mg (2.00 mmol) 4-(Pyrenyl)butan-1-ol und 1.58 g (6.00 mmol) PPh3 werden in einem 100 ml Schlenkkol-
ben unter Argonatmosphäre in 40 ml trockenem Dichlormethan gelöst. Die Reaktionsmischung wird auf 0°C 
gekühlt und es werden 1.06 g (6.00 mmol) NBS hinzugeben. Die Lösung rührt über Nacht bei Raumtemperatur 
und anschließend wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Der Rückstand wird zwischen 100 
ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die organische Phase über MgSO4 ge-
trocknet, filtriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt Nach der säulenchromatographischen 
Reinigung (120g Säule, CH2Cl2/MeOH; 10:1) erhält man 500 mg eines farblosen Feststoffes (1.50 mmol, 74%). 
RF-Wert = 0.98 (CH2Cl2/MeOH; 10:1) 
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S2´-(4-(Pyren-2-yl-)butylmercapto)uridin 70f (OK-304) 
260 mg (1.00 mmol) 2´-Thio-2´Desoxyuridin 69, 500 mg (1.5 mmol) 2-(4-brombutyl)pyren 76 und 0.87 ml (1.5 
mmol) DIPEA werden in 15 ml trockenem Acetonitril in einem 50 ml Einhalskolben gelöst. Nachdem das Reak-
tionsgemisch für 16 h bei Raumtemperatur rührt, entfernt man das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer, ext-
rahiert den Rückstand zwischen 100 ml Dichlormethan und 20 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung, trocknet die 
organische Phase über MgSO4 und filtriert den Feststoff ab. Nach der säulenchromatographischen Reinigung 
(120g Säule, CH2Cl2/MeOH; 10:1) erhält man 430 mg eines farblosen Feststoffes (0.83 mmol, 83%). 
RF-Wert = 0.23 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H NMR (CDCl3): δ(ppm) = 1.63 (m, 4H, CH2), 2.52 (m, 2H, SCH2), 2.77 (m, 2H, PyrenCH2), 3.97 (m, 3H, CH 
(C2´) + CH2 (C5´)), 3.80 (m, 1H, CH(C4´)),  4.25 (m, 1H, CH(C3´), 5.72 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.88 (d, 1H, 
J = 9 Hz, CH(C1´)),  7.77 (m, 2H, CH), 8.12 (m, 8H, CH), 10.6 (s, 1H, NH) 
13C NMR (CDCl3): δ(ppm) = 29.0 (CH2), 29.7 (CH2), 30.7 (CH2), 32.4 (CH2), 53.9 (CH(C2´)), 62.1 (CH2(C5´)), 
71.2 (SCH2), 72.3 (CH(C3´)), 86.1 (CH(C4´)), 90.4 (CH(C1´)), 102.8 (C5), 123.2 – 132.3 (CHarom/Carom), 136.4 
(Carom), 141.8 (C6),  150.9 (C2), 159.8 (Carom), 164.1 (C4) 
 
6-(Hydroxyhexyl)-5-(dimethylamino)naphthalen-1-sulfonat (OK-305) 
Eine Lösung aus 270 mg (1.00 mmol) Dansylchlorid und 360 mg (3.00 mmol) 1,6-Hexandiol werden in 10 ml 
trockenem CH2Cl2 (10 mL) und 0.25 ml trockenem Pyridin in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben über 
Nacht unter Argonatmosphäre bei Raumtemperatur gerührt. Das Reaktionsgemisch wird anschließend zwischen 
100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die organische Phase über MgSO4 
getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt Nach der säulenchromatographi-
schen Reinigung (120g Säule, CH2Cl2 -> CH2Cl2/MeOH; 10:1) erhält man 350 mg eines farblosen Feststoffes 
(1.00 mmol, Quant.) 
1H NMR (CDCl3): δ(ppm) = 1.19 (m, 4H, CH2), 1.40 (m 2H, CH2), 1.60 (m, 2H, CH2), 1.95 (s, 1H, OH), 2.89 (s, 
6H, NCH3), 3.53 (m, 2H, HOCH2), 4.00 (t, 2H, J=6.2 Hz, SOCH2),  7.6 (m, 2H, CH), 8.27 (d, 2H, J=6.2 Hz, 
CH), 8.60 (d, 1H, J = 8.1Hz, CH) 
13C NMR (CDCl3): δ(ppm) = 25.0 (CH2), 25.1(CH2), 28.7 (CH2), 32.6 (CH2), 45.4 (NCH3), 62.6 (OCH2), 70.8 
(SOCH2), 115.5 (CH), 119.5 (CH), 123.1 (CH), 128.6 (CH), 129.8 (CH), 130.4 (C), 131.4 (C), 133.7 (C), 151.8 
(C) 
 
6-(Bromhexyl)-5-(dimethylamino)naphthalen-1-sulfonat 77 (OK-306) 
350 mg (1.00 mmol) 6-(Hydroxyhexyl)-5-(dimethylamino)naphthalen-1-sulfonat und 790 mg (3.00 mmol) PPh3 
werden in einem 50 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre in 20 ml trockenem CH2Cl2 gelöst. Die Reakti-
onsmischung wird auf 0°C gekühlt und es werden 530 mg (3.00 mmol) NBS hinzugeben. Die Lösung rührt über 
Nacht bei Raumtemperatur und anschließend wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Der 
Rückstand wird zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die organi-
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sche Phase über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt Nach der 
säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CH2Cl2/MeOH; 10:1) erhält man 400 mg eines farblosen 
Feststoffes (0.95 mmol, 95%.). 
RF-Wert = 0.98 (CH2Cl2/MeOH; 10:1) 
1H NMR (CDCl3): δ(ppm) = 1.28 (m, 4H, CH2), 1.64 (m 4H, CH2), 2.91 (s, 6H, NCH3), 3.26 (t, 2H, J= 6.8 Hz, 
BrCH2), 4.01 (t, 2H, J=6.2 Hz, SOCH2),  7.6 (m, 2H, CH), 8.27 (d, 2H, J=6.2 Hz, CH), 8.60 (d, 1H, J = 8.1Hz, 
CH) 
 
S2´-(6-Dansylhexylmercapto)uridin 70g (OK 303) 
130 mg (0.50 mmol) 2´-Thio-2´Desoxyuridin 69, 420 mg (1.00 mmol) 6-(Bromhexyl)-5-
(dimethylamino)naphthalen-1-sulfonat 77 und 0.43 ml (0.75 mmol) DIPEA werden in 10 ml trockenem 
Acetonitril in einem 50 ml Einhalskolben gelöst. Nachdem das Reaktionsgemisch für 16 h bei Raumtemperatur 
rührte, entfernt man das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer, extrahiert den Rückstand zwischen 100 ml 
Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung, trocknet die organische Phase über MgSO4 und filtriert 
den Feststoff ab. Nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CH2Cl2/MeOH; 20:1) erhält man 
200 mg eines farblosen Feststoffes (0.33 mmol, 67%.). 
RF-Wert = 0.37 (CH2Cl2/MeOH; 9:1) 
1H NMR (CDCl3): δ(ppm) = 1.53 (m, 8H, CH2), 2.52 (m, 2H, SCH2), 2.57 (s, 6H, NCH3), 3.66 (m, 3H, CH (C2´) 
+ CH2 (C5´)), 3.80 (m, 1H, CH(C4´)),  3.97 (t, 2H, J=6.2 Hz, SOCH2), 4.34 (m, 1H, CH(C3´), 5.70 (d, 1H, J = 8 
Hz, CH(C5)), 5.88 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)),  7.6 (m, 2H, CH), 7.92 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 8.27 (d, 2H, 
J=6.2 Hz, CH), 8.60 (d, 1H, J = 8.1Hz, CH), 10.28 (s, 1H, NH) 
13C NMR (CDCl3): δ(ppm) = 26.1 (CH2), 28.3 (CH2), 28.5 (CH2), 32.4 (CH2), 33.8 (CH2), 42.5 (NCH3), 53.9 
(CH(C2´)), 62.1 (CH2(C5´)), 71.0 (SCH2), 71.2 (SOCH2), 72.3 (CH(C3´)), 86.2 (CH(C4´)), 89.6 (CH(C1´)), 
102.7 (C5), 115.5 (CH), 123.5 (CH), 124.7 (CH), 128.7 (CH), 129.8 (CH), 130.7 (C), 131.9 (C), 132.4 (C), 141.6 
(C6),  150.9 (C2), 151.8 (C), 164.3 (C4) 
 
2-Bromacetylcholesterol 78 (OK 344) 
1.16 g (3.00 mmol) Cholesterol, 540 mg Bromessigsäure (3.90 mmol), 800 mg (3.90 mmol) DCC und 50 mg 
(0.40 mmol) DMAP werden in einem ausgeheizten 100 ml Schlenkkolben in 40 ml trockenem THF gelöst und 
1½ h bei Raumtemperatur gerührt. Eine DC-Kontrolle zeigte den Reaktionsfortschritt an. Anschließend wird der 
ausgefallene Harnstoff abfiltriert und man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (120 g Säule, 
CycH/EtOAc 3:1) 930 mg eines farblosen Feststoffes (1.83 mmol, 61%). 
RF-Wert = 0.83 (CycH/EtOAc; 4:1) 
4-164 
1H NMR (CDCl3) δ(ppm) = 0.63 (s, 3H, CH3),  0.85 – 0.91 ( m, 12H, CH3),  1.01 – 2.03 (m, 28H, CH+CH2),  
2.34 (d, 2H, J = 7.5 Hz, O-CH-CH2-C=CH),  3.80 (s, 2H, BrCH2), 4.66 (m, 1H, O-CH), 5.39 (d, 1H, J = 3.6 Hz, 
C=CH) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 20.1 – 56.6 (CH+CH2+CH3), 76.1 (OCH), 123.1 (C=CH), 139.2 (CH=C), 166.6 
(C(O) 
Elementaranalyse für C29H47BrO2:  gef.: C: 68.08, H: 9.22, Br: 15.06 
ber.: C: 68.62, H: 9.33, Br: 15.74 
 
S2´-(2-Cholesterylacetylmercapto)uridin 70h (OK 345) 
310 m g (2.40 mmol) 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 werden in 10 ml trockenem Acetonitril in einem ausgeheizten 
25 ml Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 1.10 ml (2.50 mmol) DIPEA und 930 mg (3.60 mmol) 2-
Bromacetylcholesterol 78 rührt das Reaktionsgemisch für 16 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. 
Anschließend wird es zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die 
organische Phase über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel weitestgehend am Rotationsverdampfer ent-
fernt. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CH2Cl2 -> CH2Cl2/MeOH 9:1) 
480 mg eines hellbraunen Feststoffes (0.70 mmol, 29 %). 
RF-Wert = 0.20 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.63 (s, 3H, CH3),  0.85 – 0.91 ( m, 12H, CH3),  1.01 – 2.03 (m, 28H, CH+CH2), 2.34 (d, 
2H, J = 7.5 Hz, O-CH-CH2-C=CH), 3.36 (m, 2H, SCH2), 3.48 (m, 1H, CH (C2´)), 3.72 (m, 2H, CH2 (C5´)),  4.23 
(s, 1H, CH(C4´)), 4.36 (s, 1H, CH(C3´), 4.66 (m, 1H, O-CH), 4.97 (m, 1H, CH-CH=CH), 5.39 (d, 1H, J= 3.6 Hz, 
C=CH), 5.71 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.86 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.78(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 20.1 – 42.2 (CH+CH2+CH3), 54.1 (CH(C2´)), 62.8 (CH2(C5´)), 71.4 (CH(C3´)), 76.3 
(OCH), 86.3 (CH(C4´)), 91.3 (CH(C1´)), 102.9, (CH5), 123.2 (C=CH), 139.0 (CH=C), 142.1 (CH6),  150.5 
(C2), 162.3 (C4), 170.5 (C(O) 
Elementaranalyse für C38H58N2O7S: gef.: C: 66.05, H: 8.11, N: 4.08, S: 4.14 
ber.: C: 66.44, H: 8.51, N: 4.08, S: 4.67 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C38H59N2O7S: gef.: 687.4022 
ber.: 687.4043 
 
Phytanol (OK 385) 
15.0 g frisch aktiviertes Raney-Nickel werden in einem 250 ml Einhalskolben in 150 ml MeOH suspendiert. 
Nach der Zugabe von 25.0 ml (71.8 mmol) Phytol lässt man das Reaktionsgemisch für 72 h unter Wasserstoffat-
mosphäre (1bar) rühren. Der Katalysator wird abfiltriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer ent-
fernt. Man erhält 21.4 g eines farblosen Öles (71.8 mmol, Quant.). 
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1H-NMR (CDCl3): δ = 0.85 (m, 15H, CH3), 1.06–1.63 (m, 24H, CH2/CH), 3.66 (m, 2H, OCH2) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 19.6 (CH3), 19.7 (CH3), 19.8 (CH3), 22.6 (CH3), 22.7 (CH3), 24.3 (CH2), 24.4 
(CH2), 24.8 (CH2), 27.9 (CH), 29.5 (CH), 32.7 (CH), 37.2-37.4 (CH2), 39.9 (CH2), 61.1 (HOCH2) 
 
Phytanylbromid 79 (OK 397) 
2.98 g (10.0 mmol) Phytanol und 2.70 g (10.60 mmol) PPh3 werden in 80 ml trockenem Dichlormethan in einem 
250 ml Einhalskolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nachdem das Reaktionsgemisch mittels eines Eisbades auf 
0°C abgekühlt ist, fügt man jenen 1.95 g (10.9 mmol) NBS hinzu und lässt es 18 h bei Raumtemperatur rühren. 
Anschließend wird es zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die 
organische Phase über MgSO4 getrocknet, der Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdamp-
fer entfernt. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (240 g Säule, CycH/EtOAc 4:1) 3.28 g 
eines farblosen Feststoffes (9.10 mmol, 91 %). 
RF-Wert = 0.25 (CycH/EtOAc 90:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.81-0.89 (m, 15H, CH3), 1.09 – 1.88 (m, 24H, CH2/CH), 3.42 (m, 2H, BrCH2) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 19.6 (CH3), 19.7 (CH3), 19.8 (CH3), 22.6 (CH3), 22.7 (CH3), 24.3 (CH2), 24.4 
(CH2), 24.8 (CH2), 27.9 (CH), 31.7 (CH), 32.0 (BrCH), 32.7 (CH), 36.8-37.4 (CH2), 39.4 (CH2), 40.1 (CH2) 
 
S2´-(2-Phytanylmercapto)uridin 70i (OK-398) 
520 mg (2.00 mmol) 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 werden in 20 ml trockenem Acetonitril in einem ausgeheizten 
50 ml Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 1.75 ml (10.0 mmol) DIPEA und 1.10 g (3.00 mmol) Phyta-
nylbromid 79 rührt das Reaktionsgemisch für 16 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. Anschließend 
wird es zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extrahiert, die organische 
Phase über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel weitestgehend am Rotationsverdampfer entfernt. Man 
erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CH2Cl2 -> CH2Cl2/MeOH 10:1) 460 mg 
eines hellbraunen Feststoffes (0.85mmol, 42 %). 
RF-Wert = 0.63 (CH2Cl2/MeOH; 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.81-0.89 (m, 15H, CH3), 1.09 – 1.88 (m, 24H, CH2/CH), 2.58 (m, 2H, S-CH2), 3.06 (s, 
1H, OH), 3.29 (s, 1H, OH), 3.81 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.96 (s, 1H, CH (C2´)), 4.33 (s, 1H, CH(C4´)), 4.35 (s, 1H, 
CH(C3´), 5.60 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.77 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.58 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 9.25 
(s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 19.1–39.3 (CH+CH2+CH3), 53.8 (CH(C2´)), 62.8 (CH2(C5´)), 71.4 (CH(C3´)), 86.4 
(CH(C4´)), 92.1 (CH(C1´)), 102.9, (CH5), 142.5 (CH6), 150.4 (C2), 163.1 (C4) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C29H53N2O5S gef.: 541.3668 
ber.: 541.3669 
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SS2´-(Octadecyldisulfanyl)uridin 90 (OK 273) 
780 mg (3.00 mmol) 2´-Thio-2´-desoxyuridin 69 werden in 80 ml trockenem THF in einem ausgeheizten 250 ml 
Schlenkkolben gelöst. Nach der Zugabe von 0.85 ml (1.50 mmol) DIAD rührt das Reaktionsgemisch für 16 h bei 
Raumtemperatur unter Argonatmosphäre. Anschließend werden 17.2 g (60.0 mmol) Octadecanthiol hinzugefügt 
und alles für 72 h unter Rückfluss und Feuchtigkeitsausschluss gerührt. Nachdem das Lösungsmittel am Rotati-
onsverdampfer entfernt ist, erhält man nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, 
CHCl3/MeOH 9:1) 400 mg eines farblosen Feststoffes (0.73 mmol, 25%). 
RF-Wert = 0.35 (CHCl3/MeOH 9:1) 
1H-NMR (DMSO-d6/CDCl3): δ = 0.75 (t, 3H, J = 6 Hz, CH3), 1.12 (s, 28H, CH2), 1.55 (t, 2H, J = 6.2 Hz, CH2), 
2.50 (m, 2H, SSCH2), 3.68 (m, 4H, CH(C4´)+ CH (C2´)+CH2 (C5´)), 4.34 (m, 1H, CH(C3´), 5.60 (d, 1H, J = 8 
Hz, CH(C5)), 6.02 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.70 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (DMSO-d6/CDCl3): δ = 13.7 (CH3), 22.4-31.6 (CH2), 38.9 (SSCH2), 58.6 (CH(C2´)), 61.7 
(CH2(C5´)), 72.2 (CH(C3´)), 86.5 (CH(C4´)), 90.1 (CH(C1´)), 102.5 (C5), 141.6 (C6),  150.8 (C2), 164.1 (C4) 
Elementaranalyse für C27H48N2O5S2: gef. C: 60.04, H: 8.94, N: 5.16, S: 10.94 
ber. C: 59.92, H: 8.88, N: 5.14, S: 11.77 




1.50 g (11.0 mmol) NCS werden in einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben in 10 ml Tetrachlorkohlenstoff 
unter Argonatmosphäre suspendiert und innerhalb von 1 h eine Lösung von 2.86 g (10.0 mmol) Octadecylthiol 
hinzugetropft. Nach weiteren 30 min wird der Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdamp-
fer entfernt. Man erhält 3.21g eines gelben Feststoffes, welches laut NMR eine Mischung aus 67% Produkt und 
33% Disulfid besteht. 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.88 (t, 3H, J = 7Hz, CH3), 1.26 (s, 28H, CH2), 1.43 (m, 2H, CH2), 1.67 (q, 2H, J = 7.4 
Hz, J = 6.6 Hz, SSCH2CH2),  1.77(q, 2H, J = 7.4 Hz, J = 6.6 Hz, ClSCH2CH2),  2.67 (t, 2H, J = 7.2 Hz, ClSCH2), 
3.11 (t, 2H, J = 7.2 Hz, SSCH2) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.7 (CH3-CH2), 29.5 (CH2), 31.9 (SCH2CH2), 39.2 (ClSCH2), 41.5 (SSCH2) 
 
SS2´-(Octadecyldisulfanyl)uridin 90 (OK 328) 
570 mg (1.50 mmol) S2´-(4-Methoxybenzylmercapto)uridin 89 in 20 ml CH2Cl2 und 2.41 g (7.5 mmol) Octade-
cylsulfenylchlorid in 20 ml in Dichlormethan werden vorsichtig in einem 500 ml Dreihalskolben gleichzeitig 
einer Lösung aus 65 ml Dichlormethan und 65 ml Eisessig bei 0°C hinzugetropft. Der Reaktionsfortschritt wird 
mittels DC verfolgt und zeigt einen vollständigen Umsatz nach 62 h an. Das Lösungsmittel wird am Rotations-
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verdampfer entfernt und der Rückstand wird säulenchromatographisch gereinigt (120g Säule, CHCl3 -> 
CHCl3/MeOH, 9:1) Man erhält 300 mg eines farblosen Feststoffes (0.55 mmol, 37%). 
1H-NMR (DMSO-d6/CDCl3): δ = 0.75 (t, 3H, J = 6 Hz, CH3), 1.12 (s, 28H, CH2), 1.55 (t, 2H, J = 6.2 Hz, CH2), 
2.50 (m, 2H, SSCH2), 3.68 (m, 4H, CH(C4´)+ CH (C2´)+CH2 (C5´)), 4.34 (m, 1H, CH(C3´), 5.60 (d, 1H, J = 8 
Hz, CH(C5)), 6.02 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.70 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (DMSO-d6/CDCl3): δ = 13.7 (CH3), 22.4-31.6 (CH2), 38.9 (SSCH2), 58.6 (CH(C2´)), 61.7 
(CH2(C5´)), 72.2 (CH(C3´)), 86.5 (CH(C4´)), 90.1 (CH(C1´)), 102.5 (C5), 141.6 (C6),  150.8 (C2), 164.1 (C4) 
 
SS2´-((11-Pyrenyl)undecandisulfidyl)uridin 92 (OK 406) 
1.20 g (3.50 mmol) 2´-Thio-2´-Desoxyuridin 69 werden in einem 100 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre 
in 50 ml trockenem THF gelöst und die Lösung im Ultraschallbad unter leichten Argonstrom entgast. Nach der 
Zugabe von 680 mg (3.85 mmol) PTAD lässt man die tiefrote Lösung solange bei 40°C rühren, bis die Farbe 
verblasst ist. Anschließend gibt man 2.80 g (7.00 mmol) 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 hinzu und lässt das 
Reaktionsgemisch 24 h bei Raumtemperatur rühren. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt 
und man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (240 g Säule, CH2Cl2/MeOH 9:1) 1.70 g eines 
gelbbraunen Feststoffes (2.63 mmol, 75%). 
RF-Wert = 0.36 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 1.28 (s, 12H, CH2),  1.56 (m, 4H, CH2), 1.84 (m, 2H, CH2), 2.66 (t, 2H, J = 7.2 Hz, 
SSCH2), 3.34 (t, 2H, J = 7.7 Hz, PyrenCH2),3.77 (m, 3H, CH (C2´) + CH2 (C5´)), 4.10 (m, 1H, CH(C4´)), 4.48 
(m, 1H, CH(C3´), 5.80 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.00 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)),  7.44 - 8.14 (m, 9H, CH(C6) 
+ CHarom), 10.4 (s(b), 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 28.3 - 31.8 (CH2), 36.3 (PyrenCH2), 39.1 (SSCH2), 58.4 (CH(C2´)), 61.9 (CH2(C5´)), 
73.2 (CH(C3´)), 86.2 (CH(C1´)), 86.2 (CH(C4´)), 103.2 (C5), 123.4 – 131.4 (C/CHarom), 142.3 (CH6),  153.8 
(C2), 164.1 (C4) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C36H43N2O5S2 gef.: 647.2606 
ber.: 647.2613 
 
SS2´-((11-Pyrenyl)undecandisulfidyl)uridin 92 (OK 375) 
230 mg (0.60 mmol) 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 werden in einem 50ml Schlenkkolben unter Argonatmo-
sphäre in 15 ml trockenem Acetonitril gelöst. Dazu tropft man eine Lösung aus 80 mg (0.48 mmol) PTAD in 5 
ml Acetonitril hinzu und lässt die tiefrote Lösung solange bei 40°C rühren, bis die Farbe verblasst ist. Nach der 
Zugabe von 145 mg (0.55 mmol) 2´-Thio-2´-Desoxyuridin 69 lässt man das Reaktionsgemisch über Nacht bei 
Raumtemperatur rühren. Der entstandene ockerfärbende Feststoff (S2´,S2´´-Bis(disulfididyl)uridin, 140 mg) 
wird abfiltriert und das Filtrat NMR-spektroskopisch untersucht. Es konnten nur das Disulfidnebenprodukt des 
11-Thio-1-(pyrenyl)undecan nachgewiesen werden. 
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1H-NMR S2´,S2´´-Bis(disulfididyl)uridin 89 (CD3OD): δ = 3.71 (m, 1H, CH (C2´)), 3.75 (m, 2H, CH2 (C5´)), 
4.00 (m, 1H, CH(C4´)), 4.38 (m, 1H, CH(C3´), 5.65 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.85(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C1´)), 
7.91 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR S2´,S2´´-Bis(disuldidyl)uridin 89 (CD3OD): δ = 47.7 (CH(C2´)), 62.5 (CH2(C5´)), 73.3 (CH(C3´)), 
87.8 (CH(C1´)), 89.8 (CH(C4´)), 103.2 (C5), 142.3 (C6),  152.2 (C2), 165.6 (C4) 
 
SS2´-((11-Pyrenyl)undecandisulfidyl)uridin 92 (OK 351) 
150 mg (0.38 mmol) 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 werden in einem ausgeheizten 25ml Schlenkkolben unter 
Argonatmosphäre in 5 ml trockenem CH2Cl2 gelöst. Dazu tropft man eine Lösung aus 60 mg (0.36 mmol) PTAD 
in 3 ml Acetonitril hinzu und lässt die tiefrote Lösung solange bei 40°C rühren, bis die Farbe verblasst ist. Nach 
der Zugabe von 100 mg (0.40 mmol) 2´-Thio-2´-Desoxyuridin 69 lässt man das Reaktionsgemisch über Nacht 
bei Raumtemperatur rühren. Der entstandene ockerfärbende Feststoff wird abfiltriert und der Rest NMR-
spektroskopisch untersucht. Es konnten nur die Disulfidnebenprodukte nachgewiesen werden. 
 
SS2´-((11-Pyrenyl)undecandisulfidyl)uridin 92 (OK 389) 
740 mg (2.86 mmol) 2´-Thio-2´-Desoxyuridin 69 werden in einem 100 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphä-
re in 15 ml trockenem Dichlormethan gelöst. Dazu tropft man eine Lösung aus 490 mg (2.86 mmol) PTAD in 10 
ml DMF hinzu und lässt die tiefrote Lösung über Nacht bei 40°C rühren, bis die Farbe verblasst ist. Nach der 
Zugabe von 380 mg (1.00 mmol) 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 lässt man das Reaktionsgemisch 72 h bei 
Raumtemperatur rühren. Es konnten nur die Disulfidnebenprodukte nachgewiesen werden. 
 
11-Brom-1-(pyrenyl)undecan-1-on 94 (OK 339) 
3.34 g (12.6 mmol) 11-Bromundecansäure werden in 2 ml (30.0 mmol) SOCl2 in einem 50 ml Schlenkkolben 
über Nacht gerührt. Anschließend fügt man der Reaktionsmischung eine Lösung aus 2.47 g (12.2 mmol) Pyren in 
20 ml trockenem Dichlormethan hinzu und kühlt auf 0°C ab. Nach der vorsichtigen Zugabe von 1.91 g (14.2 
mmol) wasserfreien AlCl3 lässt man die grüne Suspension zuerst für 1 h bei Raumtemperatur und dann 2 h unter 
Rückfluss rühren. Die Reaktion wird beendet, in dem man das Gemisch auf Eis gießt und nach 30 min mit 500 
ml Dichlormethan und 50 ml einer 2N HCl-Lösung extrahiert. Die organische Phase wird über MgSO4 getrock-
net, filtriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Nach der säulenchromatographischen Rei-
nigung (240 g Säule, CycH/EtoAc 4:1) erhält man 5.53 g eines roten Öles (12.2 mmol, Quant). 
RF-Wert = 0.60 (CycH/EtoAc 4:1) 
1H NMR (CDCl3) δ(ppm) = 1.21 (s, 8H, CH2),  1.32 (m, 6H, CH2), 1.74 (m, 4H, CH2), 3.11 (t, 2H, J=7.7 Hz, 
C(O)CH2), 3.32 (t, 2H, J = 6.9 Hz, BrCH2), 7.91-8.20 (m, 7H, CHarom), 8.80 (d, 1H, J = 9.3 Hz, CHarom) 
13C NMR (CDCl3) = δ(ppm) 28.2-29.8 (CH2), 32.9 (CH2), 34.1 (BrCH2), 53.5 (C(O)CH2), 123.6 – 131.1 
(C/CHarom), 205.3 (C(O)) 
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Elementaranalyse für C27H29BrO:  ber.. C: 71.90, H: 6.78, Br: 17.59 
gef. C: 72.16, H: 6.50, Br: 17.78 
 
N'-(11-Brom-1-(pyren-1-yl)undecyliden)-4-methylbenzsulfonhydrazid 95 (OK 340) 
450 mg (1.00 mmol) 11-Brom-1-(pyrenyl)undecan-1-on 94 werden zusammen mit 380 mg (2.00 mmol) Tosyl-
hydrazin und einer katalytischen Menge Dowex 50 in einem 50 ml Einhalskolben in 20 ml Benzol für 14 h unter 
Rückfluss mit Wasserabscheider gerührt. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und man 
erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (80g Säule, CycH/EtOAc 4:1) 610 mg eines gelben Fest-
stoffes (1.00 mmol, Quant). 
RF-Wert = 0.34 (CycH/EtOAc 4:1) 
1H NMR (CDCl3) δ(ppm) = 1.21 (s, 8H, CH2),  1.32 (m, 6H, CH2), 1.54 (m, 2H, CH2), 1.80 (m, 4H, CH2), 2.52 
(s, 3H, CH3), 2.70 (t, 2H, J = 7.7 Hz, C(=N)-CH2), 3.35 (t, 2H, J = 6.9 Hz, BrCH2), 7.26-8.20 (m, 7H, CHarom), 
8.80 (d, 1H, J = 9.3 Hz, CHarom) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 20.8 (CH3), 28.2-29.8 (CH2), 32.9 (CH2), 34.1 (BrCH2), 39.1 (C(O)CH2), 123.6 – 
131.1 (C/CHarom), 143.7 (CS), 158.1 (CMe), 170.9 (C(=N)) 
 
2-(11-(Pyren-2-yl)undecyl)thiouronium 96 (OK-342) 
600 mg (0.97 mmol) N'-(11-Brom-1-(pyren-1-yl)undecyliden)-4-methylbenzsulfonhydrazid 95 werden in einem 
50 ml Einhalskolben in 20 ml Eisessig gelöst. Zu der grünen Suspension werden 300 mg (5.00 mmol) NaCNBH3 
zugegeben und für 2 h bei 80°C gerührt. Die nun rote Lösung wird auf Eiswasser gegossen und mit 100 ml Dich-
lormethan extrahiert. Die organische Phase wird anschließend mit 50 ml einer gesätt. NaHCO3-Lösung extra-
hiert, über Na2SO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt. 
Nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CycH -> CycH/EtOAc 50:1) erhält man 440 mg 
eines gelben Feststoffes, welches in 20 ml 95% Ethanol in einem 50 ml Einhalskolben gelöst werden. Nach der 
Zugabe von 300 mg (4.00 mmol) Thioharnstoff fällt ein Feststoff aus. Der Kolben wird über Nacht in den Kühl-
schrank gestellt und der Feststoff abfiltriert. Jedoch konnte kein Produkt isoliert werden. 
 
1-(11-Bromundecyl)pyren 97 (OK-324) 
1.61 g (8.00 mmol) Pyren und 1.06 g (4.00 mmol) 11-Bromundecansäure werden in 15 ml trockenem 1,2-
Dichlorethan in einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 
0.54 ml (4.80 mmol) SiMe2Cl und 265 mg (1.20 mmol) InCl3 wird das Reaktionsgemisch erst 1 h bei Raumtem-
peratur und anschließend 8 h bei 80°C gerührt. Dabei färbte sich die Lösung von gelb über orange und braun 
nach dunkelrot. Nachdem sich diese wieder abgekühlt hat, tropft man ihr weitere 1.36 ml (12.0 mmol) SiMe2Cl 
und lässt das Reaktionsgemisch über Nacht bei Raumtemperatur rühren. Das Lösungsmittel wird am Rotations-
verdampfer entfernt, der Rückstand zwischen Dichlormethan und Wasser extrahiert, die organische Phase über 
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MgSO4 getrocknet und wieder eingeengt. Nach der säulenchromatographischen Reinigung (240g Säule, 
CycH/Toluol 10:1->CycH->CycH/EtoAc 4:1) erhält man 525 mg eines gelben Feststoffes (1.20 mmol, 30%). 
RF-Wert = 0.81 (CycH/EtOAc 4:1) 
1H NMR (CDCl3): δ(ppm) = 1.32 (s, 10H, CH2), 1.42 (m, 4H, CH2), 1.54 (m, 2H, CH2), 1.89 (m, 2H, CH2), 3.44 
(t, 2H, J=6.9 Hz, BrCH2), 3.88 (t, 2H, J=7.7 Hz, PyrenCH2), 7.38 (m, 1H, CHarom), 7.91-8.20 (m, 8H, CHarom) 
13C NMR (CDCl3): δ(ppm) = 28.2-29.8 (CH2), 32.0 (CH2), 32.9 (CH2), 33.7 (PyrenCH2),  34.2 (BrCH2), 123.6 – 
131.1 (C/CHarom) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C27H31Br gef.: 434.1608 
ber.: 434.1609 
 
1-(11-Bromundecyl)pyren 97 (OK 343) 
900 mg (2.00 mmol) 11-Brom-1-(pyrenyl)undecan-1-on 94 werden in einem 50 ml Schlenkkolben in 10 ml CCl4 
gelöst. Nach der Zugabe von 1 mL TFA und 0.81 ml (15.0 mmol) Et3SiH rührt die grüne Lösung für 5 d. Da 
immer noch kein vollständiger Umsatz mittels DC festgestellt worden ist, werden weitere 3 ml TFA und 1.62 ml 
(30.0 mmol) Et3SiH dem Reaktionsgemisch beigefügt und weitere 5 d gerührt. Anschließend neutralisiert man 
die Lösung mit 5 ml einer 2N NaOH–Lösung, entfernt das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer, extrahiert 
den Rückstand zwischen 50 ml Dichlormethan und 50 ml Wasser und trocknet die organische Phase über 
MgSO4. Nach der säulenchromatographischen Reinigung (240g Säule, CycH -> CycH/EtOAc 40:1) erhält man 
500 mg eines gelben Feststoffes (1.15 mmol, 57%). 
RF-Wert = 0.81 (CycH/EtOAc 4:1) 
1H NMR (CDCl3) δ(ppm) = 1.28 (s, 10H, CH2), 1.43 (m, 6H, CH2), 1.84 (m, 2H, CH2), 3.33 (t, 2H, J = 6.9 Hz, 
BrCH2), 3.38 (t, 2H, J = 7.7 Hz, PyrenCH2), 7.26 (m, 1H, CHarom), 7.85-8.30 (m, 8H, CHarom) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 28.2-29.8 (CH2), 31.9 (CH2), 32.8 (CH2), 33.6 (PyrenCH2),  34.1 (BrCH2), 123.5 – 
131.4 (C/CHarom) 
Elementaranalyse für C27H31Br: gef. C: 72.35, H: 7.09, Br: 18.30 
ber. C: 74.47, H: 7.18, Br: 18.35 
 
11-Thioacetyl-1-(pyrenyl)undecan 98 (OK 346) 
900 mg (2.07 mmol) 11-Brom-1-(pyrenyl)undecan 97 werden unter Argonatmosphäre in einem ausgeheizten 100 
ml Schlenkkolben in 30 ml trockenem THF gelöst, Nach der Zugabe von 480 mg (4.14 mmol) KSAc, lässt man 
das Reaktionsgemisch für 16 h unter Rückfluss und Feuchtigkeitsausschluss rühren. Das Lösungsmittel wird 
anschließend am Rotationsverdampfer entfernt, der Rückstand zwischen 50 ml Dichlormethan und 20 ml Brine 
extrahiert und die rotbraune organische Phase über MgSO4 getrocknet. Nach der säulenchromatographischen 
Reinigung (80g Säule, CycH/EtOAc 10:1) erhält man 830 mg eines gelben Feststoffes (1.90 mmol, 92%). 
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RF-Wert = 0.73 (CycH/EtOAc 4:1) 
1H NMR (CDCl3) δ(ppm) = 1.28 (s, 12H, CH2),  1.43 (m, 4H, CH2), 1.84 (m, 2H, CH2), 2.36 (s, 3H, CH3), 2.87 
(t, 2H, J = 7.2 Hz, SCH2), 3.34 (t, 2H, J = 7.7 Hz, PyrenCH2), 7.26 (m, 1H, CHarom), 7.85-8.30 (m, 8H, CHarom) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 28.7-29.8 (CH2), 30.6 (CH3), 31.9 (S-CH2), 33.6 (PyrenCH2), 123.5 – 131.4 (C/ 
CHarom), 196.0 (C(O)) 
 
11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 (OK 348) 
1.00 g (2.40 mmol) 11-Thioacetyl-1-(pyrenyl)undecan 98 werden in einem 250 ml Einhalskolben in 80 ml 1-
Butanol gelöst. Nach der Zugabe von 640 mg (16.8 mmol) NaOH, lässt man das Reaktionsgemisch für 3½ h 
unter Rückfluss rühren. Das Lösungsmittel wird anschließend am Rotationsverdampfer entfernt, der Rückstand 
zwischen 100 ml Essigester und 50 ml Brine extrahiert und die orangebraune organische Phase über MgSO4 
getrocknet. Nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g Säule, CycH/EtOAc 10:1) erhält man 590 mg 
eines gelben Feststoffes (1.52 mmol, 64%). Jedoch ist dies ein Gemisch aus dem Disulfid und dem Thiol im 
Verhältnis 4:6. 
RF-Wert = 0.90 (CycH/EtOAc 4:1) 
1H NMR (CDCl3) δ(ppm) = 1.28 (s, 12H, CH2),  1.43 (m, 4H, CH2), 1.84 (m, 2H, CH2), 2.51(q, 2H, J = 5.4 Hz, 
HSCH2), 2.67 (t, 2H, J = 7.2 Hz, SSCH2), 3.34 (t, 2H, J = 7.7 Hz, PyrenCH2), 7.85-8.30 (m, 8H, CHarom) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 28.7-29.8 (CH2), 33.9 (HSCH2), 34.0 (PyrenCH2), 39.2 (SSCH2), 123.5 – 131.4 (C/ 
CHarom) 
 
11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 (OK 372) 
590 mg (0.76 mmol) des Gemisches aus 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 und 1-(pyrenyl)undecandisulfid 99 
werden in einem 50 ml Schlenkkolben in 10 ml Dichlormethan gelöst. Nach der Zugabe von 120 mg (0.76 
mmol) DTT, lässt man das Reaktionsgemisch für 10 min im Ultraschallbad unter einen leichten Argonstrom 
entgasen und anschließend für 16 h bei Raumtemperatur rühren. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdamp-
fer entfernt, der Rückstand zwischen Cyclohexan und Methanol extrahiert. Es konnte aber mittels NMR keine 
Veränderung im Verhältnis zwischen Thiol und Disulfid nachgewiesen werden. 
 
11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 (OK 372-2) 
590 mg (0.76 mmol) des Gemisches aus 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 und 1-(pyrenyl)undecandisulfid 99 
werden in einem 50 ml Schlenkkolben in 10 ml Dichlormethan gelöst, Nach der Zugabe von 120 mg (0.76 
mmol) DTT und 0.3 ml Triethylamin, lässt man das Reaktionsgemisch für 10 min im Ultraschallbad unter einen 
leichten Argonstrom entgasen und anschließend für 16 h bei Raumtemperatur rühren. Das Lösungsmittel wird 
am Rotationsverdampfer entfernt, der Rückstand zwischen Cyclohexan und Methanol extrahiert. Es konnte aber 
mittels NMR keine Veränderung im Verhältnis zwischen Thiol und Disulfid nachgewiesen werden. 
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11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 (OK 387) 
540 mg (0.75 mmol) des Gemisches aus 11-Thio-1-(pyrenyl)undecan 91 und 1-(pyrenyl)undecandisulfid 99 
werden in einem 50 ml Schlenkkolben in 40 ml trockenen DMF gelöst, Nach der Zugabe von 500 mg (3.00 
mmol) DTT lässt man das Reaktionsgemisch für 10 min im Ultraschallbad unter einen leichten Argonstrom 
entgasen und anschließend für 16 h bei Raumtemperatur rühren. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdamp-
fer entfernt, der Rückstand zwischen Cyclohexan und Methanol extrahiert. Es konnte aber mittels NMR keine 
Veränderung im Verhältnis zwischen Thiol und Disulfid nachgewiesen werden. 
 
2´-Azido-2´-desoxyuridin 100 (OK 357) 
470 mg (18.0 mmol) LiF werden in einem 100 ml Einhalskolben in 20 ml trockenem DMF suspendiert und auf 
105°C erwärmt. Zur dem Reaktionsgemisch gibt man 10 ml TMEDA und 2.4 ml (18.0 mmol) Me3SiN3 und nach 
weiteren 30 min rühren 2.26 g (10.0 mmol) Arabino-O2,O2´-anhydrouridin 47 hinzu. Nachdem die Suspension 
für 48 h bei 110°C rührt, entfernt man das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer und gibt zu dem Rückstand 5 
ml MeOH und 20 ml EtOAc hinzu. Der ausgefallene Feststoff wird abfiltriert und die Lösung eingeengt. Nach 
der säulenchromatographischen Reinigung (40g Säule, EtOAc/MeOH 5:1) erhält man 1.55 g eines gelben Fest-
stoffes (5.75 mmol, 58%).  
RF-Wert = 0.73 (EtOAc/MeOH 5:1) 
1H NMR (DMSO-d6) δ(ppm) = 3.91 (m, 1H, CH(C4´)), 4.03 (m, 1H, CH(C2´)), 4.29 (m, 1H, CH(C3´)), 5.27 (s, 
1H, OH), 5.86 (d, 1H, J = 8 Hz, (CH5)), 6.05 (d, 1H, J = 4.2 Hz (CH1´)), 7.86 (d, 1H, J = 8 Hz, (CH6)), 11.42 
(s(b), 1H, NH) 
13C NMR (DMSO-d6) δ(ppm) = 60.2 (CH2(C5´)), 64.6 (CH(C1´)), 70.4 (CH(C2´)), 85.2 (CH(C3´)), 85.6 
(CH(C4´)), 102.0 (CH(CH5)), 140.1 (CH(CH6)), 150.4 (C(C4)), 163.3 (C(C2)) 
 
2-Propargylcholesterol 109 (OK 377) 
8.20 g (21.2 mmol) Cholesterol und 50 mg TBAB werden in einem 250 ml Einhalskolben in 75 ml THF gelöst 
und auf 0°C gekühlt. Nach der Zugabe von 7.00 ml einer 50%igen KOH-Lösung und nach weiteren 5 min 4.57 
ml (23.0 mmol) einer Lösung von 80wt% Propargylbromid in THF rührt das Reaktionsgemisch über Nacht bei 
Raumtemperatur. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und der Rückstand zwischen 500 ml 
CH2Cl2 und 100 ml einer gesätt. NH4Cl-Lösung extrahiert. Die organische Phase wird über MgSO4 getrocknet, 
abfiltriert und eingeengt. Nach der säulenchromatographischen Reinigung (800 g Säule, CycH/EtOAc 4:1) erhält 
man 1.70 g eines gelben Feststoffes (4.00 mmol, 19%). 
RF-Wert = 0.84 (CycH/EtOAc 4:1) 
4-173 
1H NMR (CDCl3): δ(ppm) = 0.63 (s, 3H, CH3),  0.85 – 0.91 ( m, 12H, CH3),  1.01 – 2.03 (m, 22H, CH+CH2),  
2.34 (m, 2H, O-CH-CH2-C=CH),  2.39 (s, 1H, CCH), 3.36 (m, 1H, OCH), 4.18 (d, 2H, J = 2.4 Hz, OCHCC), 
5.39 (d, 1H, J= 3.6 Hz, C=CH) 
13C NMR (CDCl3): δ(ppm) = 20.1 – 42.2 (CH+CH2+CH3), 50.1 (CH), 55.0 (CCH2O), 56.1 (CH), 56.7 (CH), 
73.7 (CCH), 78.1 (O-CH), 80.4 (CCH), 121.8 (C=CH), 140.5 (CH=C) 
 
N2´-(4-(Cholesteryloxymethyl)-1H-1,2,3-triazol-1-yl)uridin 106a (MF 48) 
1. Ansatz: 
170 mg (0.40 mmol) 2-Propargylcholesterol 109 werden zu 8.00 ml (0.40 mmol) einer 0.05 M Lösung von 2’-
Azido-2’-desoxyuridin 100 in Acetonitril gegeben und mit 0.80 ml Wasser versetzt. Ein mit konz. Salpetersäure 
behandelter Kupferdraht wurde hinzugegeben. Die Lösung wurde zusammen mit dem Kupferdraht 1 h bei 35 °C 
gerührt. Danach wurde der Draht entfernt und bei 35 °C gerührt. Nach 72 h wurde mittels DC kein Umsatz fest-
gestellt. 
2. Ansatz: 
170 mg (0.40 mmol) 2-Propargylcholesterol 109 werden zu 8.00 ml (0.4 mmol) einer 0.05 M Lösung von 2’-
Azido-2’-desoxyuridin 100 in Acetonitril gegeben und mit 0.80 ml Wasser versetzt. 5 mg (0.03 mmol) CuI wer-
den hinzugegeben. Die Lösung wird 48 h bei 35 °C gerührt. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer 
entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch gereinigt (40 g Säule, CH2Cl2/MeOH 10:1). Man erhält 60 
mg eines farblosen Feststoffes (0.09 mmol, 23 %). 
RF-Wert = 0.36 (CH2Cl2/MeOH; 10:1) 
3. Ansatz: 
170 mg (0.40 mmol) 2-Propargylcholesterol 109 werden zu 8.00 ml (0.40 mmol) einer 0.05 M Lösung von 2’-
Azido-2’-desoxyuridin 100 in Acetonitril gegeben und mit 0.80 ml Wasser versetzt. 380 mg (2.00 mmol) CuI 
werden hinzugegeben. Die Lösung wird 48 h bei 35 °C gerührt. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdamp-
fer entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch gereinigt (40 g Säule, CH2Cl2/MeOH 10:1). Man erhält 
180 mg eines farblosen Feststoffes (0.21 mmol, 69 %). 
RF-Wert = 0.36 (CH2Cl2/MeOH; 10:1) 
4. Ansatz: 
140 mg (0.50 mmol) 2´-Azido-2´-desoxyuridin 100 und 210 mg (0.50 mmol) 2-Propargylcholesterol 109 werden 
in einen 25 ml Einhalskolben in einen Gemisch von 6 ml THF und 6 ml Wasser suspendiert. Nach der Zugabe 
von 40 mg (0.20 mmol) Natriumascorbat und 15 mg (0.10 mmol) Kupfersulfat lässt man das Reaktionsgemisch 
über Nacht rühren. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und der Rückstand säulenchroma-
tographisch gereinigt (40 g Säule, CH2Cl2/MeOH 5:1). Man erhält 180 mg eines farblosen Feststoffes (0.26 
mmol, 52 %). 
RF-Wert = 0.36 (CH2Cl2/MeOH; 10:1) 
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1H-NMR (CD3OD): δ = 0.53 (s, 3H, CH3),  0.71 – 0.86 ( m, 12H, CH3),  1.01 – 2.03 (m, 28H, CH+CH2), 2.34 
(d, 2H, J = 7.5 Hz, O-CH-CH2-C=CH), 3.21 (m, 1H, OCH), 3.72 (m, 2H, CH2 (C5´)),  4.15 (s, 1H, CH(C4´)), 
4.41 (s, 1H, CH(C3´), 4.50 (s, 2H, OCH2), 5.22 (d, 1H, J= 3.6 Hz, C=CH), 5.27 (m, 1H, CH (C2´)), 5.61 (d, 1H, 
J = 8 Hz, CH(C5)), 6.45 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.88 (s, 1H, NCH), 7.92(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CD3OD): δ = 20.1 – 42.2 (CH+CH2+CH3), 60.8 (OCH2), 61.1 (CH2(C5´)), 65.6 (CH(C2´)), 70.7 
(CH(C3´)), 79.1 (OCH), 85.8 (CH(C4´)), 86.5 (CH(C1´)), 102.8, (CH5), 121.8 (C=CH), 140.3 (CH6), 144.7 
(CH=C), 150.5 (C2), 163.8 (C4) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C39H60N5O6 gef.: 694.4470 
ber.: 694.4538 
 
N2´-(4-(Decyl)-1H-1,2,3-triazol-1-yl)uridin 106c (MF 49) 
1. Ansatz: 
0.09 ml (0.40 mmol) 1-Dodecin 108 werden zu 4 ml einer 0.1 M Lösung (0.40 mmol) von 2’-Azido-2’-
deoxyuridin 100 in Acetonitril gegeben und mit 0.4 ml Wasser versetzt. Ein mit konz. Salpetersäure behandelter 
Kupferdraht wird hinzugegeben. Die Lösung wird zusammen mit dem Kupferdraht 1 h bei 35 °C gerührt. Da-
nach wird der Draht entfernt und das Reaktionsgemisch 72 h bei 35 °C gerührt. Das Lösungsmittel wird am 
Rotationsverdampfer entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (40 g Säule, CH2Cl2/MeOH 10:1) 
gereinigt Man erhält 10 mg eines farblosen Feststoffes (0.02 mmol, 6 %). 
RF-Wert = 0.62 (CH2Cl2/MeOH 10:1) 
 
2. Ansatz: 
0.09 ml (0.40 mmol) 1-Dodecin 108 werden zu 4 ml einer 0.1 M Lösung (0.40 mmol) von 2’-Azido-2’-
deoxyuridin 100 in Acetonitril gegeben und mit 0.4 ml Wasser versetzt. 30 mg (0.16 mmol) CuI werden hinzu-
gegeben. Die Lösung wird für 72 h bei 35 °C gerührt. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt 
und der Rückstand säulenchromatographisch (40 g Säule, CH2Cl2/MeOH 10:1) gereinigt Man erhält 100 mg 
eines farblosen Feststoffes (0.23 mmol, 57 %). 
RF-Wert = 0.62 (CH2Cl2/MeOH 10:1) 
3. Ansatz:  
190 mg (0.70 mmol) 2´-Azido-2´-desoxyuridin 100 und 0.15 ml (0.70 mmol) 1-Dodecin 108 werden in einem 25 
ml Einhalskolben in 10 ml Methanol gelöst. Nach der Zugabe von 55 mg (0.28 mmol) Natriumascorbat und 20 
mg (0.14 mmol) Kupfersulfat lässt man das Reaktionsgemisch über Nacht rühren. Das Lösungsmittel wird am 
Rotationsverdampfer entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch gereinigt (40 g Säule, EtOAc/MeOH 
10:1). Man erhält 180 mg eines farblosen Feststoffes (0.26 mmol, 52 %). 
RF-Wert = 0.40 (EtOAc/MeOH 10:1) 
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1H-NMR (CDCl3): δ = 0.78 (t, 3H, J = 6.6 Hz, CH3),  1.16 (s, 14H, CH2),  1.55 (s, 2H, CH2),  2.58 (m, 2H, 
NCHCH2), 3.72 (m, 2H, CH2 (C5´)),  4.20 (s, 1H, CH(C4´)), 4.48 (s, 1H, CH(C3´), 5.25 (m, 1H, CH (C2´)), 5.66 
(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.47 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.62 (s, 1H, NCH), 7.94(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 13.8 (CH3), 22.4 – 31.7 (CH2), 61.1 (CH2(C5´)), 65.6 (CH(C2´)), 70.7 (CH(C3´)), 
86.1(CH(C4´)), 86.5(CH(C1´)), 102.8,(CH5), 140.4(CH6), 150.6 (C2), 163.8 (C4) 




60 mg ml (0.14 mmol) Pyrenbuttersäurepropargylamid 110 werden zu 2.80 ml einer 0.05 M Lösung (0.14 mmol) 
von 2’-Azido-2’-Deoxyuridin 100 in Acetonitril gegeben und mit 0.28 ml Wasser versetzt. 11 mg (0.06 mmol) 
CuI werden hinzugegeben. Die Lösung wird für 72 h bei 35 °C gerührt. Das Lösungsmittel wird am Rotations-
verdampfer entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (40 g Säule, CH2Cl2/MeOH 10:1) gereinigt 
Man erhält 10 mg eines gelblichen Feststoffes (0.02 mmol, 17 %). 
RF-Wert = 0.23 (CH2Cl2/MeOH 10:1) 
1H-NMR (DMSO-d6): δ = 2.29 (m, 2H, CH2), 2.51 (m, 2H, NCHCH2), 3.33 (m, 2H, CH2); 3.68 (m, 2H, CH2 
(C5´)), 4.09 (s, 1H, CH(C4´)), 4.13 (m, 2H, CH2); 4.35 (d, 2H, J = 5.4 Hz, CH2); 4.41 (s, 1H, CH(C3´), 5.33 (m, 
1H, 5´-OH); 5.39 (m, 1H, CH (C2´)), 5.70 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.90 (d, 1H, J = 5.4 Hz, 3´-OH); 6.46 (d, 
1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.96 (s, 1H, NCH), 8.02(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)), 7.93 - 8.29 (m, 9H, CHarom); 11.4 (s, 
1H, NH) 
13C-NMR (DMSO-d6): δ = 27.4 (CH2), 30.2 (CH2), 32.2 (CH2), 34.7 (CH2), 48.5 (CH), 60.3 (CH2(C5´)), 69.1 
(CH(C2´)), 70.7 (CH(C3´)), 85.6(CH(C4´)), 85.7(CH(C1´)), 102.5,(CH5), 106.3 (C), 119.5 (C), 123.5 (CH), 
124.7 (CH), 124.9 (CH), 126.1 (CH), 126.4 (CH), 127.2 (CH), 127.4 (CH), 127.5 (CH), 128.1 (CH), 129.2 (C), 
130.4 (C), 130.8 (C), 136.5 (C), 140.0 (CH6), 144.6 (C), 150.3 (C2), 162.9 (C4), 171.8 (C) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C32H31N6O6 gef.: 595.2321 
ber.: 595.2249 
 
Arabino-O2,O2´-anhydro-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 111 (OK-117) 
1.00 g (4.50 mmol) Arabino-O2,O2´-anhydrouridin 41 werden in 10 ml trockenem Pyridin in einem ausgeheiz-
ten 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 1.75 g (5.00 mmol) 4,4´-
Dimethoxytritylchlorid und 500 mg DMAP rührt die orange Suspension über Nacht bei Raumtemperatur unter 
Argonatmosphäre. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt und der Rückstand 
säulenchromatographisch (300 g Säule, EtOAc/MeOH 2% -> 20%) gereinigt. Man erhält nach dem Abrotieren 
der relevanten Fraktionen 2.17 g eines farblosen Feststoffes (4.10 mmol, 90%). 
4-176 
1H-NMR (CDCl3): δ = 3.02 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.89 (s, 6H, OCH3), 4.12 (m, 1H, CH (C4´)), 4.47 (m, 1H, 
CH(C3´)), 4.94 (s, 1H, CH(C2´)), 6.04 (d, 1H, J = 7.5 Hz, CH(C5)), 6.11 (d, 1H, J = 6 Hz, CH(C1´)), 6.96 (m, 
4H, (CHarom)), 7.44 (m, 9H, (CHarom))  7.59 (d, 1H, J = 7.5 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 55.2 (OCH3), 60.3 (CH2(C5´)), 86.1 (CH(C4´)), 88.4 (CH(C2´)), 89.1 (CH(C3´)), 90.1 
(CH(C1´)), 109.8 (C5), 113.1 (CHarom), 127.8 (CHarom), 129.7 (CHarom), 129.8 (CHarom), 135.3 (Carom), 135.4 (C6), 
144.3 (Carom), 158.4 (C2), 172.2 (C4) 
 
N2´,O3´-(2-(Trichloromethyl)oxazolino)-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin (OK-126) 
1.10 g (2.10 mmol) Arabino-O2,O2´-anhydro-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 111 werden in 5.00 ml (49.9 
mmol) CCl3CN in einem 100 ml Einhalskolben gelöst. Nach der vorsichtigen Zugabe von 400 mg (1.05 mmol) 
NaH wird die Suspension für 18 h bei 90°C gerührt. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer weitest-
gehend entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (120 g Säule, CH2Cl2/MeOH 
10:1) 960 mg eines gelben Feststoffes (1.42 mmol, 68%). 
RF-Wert = 0.86 (CH2Cl2/MeOH 10:1) 
 
N2´-Amino-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 112 (OK-127) 
300 mg (0.45 mmol) N2´,O3´-(2-(Trichloromethyl)oxazolino)-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl-)uridin werden in 5.00 
ml 80%iger Essigsäure für 18 h bei Raumtemperatur in einem 10 ml Einhalskolben gerührt. Anschließend wird 
das Lösungsmittel mit Hilfe von 10 ml MeOH am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt und man erhält 
nach der säulenchromatographischen Reinigung (30g Säule, CH2Cl2/MeOH 5:1) 50 mg eines farblosen Feststof-
fes (0.20 mmol, 46%). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 3.32 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.55 (m, 1H, CH (C2´)), 3.60 (s, 6H, CH3-O), 4.15 (s, 1H, 
CH(C3´)), 4.21 (s, 1H, CH(C4´)), 5.26 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.87 (d, 1H, J = 6 Hz, CH(C1´)), 6.73 (m, 4H, 
(CHarom)), 7.12 (m, 9H, (CHarom)) 7.66 (d, 1H, J =  8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 55.2 (OCH3), 63.4 (CH2(C5´)), 71.6 (CH(C3´)), 85.3 (CH(C1´)), 86.9 (CH(C4´)), 89.1 
(CH(C2´)), 102.5 (C5), 113.2 (CHarom), 127.9 (CHarom), 128.1 (CHarom), 130.0 (CHarom), 135.3 (Carom), 140.1 (C6), 
144.1 (Carom), 151.4 (C2), 158.6 (Carom), 163.2 (C4) 
 
N2´-Amino-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 112 (OK-129) 
300 mg (0.45 mmol) N2´,O3´-(2-(Trichloromethyl)oxazolino)-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl-)uridin werden in 5 ml 
Ethanol in einem 10 ml Einhalskolben gelöst. Nach der Zugabe von 0.56 ml einer 6N NaOH–Lösung wird die 
Reaktionsmischung für 16 h unter Rückfluss gerührt. Anschließend werden zwischen 100 ml Dichlormethan und 
50 ml einer gesätt. NH4Cl-Lösung extrahiert und die organische Phase über MgSO4 getrocknet. Nach dem Ab-
filtrieren des Feststoffes und dem Abrotieren des Lösungsmittel am Rotationsverdampfer erhält man nach der 
4-177 
säulenchromatographischen Reinigung (30 g Säule, CH2Cl2/MeOH 9:1) 150 mg eines farblosen Feststoffes (0.26 
mmol, 57%). 
RF-Wert = 0.55 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 3.32 (m, 2H, CH2(C5´)), 3.55 (m, 1H, CH(C2´)), 3.60 (s, 6H, OCH3),  4.15 (s, 1H, 
CH(C3´)), 4.21 (s, 1H, CH(C4´)), 5.26 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.87 (d, 1H, J = 6 Hz, CH(C1´)), 6.73 (m, 4H, 
(CHarom)), 7.12 (m, 9H, (CHarom))  7.66 (d, 1H, J =  8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 55.2 (OCH3), 63.4 (CH2(C5´)), 71.6 (CH(C3´)), 85.3 (CH(C1´)), 86.9 (CH(C4´)), 89.1 
(CH(C2´)), 102.5 (C5), 113.2 (CHarom),  127.9 (CHarom), 128.1 (CHarom), 130.0 (CHarom), 135.3 (Carom), 140.1 
(C6), 144.1 (Carom), 151.4 (C2), 158.6 (Carom), 163.2 (C4) 




660 mg (1.20 mmol) N2´-Amino-2´desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 112 werden in 10 ml trockenem 
CH2Cl2 gelöst. 370 mg (2.40 mmol) TBDMSCl und 1.47 g (10.00 mmol) DBU werden hinzugefügt und die 
Reaktionsmischung für 16 h bei Raumtemperatur gerührt. Der entstandene weißgelbe Niederschlag wird abfilt-
riert, das Filtrat zwischen 100 ml Dichlormethan und 50 ml einer gesätt. NH4Cl-Lösung extrahiert und die orga-
nische Phase über MgSO4 getrocknet. Nach dem Abfiltrieren des Feststoffes und dem Abrotieren des Lösungs-
mittels am Rotationsverdampfer erhält man 710 mg eines farblosen Feststoffes. (1.00 mmol, quant.). 
 
N2´-Palmitylamido-O4´-(tertbutyldimethylsilyl)-O5´-(4,4-dimethoxytrityl)uridin 115 
100 mg (0.15 mmol) N2´-Amino-2´desoxy-O4´-(tertbutyldimethylsilyl)-O5´-(4,4-dimethoxytrityl)uridin 113 
werden in 5 ml trockenem DMF in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben gelöst. Unter Rühren werden 40 
mg (0.20 mmol) DCC, 40 mg (0.16 mmol) Palmitinsäure und anschließend 40 mg (0.35 mmol) HOBT hinzuge-
fügt. Nachdem die Reaktionsmischung für 16 h bei Raumtemperatur rührt, wird der entstandene weißgelbe Nie-
derschlag abfiltriert, das Filtrat zwischen 50 ml Dichlormethan und 20 ml einer gesätt. NH4Cl-Lösung extrahiert 
und die organische Phase über MgSO4 getrocknet. Es wurden nur die Edukte zurück erhalten. 
 
N2´-Palmitylamido-O4´-(tertbutyldimethylsilyl)-O5´-(4,4-dimethoxytrityl)uridin 115 
230 mg (0.35 mmol) N2´-Amino-2´desoxy-O4´-(tertbutyldimethylsilyl)-O5´-(4,4-dimethoxytrityl)uridin 113 
werden in 10 ml trockenem Dichlormethan in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben gelöst. Unter Rühren 
werden 80 mg (0.32 mmol) Palmitinsäure, 130 mg (0.65 mmol) EDC und 10 mg DMAP hinzugefügt. Nachdem 
die Reaktionsmischung für 16 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre rührt, wird der entstandene weiß-
gelbe Niederschlag abfiltriert, das Filtrat zwischen 50 ml Dichlormethan und 20 ml einer gesätt. NH4Cl-Lösung 




110 mg (0.17 mmol) N2´-Amino-2´desoxy-O4´-(tertbutyldimethylsilyl)-O5´-(4,4-dimethoxytrityl)uridin 113 
werden in 2 ml trockenem Dichlormethan in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben gelöst. Nachdem die 
Lösung mittels eines Eisbades auf 0°C abgekühlt ist, wird unter Rühren 0.06 ml (0.40 mmol) Triethylamin hinzu 
gegeben und nach weiteren 30 min 500 mg (0.17 mmol) Ölsäurechlorid. Das Reaktionsgemisch wird anschlie-
ßend 4 h bei Raumtemperatur unter Argonatmosphäre gerührt, der entstandene Niederschlag abfiltriert, das Filt-
rat zwischen 50 ml Dichlormethan und 20 ml einer gesätt. NH4Cl-Lösung extrahiert und die organische Phase 
über MgSO4 getrocknet. Nach dem Abfiltrieren des Feststoffes und dem Abrotieren des Lösungsmittels am Rota-
tionsverdampfer erhält man nach der säulenchromatographischen Reinigung (30g Säule, CycH/EtOAc 4:1) 60 
mg eines farblosen Feststoffes (0.07 mmol, 41 %). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.01 (6H, s, SiCH3), 0.90 (s, 9H,  CH3), 0.92 (t, 3H, J = 6.1 Hz,  CH3), 1.26 (s, 20H, 
CH2), 1.62 (m, 2H , CO-CH2-CH2-CH2), 2.01 (d, 4H, J = 5.6Hz, CH2CH2-CH=CH), 2.12 (m, 2H, CO-CH- CH2), 
3.35 (m, 2H, CH2(C5´)), 3.83 (m, 6H, OCH3), 4.62 (m, 1H, CH(C4´)), 4.71 (m, 2H, CH(C3´)+(C2´)) 5.39 (m, 
2H, CH2-CH=CH), 5.55 (d, 1H, J = 8Hz, CH(CH5)), 6.81 (m, 4H, (CHarom)), 7.17 (m, 3H, (CHarom)), 7.35 (m, 
4H, (CHarom)), 7.49 (m, 2H, (CHarom)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = -4.6 (Si-CH3), 14.1 (CH3), 18.0 (SiC), 22.7 (CH2-CH2-CH3), 25.4 (Si-CH3), 25.7 (CH2), 
27.2 (CH2-CH2-CH), 29.1-29.8 (CH2), 32.0 (CH2-CH2-CH3), 36.5 (CO-CH2-CH2), 55.3 (OCH3), 63.2 
(CH2(C5´)), 76.6 (CH(C3´)), 86.0 (CH(C2´)), 86.8 (CH(C4´)-O), 90.5 (CH(C1´)), 102.9 (C5), 113.3 (CHarom),  
127.1 (CHarom), 128.0 (CHarom), 129.1 (CHarom), 135.0 (Carom), 139.5 (C6), 144.0 (Carom), 150.8 (C2), 158.7 
(Carom), 162.9 (C4), 173.2 (NHC(O))m 
 
N2´-(Nonylamino)-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 116 
500 mg (0.92 mmol) N2´-Amino-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 112 werden mit 140 mg (1.00 mmol) Nonanal 
15 min bei 0°C in einem 50 ml Einhalskolben in 15 ml Methanol gerührt. Anschließend wird eine Lösung von 20 
mg (0.32 mmol) NaCNBH3 in 5 ml Methanol innerhalb von 30 Minuten dazugetropft. Danach wird die Mi-
schung erst 2 Stunden bei 0°C und anschließend über Nacht bei Raumtemperatur gerührt, wobei die Suspension 
in eine klare Lösung überging. Nach dem Einengen der Mischung im Vakuum wird je 2-mal mit je 10 ml Wasser 
und 2-mal mit je 10 ml Brine gewaschen bevor die wässrige Phase dreimal mit je 20 ml Diethylether extrahiert 
wird. Die organische Phase wird über MgSO4 getrocknet, abfiltriert und das Lösungsmittel am Rotationsver-
dampfer weitestgehend entfernt. Man erhält nach der säulenchromatographisch Reinigung (120 g Säule, 
CHCl3/MeOH 30:1) 60 mg eines farblosen Feststoffes (0.83 mmol, 90 %). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.86 (t, 1 H, J = 6 Hz, CH3), 1.28 (s, 12 H, CH2), 1.42 (s, 4H, CH2), 2.12 (m, 2H, CH2), 
3.81 (s, 6H, OCH3, CHarom); 4.00 (m, 4H, CH2(C5´)+CH(C4`)+CH(C2´), 4.71 (m, 1H, CH(C3´),  5.82 (s, 1H, 
CH(C1´), 5.95 (d, 1H, J = 8Hz, CH5),  6.86 (4 H, d, J = 9 Hz, CHarom), 7.36 (m, 4 H,  CHarom), 7.79 (m. 4H, CHa-
rom) 
4-179 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.6 (CH2), 26.0 (CH2), 29.2-29.9 (CH2), 31.8 (CH2), 55.2 (OCH3), 87.0 
(CH(C1´)), 102.2 (CH(C5)), 113.2 (CHarom), 127,0/128,0/129,9 (CHarom), 134.9 (Carom); 144.2 (C(C2)), 158.6 
(C(C4)), 163.2 (CH(C6)) 
 
2,3-Bis(octadecycloxy)propanal 118 
2.98 g (5.00 mmol) 2,3-Bis(octadecyloxy)propan-1-ol 117 werden in einem 250 ml Einhalskolben in 35 ml 
CH2Cl2 bei 0°C zu einer Lösung von 2.35 g (5.55 mmol) Dess-Martin-Periodinan in 100 ml Dichlormethan ge-
tropft und 30 min bei 0°C gerührt. Nach 4 h Rühren bei Raumtemperatur wird das Reaktionsgemisch 4-mal mit 
je 30 ml einer gesättigt. KHCO3-Lösung, 4-mal mit je 30 ml einer 1.60 M Na2S2O3-Lösung und 3-mal mit je 30 
ml Wasser gewaschen. Die organische Phase wird über MgSO4 getrocknet, abfiltriert und das Lösungsmittel am 
Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt. Man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (120g 
Säule, CycH/EtOAc 50:1) 2.30 g eines farblosen Wachses (4.80 mmol, Quant.). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.87 (t, 6 H, J = 61 Hz, CH3), 1.24 (s, 60 H, CH2), 3.61 (m, 7 H, OCH2), 9.71 (s, 1 H, 
CHO) 
 
N2´-(2, 3-Bis(octadecyloxy)propanylamino)-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 119 
500 mg (0.92 mmol) N2´-Amino-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 112 werden mit 590 mg (1.00 mmol) 2,3-
Bis(octadecyloxy)propanal 118 15 min bei 0°C in einem 50 ml Einhalskolben in 15 ml Methanol und 10 ml 
Cyclohexan gerührt. Anschließend wird eine Lösung von 20 mg (0.32 mmol) NaCNBH3 in 5 ml Methanol in-
nerhalb von 30 Minuten dazugetropft. Danach wird die Mischung erst 2 Stunden bei 0°C und dann über Nacht 
bei Raumtemperatur gerührt, wobei die Suspension in eine klare Lösung überging. Nach dem Einengen der Mi-
schung im Vakuum wird je zweimal mit je 10 ml Wasser und zweimal mit je 10 ml Brine gewaschen, bevor die 
wässrige Phase dreimal mit je 20 ml Diethylether extrahiert wird. Die organische Phase wird über MgSO4 ge-
trocknet, abfiltriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt. Man erhält nach der 
säulenchromatographischen Reinigung (120 g Säule, CHCl3 -> CHCl3/MeOH 30:1) 120 mg eines farblosen 
Feststoffes (0.11 mmol, 12 %). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.86 (t, 1 H, J = 6 Hz, CH3), 1.28 (s, 60 H, CH2), 1.53 (s, 4H, CH2), 3.8 (s, 6H, OCH3, 
DMTr); 4.00 (m, 4H, CH2(C5´)+CH(C4`)+CH(C2´),  5.21 (s, 1H, CH(C1´), 6.08 (d, 1H, J = 8Hz, CH5),  6.86 (4 
H, d, J = 9 Hz, CHarom), 7.36 (m, 4 H,  CHarom), 7.79 (m. 4H, CHarom) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.6 (CH2), 26.0 (CH2), 29.2-29.9 (CH2), 31.8 (CH2), 55.1 (OCH3), 87.0 
(CH(C1´)), 102.2 (CH(C5)), 113.2 (DMTr), 127,0/128,0/129,9 (CHarom), 134.9 (Carom); 144.2 (C(C2)), 158.6 
(C(C4)), 163.2 (CH(C6)) 




450 mg (2.00 mmol) Arabino-O2,O2´-anhydrouridin 41, 450 mg (3.00 mmol) NaI und 570 mg (3.00 mmol) 
TsOH•H2O werden in 20 ml MeOH in einem 50 ml Einhalskolben gelöst und für 3 h bei 50°C gerührt. Nachdem 
die Suspension abgekühlt ist, wird der Niederschlag abfiltriert und dem Filtrat 2.00 ml einer gesättigten 
Na2S2O3–Lösung beigesetzt. Die gelbe Reaktionsmischung wird 15 min in einen Ultraschallbad entfärbt und das 
Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt. Man erhält nach der säulenchromatographischen 
Reinigung (120 g Säule, CHCl3/MeOH 3:1) 700 mg eines gelben Schaums. Da dieser noch Iod enthält, wird der 
Feststoff nochmals in EtOH gelöst, mit 2 ml einer gesättigten Na2S2O3–Lösung versetzt, für 1 h in ein Ultra-
schallbad gehangen, der Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Man erhält 
520 mg eines farblosen Feststoffes (1.47 mmol, 73%). 
RF-Wert = 0.63 (CHCl3/MeOH 3:1) 
1H-NMR (DMSO-d6): δ = 3.58 (m, 2H, CH2(C5´)),  3.84 (m, 1H, CH(C4´)), 3.94 (m, 1H, CH (C3´)), 4.48 (m, 
1H, CH(C2´)), , 5.70 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C1´)), 6.20 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 7.87 (d, 1H, J =  8  Hz, 
CH(C6)), 11.4 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (DMSO-d6): δ = 32.2 (CH(C2´)), 60.7 (CH2(C5´)), 70.1 (CH(C3´)), 85.6 (CH(C1´)), 89.0 (CH(C4´)), 
102.2 (C5), 139.7 (C6), 150.7 (C2), 162.9 (C4) 
 
2´-Iod-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 120 (OK-325) 
1.00 g (2.35 mmol) O2,O2´-Anhydro-(O3´,O5´-(tetraisopropyldisilyl)-β-D-arabinofuranos-1-yl]uracil 47, 530 
mg (3.35 mmol) NaI und 670 mg (3.53 mmol) TsOH•H2O werden in 25 ml Aceton in einem 50 ml Einhalskol-
ben gelöst und für 3 h bei 50°C gerührt. Nachdem die Suspension abgekühlt ist, wird der Niederschlag abfiltriert 
und dem Filtrat 2 ml einer gesättigten Na2S2O3–Lösung beigesetzt. Die gelbe Reaktionsmischung wird 15 min in 
einen Ultraschallbad entfärbt und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt. Man erhält 
nach der säulenchromatographischen Reinigung (120 g Säule, CycH/EtOAc 4:1) 590 mg eines farblosen Fest-
stoffes (1.00 mmol, 43%). 
RF-Wert= 0.32 (CycH/EtOAc 4:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 1.01 (s, 32H, CH+CH3), 3.85 (m, 2H, CH2 (C5´)),  3.98 (m, 1H, CH(C4´)), 4.14 (m, 1H, 
CH (C3´)), 4.62 (m, 1H, CH(C2´)),  5.70 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 6.20 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 8.05 (d, 
1H, J =  8  Hz, CH(C6)), 9.52 (s, 1H, NH) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 13.0-13.4 (SiCH), 17.1-17.4 (CH3), 34.8 (CH(C2´)), 59.4 (CH2(C5´)), 67.91 (CH(C3´)), 
85.6 (CH(C1´)), 94.1 (CH(C4´)), 101.6 (C5), 141.2 (C6), 150.2 (C2), 163.8 (C4) 
 
2´-(3-Methoxy)phenyl-2´-desoxy-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 121 (OK-329) 
120 mg (0.20 mmol) 2´-Iod-2´-desoxy-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 120 werden in einem 
ausgeheizten 10 ml Schlenkkolben in 5 ml trockenem THF unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 
36 μL (0.25 mmol) TMEDA wird das Reaktionsgemisch mittels Trockeneis/Isopropanol auf -78°C abgekühlt. 
Anschließend tropft man 2.00 ml (0.50 mmol) einer 0.25 M Lösung von 3-MeOC6H4MgBr in THF hinzu und 2 
4-181 
mg (0.01 mmol) FeCl3. Die nun orangefärbende Suspension lässt man auf 0°C erwärmen und anschließend eine 
weitere Stunde bei 0°C rühren. Man beendet die Reaktion durch Zugabe von einer 25% NH4OH-Lösung, ent-
fernt das organische Lösungsmittel am Rotationsverdampfer und extrahiert den Rückstand zwischen EtOAc und 
Wasser. Es konnte kein Produkt nachgewiesen werden. 
 
2´-Allyl-2´-desoxy-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 122 (OK-330) 
120 mg (0.20 mmol) 2´-Iod-2´-desoxy-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 120 werden in einem 
ausgeheizten 10 ml Schlenkkolben in 5 ml trockenem THF unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 
36 μL (0.25 mmol) TMEDA wird das Reaktionsgemisch mittels Trockeneis/Isopropanol auf -78°C abgekühlt. 
Anschließend tropft man 0.50 mL (0.50 mmol) einer 1.00 M Lösung von Allylmagnesiumbromid in THF hinzu 
und 2 mg (0.01 mmol) NiCl3. Die nun orangefärbende Suspension lässt man auf 0°C erwärmen und anschließend 
eine weitere Stunde bei 0°C rühren. Man beendet die Reaktion durch Zugabe von einer 25% NH4OH-Lösung, 
entfernt das organische Lösungsmittel am Rotationsverdampfer und extrahiert den Rückstand zwischen EtOAc 
und Wasser. Es konnte kein Produkt nachgewiesen werden. 
 
2´-Allyl-2´-desoxy- O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 119 (OK-331) 
120 mg (0.20 mmol) 2´-Iod-2´-desoxy-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 120 werden in einem 
ausgeheizten 10 ml Schlenkkolben in 5 ml trockenem Dichlormethan unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der 
Zugabe von 7 mg (0.04 mmol) PdCl2 und 23 mg (0.04 mmol) (dppf)2 wird das Reaktionsgemisch auf 0°C abge-
kühlt. Anschließend tropft man langsam 0.50 ml (0.50 mmol) einer 1.00 M Lösung von Allylmagnesiumbromid 
in THF hinzu. Die nun gelbe Lösung lässt man auf Raumtemperatur erwärmen und anschließend über Nacht 
rühren. Man beendet die Reaktion durch Zugabe von 5 ml MeOH, entfernt das organische Lösungsmittel am 
Rotationsverdampfer und extrahiert den Rückstand zwischen Dichlormethan und Wasser. Es konnte kein Produkt 
nachgewiesen werden. 
 
2´-Phenyl-2´-desoxy-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-1,3-diyl)uridin 121 (OK- 322) 
In einem 50 ml Einhalskolben werden 660 mg (1.00 mmol) 2´-Iod-2´-desoxy-O3´,O5´-(tetraisopropyldisiloxan-
1,3-diyl)uridin 120, 250 mg (2.00 mmol) Phenylborsäure, 130 mg (0.50 mmol) PPH3, 25 mg (0.10 mmol) PdO-
Ac, 420 mg (3.00 mmol) K2CO3 und 650 mg (2.00 mmol) TBAB in 20 ml eines Gemisches aus DMF : Wasser 
(4:1) gelöst und für 20 h bei 90°C gerührt. Anschließend wird das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer ent-
fernt und der Rückstand zwischen Dichlormethan und Brine extrahiert. Die organische Phase wird über MgSO4 
getrocknet und eingeengt. Man kann lediglich mittels HPLC/MS das β-Eliminierungsproduk des Uridins nach-
weisen. 
 
5-(Tocopheroxyprop-1-ynyl)-2´-desoxyuridin 128 (OK-355) 
4-182 
1.42 g (4.00 mmol) 5-Iod-2´-desoxyuridin 124 werden in einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben unter Argon-
atmosphäre in 20 ml trockenem DMF gelöst. Anschließend gibt man der Lösung 240 mg (0.20 mmol) Pd(PPh3)4, 
75 mg (0.40 mmol) CuI, 1.20 ml (8.00 mmol) Triethylamin und 7.49 g (16.0 mmol) Tocopherolpropargylether 
126 hinzu und lässt die gelbe Lösung über Nacht unter Argonatmosphäre bei Raumtemperatur rühren. Das Lö-
sungsmittel des nun weinroten Reaktionsgemisches wird am Rotationsverdampfer mit Hilfe von Toluol weitest-
gehend entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (240 g Säule, CH2Cl2/MeOH 
9:1) 1.47 g eines gelben Feststoffes (2.10 mmol, 53%). 
RF-Wert = 0.25 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H NMR (CDCl3) δ(ppm) = 0.93 (m, 12H, CH3), 1.10 – 1.76 (m, 27H, CH/CH2), 2.05 (s, 3H, CH3), 2.14 (s, 3H, 
CH3), 2.18 (s, 3H, CH3), 2.33 (m, 2H, CH2), 2.37 (m, 1H, CH), 2.53 (m, 2H, CH2 (C2´)), 3.81 (m, 2H, CH2 
(C5´)), 4.03 (m, 1H, CH (C4´)), 4.51 (s, 3H, CH (C3´) + CCH2-O)), 6.18 (t, 1H, J = 9 Hz, CH (C1´)), 8.00 (s, 1H, 
CH (C6)), 9.76 (s, 1H, NH) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 11.7-12.8 (CH3Aromat), 19.8 (CH3), 20.1 (CH2), 20.5 (CH2), 22.6 (CH3), 23.7 
(CH3), 24.4 (CH2), 24.7 (CH2), 27.9 (CH3), 29.6 (CH), 31.1 (CH2), 31.2 (CH2), 31.4 (CH2), 32.6 (CH), 32.7 
(CH), 37.2 (CH2 (C2´), 37.4 (CH2), 61.3 (OCH2), 61.9 (CH2 (C5´)), 71.1 (CH (C3´)), 74.9 (C), 77.5 (C), 86.5 
(CH (C4´)), 87.4 (CH (C1´)), 89.4 (C), 99.3 (C5), 117.6 (C), 122.9 (Carom), 126.1 (Carom), 127.9 (Carom), 144.4 
(CH6), 147.6 (Carom), 148.2 (Carom), 149.6 (C2) , 161.8 (C4) 
Elementaranalyse für C41H62N2O7:  gef. C: 69.84, H: 8.60, N: 3.68 
ber. C: 70.86, H: 8.99, N: 4.03 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C41H63N2O7: gef.: 695.4645 
ber.: 695.4635 
 
5-Cholesterylpropargyl-2´desoxyuridin 127 (OK 388) 
770 mg (1.70 mmol) 2-Propargylcholesterol 109 werden in einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben unter Ar-
gonatmosphäre in 20 ml trockenem DMF in einen 60°C warmen Ultraschallbad gelöst. Anschließend gibt man 
der Lösung 50 mg (0.04 mmol) Pd(PPh3)4, 15 mg (0.08 mmol) CuI, 0.26 mL (1.70 mmol) Triethylamin und 300 
mg (0.85 mmol) 5-Iod-2´-desoxyuridin hinzu und lässt die orangebraune Lösung über Nacht unter Argonatmo-
sphäre bei Raumtemperatur rühren. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer mit Hilfe von Toluol wei-
testgehend entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen Reinigung (240 g Säule, CH2Cl2/MeOH 
9:1) 340 mg eines gelben Feststoffes (0.52 mmol, 61 %). 
RF-Wert = 0.22 (CH2Cl2/MeOH 9:1) 
1H NMR (CDCl3) δ(ppm) = 0.63 (s, 3H, CH3),  0.85 – 0.91 ( m, 12H, CH3),  1.01 – 1.43 (m, 16H, CH+CH2), 
1.90 (m, 6H, CH2), 2.20 (m, 2H, CH2 (C2´)), 2.36 (m, 2H, CH2), 3.31 (m, 1H, CHO), 3.71 (m, 2H, CH2 (C5´)), 
3.98 (m, 1H, CH (C4´)), 4.31 (s, 1H, CCH2-O)), 4.46 (s, 1H, CH (C3´), 5.31 (s, 1H, CH=), 6.14 (s, CH (C1´)), 
8.01 (s, 1H, CH (C6)), 9.98 (s, 1H, NH) 
4-183 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 11.7 (CH3), 18.6 – 46.1 (CH, CH2, CH3), 49.9 (CH), 55.9 (CH2O), 56.6 (CH), 62.1 
(CH2 (C5´)), 70.7 (CH (C3´)), 76.8 (C), 78.6 (CHO), 86.5 (CH (C4´)), 87.3 (CH (C1´)), 89.6 (C), 99.1 (C5), 
121.9 (=CH),  140.4 (C=), 144.4 (CH6), 149.5 (C2) , 161.9 (C4) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C39H59N2O: gef.: 651.4366 
ber.: 651.4368 
 
S2´-(Hexadecylmercapto)-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)-2´-desoxyuridin 130a (OK-282H) 
150 mg (0.29 mmol) S2´-(Hexadecylmercapto)-2´-desoxyuridin 70b werden in 10 ml trockenem Pyridin in ei-
nem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 100 mg (0.30 
mmol) DMTrCl und einer weiteren Zugabe von weiteren 100 mg (0.30 mmol) DMTrCl nach 30min, wird das 
Reaktionsgemisch nach einer weiteren 1 h mit 0.5 ml MeOH gequencht. Das Lösungsmittel wird am Rotations-
verdampfer weitestgehend entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (30g Säule, CycH/EtOAc 3:1 
mit 1% Et3N) gereinigt. Man erhält nach dem Abrotieren der relevanten Fraktionen 200 mg eines farblosen Fest-
stoffes (0.24 mmol, 90%). 
RF-Wert = 0.60 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.84 (t, 3H, J = 6 Hz, CH3), 1.24 (s, 26H, CH2), 1.55 (t, 2H, J = 7Hz, CH2), 2.63 (m, 2H, 
CH2), 3.49 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.54 (m, 1H, CH (C2´)), 3.79 (s, 6H, OCH3), 4.18 (m, 1H, CH(C4´)), 4.39 (m, 
1H, CH(C3´), 5.34 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.06 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 6.86 (d, 4H, J = 9 Hz, CHarom), 
7.26 (m, 9H, CHarom), 7.81(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.6-32.6 (CH2), 55.2 (OCH3), 55.9 (CH(C2´)), 63.3 (CH2(C5´)), 71.0 
(CH(C3´)), 84.7 (CH(C4´)), 87.3 (CH(C1´)), 102.6 (C5), 113.3 (CHarom), 128.0 (CHarom), 130.1 (CHarom), 134.8 
(Carom), 135.0 (Carom), 139.8 (C6),  144.1 (Carom), 150.2 (C2), 158.7 (O-Carom), 162.7 (C4)  
 
S2´-(d33-Hexadecylmercapto)-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)-2´-desoxyuridin 130b (OK-282D) 
300 mg (0.58 mmol) S2´-(Hexadecylmercapto)-2´-deoxyuridin 70c werden in 10 ml trockenem Pyridin in einem 
ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 200 mg (0.60 mmol) 
DMTrCl und einer weiteren Zugabe von weiteren 100 mg (0.30 mmol) DMTrCl nach 30min, wird das Reakti-
onsgemisch nach einer weiteren 1h mit 0.5 ml MeOH gequencht. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdamp-
fer weitestgehend entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (60g Säule, CycH/EtOAc 3:1 mit 1% 
Et3N) gereinigt. Man erhält nach dem Abrotieren der relevanten Fraktionen 410 mg eines farblosen Feststoffes 
(0.50 mmol, 90%). 
RF-Wert = 0.60 (CycH/EtOAc 1:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 3.49 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.54 (m, 1H, CH (C2´)), 3.79 (s, 6H, OCH3), 4.18 (m, 1H, 
CH(C4´)), 4.39 (m, 1H, CH(C3´), 5.34 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.06 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 6.86 (d, 4H, 
J = 9 Hz, CHarom), 7.26 (m, 9H, CHarom), 7.81(d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
4-184 
13C-NMR (CDCl3): δ = 55.2 (OCH3), 55.9 (CH(C2´)), 63.3 (CH2(C5´)), 71.0 (CH(C3´)), 84.7 (CH(C4´)), 87.3 
(CH(C1´)), 102.6 (C5), 113.3 (CHarom), 128.0 (CHarom), 130.1 (CHarom), 134.8 (Carom), 135.0 (Carom), 139.8 (C6),  
144.1 (Carom), 150.2 (C2), 158.7 (OCarom), 162.7 (C4) 
 
SS2´-(Octadecyldisulfanyl)-2´-desoxy -O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130c (OK-312) 
230mg (0.42 mmol) SS2´-(Octadecyldisulfanyl)-2’-desoxyuridin 90 werden in 10 ml trockenem Pyridin in einem 
ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 170 mg (0.50 mmol) 
DMTrCl und einer weiteren Zugabe von weiteren 170 mg (0.50 mmol) DMTrCl nach 16 h, wird das Reaktions-
gemisch nach weiteren 16 h mit 0.5 ml MeOH gequencht. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer 
weitestgehend entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (60g Säule, DCM/MeOH 9:1 mit 1% Et3N) 
gereinigt. Man erhält nach dem Abrotieren der relevanten Fraktionen 390 mg eines farblosen Feststoffes (0.42 
mmol, Quant). 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.85 (t, 3H, J = 6 Hz, CH3), 1.24 (s, 28H, CH2), 1.55 (t, 2H, J = 6.2 Hz, CH2),  2.60 (m, 
2H, CH2), 3.68 (m, 4H, CH(C4´)+ CH (C2´)+CH2 (C5´)), 3.79 (s, 6H, OCH3), 4.18 (m, 1H, CH(C3´), 5.40 (d, 
1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.06 (d, 1H, J = 9 Hz, CH(C1´)), 7.26 (m, 9H, CHarom), 7.80 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C-NMR (CDCl3): δ = 14.1 (CH3), 22.6-31.6 (CH2), 38.9 (SSCH2), 55.2 (OCH3), 58.6 (CH(C2´)), 63.0 
(CH2(C5´)), 71.2 (CH(C3´)), 85.5 (CH(C4´)), 89.1 (CH(C1´)), 102.6 (C5), 113.3 (CHarom), 128.0 (CHarom), 130.1 
(CHarom), 134.8 (Carom), 135.0 (Carom), 141.6 (C6),  144.1 (Carom), 150.8 (C2), 158.7 (O-Carom), 164.7 (C4) 
HRMS (ESI) m/z (M+H+) C48H67N2O7S2: gef.: 847.4407 
ber.: 847.4390 
 
5-(Tocopheroxyprop-1-ynyl)-2´-desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130d (OK 359) 
550 mg (0.79 mmol) 5-(Tocopheroxyprop-1-ynyl)-2´-desoxyuridin 128 werden in 5 ml trockenem Pyridin in 
einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 270 mg (0.81 
mmol) DMTrCl und einer weiteren Zugabe von weiteren 100 mg (0.30 mmol) DMTrCl nach 30min, wird das 
Reaktionsgemisch nach weiteren 16 h mit 0.5 ml MeOH gequencht. Das Lösungsmittel wird am Rotationsver-
dampfer weitestgehend entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (80g Säule, CH2Cl2/MeOH 24:1 
mit 1% Et3N) gereinigt. Man erhält nach dem Abrotieren der relevanten Fraktionen 350 mg eines farblosen Fest-
stoffes (0.35 mmol, 44 %). 
RF-Wert = 0.37 (CH2Cl2/MeOH 30:1) 
1H NMR (CDCl3) δ(ppm) = 0.86 (m, 12H, CH3), 1.10 – 1.76 (m, 27H, CH/CH2), 2.05 (s, 3H, CH3), 2.14 (s, 3H, 
CH3), 2.18 (s, 3H, CH3), 2.33 (m, 2H, CH2), 2.51 (m, 1H, CH), 2.53 (m, 2H, CH2 (C2´)), 3.37 (m, 2H, CH2 
(C5´)), 3.74 (s, 6H, OCH3), 4.10 (m, 1H, CH (C4´)), 4.28 (d, 2H, J = 1.2 Hz, CCH2O), 4.51 (m, 1H, CH (C3´)), 
6.27 (t, 1H, J = 9 Hz, CH (C1´)), 6.83 (d, 4H, J = 8.7 Hz, CHarom)), 7.18 – 7.45 (m, 9H, CHarom), 8.00 (s, 1H, CH 
(C6)) 
4-185 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 11.7-12.9 (CH3Aromat), 19.8 (CH3), 20.1 (CH2), 20.5 (CH2), 22.6 (CH3), 23.7 
(CH3), 24.4 (CH2), 24.7 (CH2), 27.9 (CH3), 29.6 (CH), 31.1 (CH2), 31.2 (CH2), 31.4 (CH2), 32.6 (CH), 32.7 
(CH), 37.2 (CH2 (C2´), 37.4 (CH2), 55.2 (OCH3), 60.9 (CH2-O), 63.5 (CH2 (C5´)), 72.3 (CH (C3´)), 74.9 (C), 
77.5 (C), 85.8 (CH (C4´)), 86.3 (CH (C1´)), 87.0 (C), 89.9 (C), 99.7 (C5), 113.3 (C), 117.6 (C), 122.9 (Carom), 
126.1 (Carom), 126.9 (Carom), 127.9 (Carom), 128.0 (CHarom), 128.5 (CHarom), 128.6 (CHarom), 135.4 (Carom), 135.4 
(Carom), 142.9 (CH6), 144.2 (CHarom), 147.8 (Carom), 148.1 (Carom), 149.2 (C2) , 158.6 (COMe), 161.2 (C4) 
HRMS (ESI) m/z (M+Na+) C62H80N2O9Na:  gef.: 1019.5533 
ber.: 1019.5756 
 
5-(Cholesterylpropargyl)-2´-desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130e (OK 390) 
340 mg (0.52 mmol) 5-Cholesterylpropargyl-2´-desoxyuridin 129 werden in 5 ml trockenem Pyridin in einem 25 
ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 270 mg (0.81 mmol) DMTrCl und einer 
weiteren Zugabe von weiteren 100 mg (0.30 mmol) DMTrCl nach 30min, wird das Reaktionsgemisch nach wei-
teren 16 h mit 0.5 ml MeOH gequencht. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer weitestgehend ent-
fernt und der Rückstand säulenchromatographisch (80g Säule, CH2Cl2/MeOH 24:1 mit 1% Et3N) gereinigt. Man 
erhält nach dem Abrotieren der relevanten Fraktionen 280 mg eines farblosen Feststoffes (0.28 mmol, 54 %) und 
150 mg Edukt (0.23 mmol, 44%). 
RF-Wert = 0.27 (CH2Cl2/MeOH 20:1) 
1H NMR (CDCl3): δ(ppm) = 0.63 (s, 3H, CH3), 0.85 – 0.91 ( m, 12H, CH3),  1.01 – 1.43 (m, 16H, CH+CH2), 
1.90 (m, 6H, CH2), 2.30 (m, 2H, CH2 (C2´)), 2.36 (m, 2H, CH2), 3.33 (m, 1H, CHO + (C5´)), 3.79 (s, 6H, 
OCH3), 4.11 (m, 2H, CH (C4´ + CCH2O)), 4.55 (s, 1H, CH (C3´), 5.30 (s, 1H, CH=), 6.29 (s, CH (C1´)), 6.82 (m, 
4H, CHarom), 7.30 (m, 10H, CHarom), 8.01 (s, 1H, CH (C6)) 
13C NMR (CDCl3): δ(ppm) = 11.7 (CH3), 18.6 – 46.1 (CH, CH2, CH3), 50.0 (CH), 55.6 (OCH3), 56.1 (CH2O), 
56.6 (CH), 63.6 (CH2 (C5´)), 71.9 (CH (C3´)), 77.4 (C), 78.2 (CHO), 86.5 (CH (C4´)), 86.4 (CH (C1´)), 91.0 (C), 
98.9 (C5), 113.1 (CHarom), 121.7 (=CH), 126.8 – 131.9 (CHarom), 135.4 (Carom), 135.5 (Carom), 140.5 (C), 144.5 
(CH6), 149.5 (C2) , 158.5 (C4) 
 
SS2´-((11-Pyrenyl)undecandisulfidyl)-2´-desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130f (OK 410) 
895 mg (1.38 mmol) SS2´-((11-pyrenyl)undecandisulfidyl)-2´-desoxyuridin 92 werden in 20 ml trockenem Pyri-
din in einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 510 mg 
(2.20 mmol) DMTrCl und einer weiteren Zugabe von weiteren 100 mg (0.30 mmol) DMTrCl nach 30min, wird 
das Reaktionsgemisch nach weiteren 48 h mit 0.5 ml MeOH gequencht. Das Lösungsmittel wird am Rotations-
verdampfer weitestgehend entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch (120g Säule, CycH/EtOAc 3:1 
mit 1% Et3N) gereinigt. Man erhält nach dem Abrotieren der relevanten Fraktionen 590 mg eines gelben Fest-
stoffes (0.63 mmol, 45 %). 
RF-Wert = 0.32 (CycH/EtOAc 3:1) 
4-186 
1H-NMR (CDCl3): δ = 1.28 (s, 14H, CH2), 1.36 (m, 2H, CH2), 1.48 (m, 2H, CH2), 1.72 (m, 2H, SSCH2-CH2), 
2.54 (t, 2H, J = 7.2 Hz, SSCH2), 3.28 (m, 4H, PyrenCH2 + CH2(C5´)), 3.51 (m, 1H, CH (C2´)  3.66 (s, 6H, 
OCH3), 4.00 (m, 1H, CH(C4´)), 4.43 (m, 1H, CH(C3´), 5.22 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 6.14 (d, 1H, J = 9 Hz, 
CH(C1´)), 6.70 (d, 4H, J = 8.7 Hz, CHarom), 7.10 – 7.29 (m, 9H, CHarom), 7.56 - 8.18 (m, 9H, CH(C6) + CHarom) 
13C-NMR (CDCl3): δ =  27.9 - 31.4 (CH2), 33.0 (PyrenCH2), 38.7 (SSCH2), 54.7 (OCH3), 60.6 (CH(C2´)), 63.0 
(CH2(C5´)), 72.0 (CH(C3´)), 84.4 (CH(C1´)),  86.9 (C), 87.2 (CH(C4´)), 101.1 (C5), 112.8 (CHarom), 123.4 – 
131.4 (C/CHarom), 134.5 (Carom),  134.7 (Carom), 136.9 (Carom), 139.7 (CH6), 143.9 (Carom), 150.0 (C2), 158.2 
(Carom), 162.4 (C4) 
 
O2´-((Dioctadecylamino)ethylcarbamoyl))-2´-desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130f (OK-382) 
170 mg (0.20 mmol) O2´-((Dioctadecylamino)ethylcarbamoyl))-2´-desoxyuridin 65 werden in 5 ml trockenem 
Pyridin in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben unter Argonatmosphäre gelöst. Nach der Zugabe von 150 
mg (0.30 mmol) 4,4´-Dimethoxytritylchlorid und einer weiteren Zugabe von weiteren 150 mg (0.30 mmol) 4,4´-
Dimethoxytritylchlorid nach 30 min, wird das Reaktionsgemisch nach weiteren 16 h mit 0.5 ml MeOH ge-
quencht. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer weitestgehend entfernt und der Rückstand säulench-
romatographisch (80g Säule, CH2Cl2/MeOH 19:1 mit 1% Et3N) gereinigt. Man erhält nach dem Abrotieren der 
relevanten Fraktionen 110 mg eines farblosen Feststoffes (0.09 mmol, 45 %). 
RF-Wert = 0.38 (CH2Cl2/MeOH 19:1) 
1H-NMR (CDCl3): δ = 0.87 (t, 6H, J = 6.3 Hz, CH3), 1.22 (s, 40H, CH2), 1.72 (m, 2H, CH2), 2.55 (m, 6H, 
CH2N), 3.44 (m, 2H, CH2 (C5´)), 3.52 (m, 2H, CH2NH), 3.76 (s, 6H, OCH3), 4.13 (m, 1H, CH (C4´)), 4.56 (m, 
1H, CH (C3´)), 5.25 (d, 1H, J = 5.1 Hz, CH (C2´)),  5.31 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C5)), 5.87 (d, 1H, J = 4.5 Hz, 
CH(C1´)), 6.82 (m, 4H, CHarom) 7.14 – 7.29 (m, 10H, CHarom), 7.81 (d, 1H, J = 8 Hz, CH(C6)) 
13C NMR (CDCl3) δ(ppm) = 14.0 (CH3), 22.6 – 29.7 (CH2), 31.9 (CH2), 39.5 (NHCH2), 52.9 (CH2N), 53.1 
(CH2N), 55.1 (OCH3), 62.4 (CH2(C5´)), 69.9 (CH(C3´)), 76.3 (CH(C2´)), 83.5 (CH(C4´)), 86.7 (CH(C1´)), 86.9 




dimethoxytrityl)uridin 131a (OK-301H) 
In einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben werden unter Argonatmosphäre 710 mg (0.90 mmol) S2´-
(Hexadecylmercapto)-2´desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130a in 20 ml trockenem Dichlormethan ge-
löst. Nachdem man der Lösung 330 μl (1.00 mmol) CyTIPP und 2.30 ml einer 0.45 M Tetrazollösung (in Aceto-
nitril) hinzugefügt hat, lässt man das Reaktionsgemisch für 2 h bei Raumtemperatur rühren und verfolgt den 
Reaktionsfortschritt mittels DC. Nach dem Einengen der Mischung am Rotationsverdampfer erhält man nach der 
säulenchromatographischen Reinigung (60g Säule, CH2Cl2/MeOH/Et3N 18:2:1) 620 mg eines farblosen Feststof-




dimethoxytrityl)uridin 131b (OK-301D) 
In einem ausgeheizten 50 ml Schlenkkolben werden unter Argonatmosphäre 240 mg (0.30 mmol) S2´-(d33-
Hexadecylmercapto)-2´-desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130b in 15 ml trockenem Dichlormethan ge-
löst. Nachdem man der Lösung 100 μl (0.33 mmol) CyTIPP und 0.80 ml einer 0.45 M Tetrazollösung (in Aceto-
nitril) hinzugefügt hat, lässt man das Reaktionsgemisch für 2 h bei Raumtemperatur rühren und verfolgt den 
Reaktionsfortschritt mittels DC. Nach dem Einengen der Mischung am Rotationsverdampfer erhält man nach der 
säulenchromatographischen Reinigung (60g Säule, CH2Cl2/MeOH/Et3N 20:2:1) 290 mg eines farblosen Feststof-
fes. (0.28 mmol, 95 %) 
 
SS2´-(Octadecyldisulfanyl)-2’-deoxy-O3´-(2-cyanoethyldiisopropylphosphoramidit)-O5´-(4,4´-
dimethoxytrityl)uridin 131c  
295 mg (0.30 mmol) SS2´-(Octadecyldisulfanyl)-2’-deoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130c werden in 
einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben über Nacht bei ca. 3•10-4 mbar getrocknet und anschließend unter 
Argonatmosphäre in 10 ml trockenem Dichlormethan gelöst. Nach der Zugabe von 40 mg (0.33 mmol) 4,5-
Dicyanoimidazol und 0.10 ml (0.33 mmol) CyTIPP rührt das Reaktionsgemisch für 3 h bei Raumtemperatur. 
Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen 
Reinigung (60g Säule, CH2Cl2/MeOH 30:1+ 1% Et3N) 350 mg eines farblosen Feststoffes (0.29 mmol, Quant.). 
RF-Wert = 0.28 (CH2Cl2/MeOH 30:1) 
 
5-(Tocopheroxyprop-1-ynyl)-2´-desoxy-O3´-(2-cyanoethyldiisopropylphosphoramidit)-O5´-(4,4´-
dimethoxytrityl)uridin 131d (OK-359) 
265 mg (0.27 mmol) 5-(Tocopheroxyprop-1-ynyl)-2´-desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)-uridin 130d werden in 
einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben über Nacht bei ca. 3•10-4 mbar getrocknet und anschließend unter 
Argonatmosphäre in 10 ml trockenem Dichlormethan gelöst. Nach der Zugabe von 35 mg (0.29 mmol) 4,5-
Dicyanoimidazol und 0.10 ml (0.29 mmol) CyTIPP rührt das Reaktionsgemisch für 3 h bei Raumtemperatur. 
Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen 
Reinigung (60g Säule, CycH/EtOAc 2:1 -> 1:1) 250 mg eines farblosen Feststoffes (0.21 mmol, 78%) 
RF-Wert = 0.71 (CH2Cl2/MeOH 30:1) 
1H NMR (CDCl3): δ(ppm) = 0.86 (m, 12H, CH3), 1.10 – 1.64 (m, 27H, CH/CH2), 1.85 (m, 9H, CH3), 1.94 (s, 
12H, CH3), 2.13 (m, 2H, CH2 (C2´)), 2.33 (m, 2H, CH2), 2.51 (m, 1H, CH),  2.39 (m, 2H, CH2CN), 3.27 (m, 2H, 
CH2 (C5´)), 3.55( m, 2H, CH2OP), 3.62 (s, 6H, OCH3), 4.08 (m, 1H, CH (C4´)), 4.09 (d, 2H, J = 1.2 Hz, 
CCH2O), 4.49 (m, 1H, CH (C3´)), 6.10 (t, 1H, J = 9 Hz, CH (C1´)), 6.72 (d, 4H, J = 8.7 Hz, CHarom)), 7.16 – 
7.31(m, 9H, CHarom), 7.93 (s, 1H, CH (C6)) 
4-188 
13C NMR (CDCl3): δ(ppm) = 11.5-12.6 (CH3Aromat), 19.4 (CH3), 20.0 (CH2), 20.3 (CH2CN), 20.9 (CH2), 22.4 
(CH3), 23.2 (CH3), 23.6 (CH3), 24.5 (CH2), 24.9 (CH2), 27.9 (CH3), 29.6 (CH), 31.4 (CH2), 31.7 (CH2), 31.9 
(CH2), 32.6 (CH), 32.7 (CH), 36.8 (CH2 (C2´), 38.8 (CH2), 42.8 (CH), 54.7 (OCH3), 60.5 (CH2-O), 63.5 (CH2 
(C5´)), 72.3 (CH (C3´)), 74.4 (C), 77.5 (C), 85.8 (CH (C4´)), 86.3 (CH (C1´)), 87.0 (C), 89.9 (C), 98.8 (C5), 
112.8 (C), 116.3 (C), 122.9 (Carom), 126.4 (Carom), 126.5 (Carom), 127.4 (Carom), 127.5 (CHarom), 128.5 (CHarom), 
129.65 (CHarom), 134.9 (Carom), 135.4 (Carom), 142.9 (CH6), 144.2 (CHarom), 147.8 (Carom), 148.1 (Carom), 148.6 
(C2) , 158.6 (COMe), 158.1 (C4) 
31P NMR (CDCl3): δ(ppm) = 149.34 
 
5-(Cholesteryloxyprop-1-ynyl)-2´-desoxy-O3´-(2-cyanoethyldiisopropylphosphoramidit)-O5´-(4,4´-
dimethoxytrityl)uridin 131e (OK-413) 
475 mg (0.50 mmol) 5-(Cholesteryloxyprop-1-ynyl)-2´-desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130e werden in 
einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben über Nacht bei ca. 3•10-4 mbar getrocknet und anschließend unter 
Argonatmosphäre in 15 ml trockenem Dichlormethan gelöst. Nach der Zugabe von 80 mg (0.66 mmol) 4,5-
Dicyanoimidazol und 0.20 ml (0.66 mmol) CyTIPP rührt das Reaktionsgemisch für 3 h bei Raumtemperatur. 
Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen 
Reinigung (60g Säule, CycH/EtOAc 2:1 -> 1:1) 180 mg eines farblosen Feststoffes (0.15 mmol, 31%). 
RF-Wert = 0.61 (CycH/EtOAc 2:1) 
31P NMR (CDCl3): δ(ppm) = 150.14 
 
SS2´-((11-Pyrenyl)undecandisulfidyl)-2´-desoxy-O3´-(2-cyanoethyldiisopropylphosphor-amidit)-O5´-(4,4´-
dimethoxytrityl)uridin 131f (OK-412) 
190 mg (0.20 mmol) SS2´-((11-Pyrenyl)undecandisulfidyl)-2´-desoxy-O5´-(4,4´-dimethoxytrityl)uridin 130f 
werden in einem ausgeheizten 25 ml Schlenkkolben über Nacht bei ca. 3•10-4 mbar getrocknet und anschließend 
unter Argonatmosphäre in 10 ml trockenem Dichlormethan gelöst. Nach der Zugabe von 40 mg (0.33 mmol) 4,5-
Dicyanoimidazol und 0.10 mL (0.33 mmol) CyTIPP rührt das Reaktionsgemisch für 3 h bei Raumtemperatur. 
Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und man erhält nach der säulenchromatographischen 
Reinigung (60g Säule, CycH/EtOAc 2:1 -> 1:1) 60 mg eines gelben Öles (0.05 mmol, 25%) 
RF-Wert = 0.81 (CycH/EtOAc 2:1) 
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Anhang 
S2´-(Hexadeylmercapto)uridin OK 268 
Identification code d:\x-data\kacz1 
Empirical formula C25 H44 N2 O5 S 
Formula weight 484.68 
Temperature   100(2) K 
Wavelength 0.71073 A 
Crystal system, space group Monoclinic,  P 21 
Unit cell dimensions a = 7.4662(15) A alpha = 90 deg 
b = 5.5675(7) A beta = 92.569(18) deg 
c = 33.317(9) A gamma = 90 deg. 
Volume 1383.5(5) A3 
Z, Calculated density 2, 1.163 Mg/m3 
Absorption coefficient 0.152 mm-1 
F(000) 528 
Crystal size 0.60 x 0.20 x 0.05 mm 
Theta range for data collection 3.22 to 23.78 deg. 
Limiting indices -8<=h<=8, -5<=k<=6, -37<=l<=37 
Reflections collected / unique 12447 / 4014 [R(int) = 0.2407] 
Completeness to theta = 23.78 98.3 % 
Max. and min. transmission 0.9925 and 0.9145 
Refinement method Full-matrix least-squares on F2 
Data / restraints / parameters 4014 / 1 / 161 
Goodness-of-fit on F2 1.658 
Final R indices [I>2sigma(I)] R1 = 0.2331, wR2 = 0.5058 
R indices (all data) R1 = 0.3132, wR2 = 0.5508 
Absolute structure parameter 0.0(6) 
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Largest diff. peak and hole 1.099 and -0.622 e.A-3 
 
Tabelle 8: Atomic coordinates ( x 104) and equivalent isotropic displacement parameters A2 x 103) for OK-
268. U(eq) is defined as one third of the trace of the orthogonalized Uij tensor 
 X Y Z U(eq) 
C(1) -5150(30) -1700(40) -8585(6) 72(6) 
C(2) -7030(30) -1780(40) -8406(6) 56(5) 
C(3) -8110(20) -2230(40) -8770(5) 48(4) 
C(4) -5290(30) -3620(40) -8911(5) 52(5) 
C(5) -9080(30) 70(40) 8948(7) 74(7) 
C(6) -2740(30) -5070(40) -9307(6) 54(5) 
C(7) -1890(20) -2770(30) -9895(5) 46(5) 
C(8) -3360(30) -1000(40) -9825(6) 54(5) 
C(9) -4290(30) -1330(40) -9504(6) 54(5) 
C(10) -2770(30) 520(40) -8062(6) 61(5) 
C(11) -1120(30) 430(40) -7773(6) 68(6) 
C(12) -360(30) 2810(50) -7618(6) 65(5) 
C(13) 1330(30) 2760(50) -7391(6) 62(5) 
C(14) 1940(30) 5180(50) -7242(7) 85(7) 
C(15) 3970(30) 5140(40) -7051(6) 62(6) 
C(16) 4780(30) 7620(60) -6944(7) 88(7) 
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C(17) 6460(30) 7450(50) -6738(7) 76(6) 
C(18) 7190(30) 9820(40) -6615(7) 69(6) 
C(19) 9210(40) 9790(50) -6390(8) 86(7) 
C(20) 9810(40) 12130(60) -6270(8) 94(8) 
C(21) 11790(40) 12110(60) -6068(9) 109(10) 
C(22) 12380(40) 14630(50) -5934(8) 89(8) 
C(23) 14420(50) 14550(70) -5725(10) 115(10) 
C(24) 15080(60) 17060(110) -5546(14) 189(19) 
C(25) 17260(50) 17340(90) -5367(10) 141(12) 
N(1) -4153(18) -3220(30) -9246(4) 41(3) 
N(2) -1780(20) -4530(30) -9626(4) 53(4) 
O(1) -7118(16) -3240(20) -9084(3) 53(3) 
O(2) -7055(16) -3800(30) -8146(5) 83(5) 
O(3) -7675(18) 1780(20) -8983(6) 82(5) 
O(4) -2553(17) -6640(20) -9087(4) 61(4) 
O(5) -1026(16) -2670(30) -10196(4) 66(4) 
S(1) -3178(7) -2385(10) -8260(2) 67(2) 
 












































































































































































































































Symmetry transformations used to generate equivalent atoms: 
Tabelle 10: Anisotropic displacement parameters (A2x103) for OK-268. The anisotropic displacement factor 
exponent takes the form: -2 pi2 [h2 a•2 U11 + 2 h k a• b• U12] 
 U11 U22 U33 U23 U13   U12 
O(2) 11(6) 117(15) 121(13) 27(11) 3(7) -8(7) 
O(3) 44(8) 9(6) 191(17) 4(8) -5(9) 7(5) 
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O(4) 40(7) 33(8) 111(11) 22(7) 22(7) 22(6) 
O(5) 50(8) 67(10) 85(9) 9(8) 31(7) 26(8) 
S(1) 49(3) 40(3) 113(4) 4(3) 5(3) 28(3) 
 
Tabelle 11: Hydrogencoordinates (x 104) and isotropic displacement parameters (A2x103) for OK-268  
 x y z U(eq) 
H(1) -4980 -97 -8714 87 
H(2) -7359 -247 -8270 68 
H(3) -9063 -3416 -8703 58 
H(4) -5137  -5267 -8796 63 
H(5A) -9668 -271 -9214 89 
H(5B) -9988 668 -8765 89 
H(8) -3599 303 -10004 65 
H(9) -5151 -136 -9447 65 
H(10A) -2564 1659 -8283 73 
H(10B) -3826 1073 -7918 73 
H(11A) -1427 -553 -7538 81 
H(11B) -159 -433 -7909 81 
H(12A) -223 3876 -7852 77 
H(12B) -1256 3552 -7448 77 
H(13A) 2259 2088 -7563 74 
H(13B) 1225 1674 -7159 74 
H(14A) 1120 5736 -7036 101 
H(14B) 1861 6335 -7468 101 
H(15A) 3999 4144 -6805 75 
H(15B) 4748 4347 -7245 75 
H(16A) 4908 8555 -7194 105 
H(16B) 3945 8503 -6775 105 
4-225 
H(17A) 7318 6645 -6914 91 
H(17B) 6349 6434 -6496 91 
H(18A) 6348 10573 -6432 83 
H(18B) 7230 10844 -6857 83 
H(19A) 9197 8747 -6150 104 
H(19B) 10078 9101 -6575 104 
H(20A) 8975 12793 -6076 112 
H(20B) 9783 13191 -6508 112 
H(21A) 11828 11025 -5833 131 
H(21B) 12635 11481 -6263 131 
H(22A) 11539 15265 -5740 106 
H(22B) 12360 15714 -6170 106 
H(23A) 14454 13350 -5506 138 
H(23B) 15264 14024 -5928 138 
H(24A) 14294 17476 -5324 227 
H(24B) 14870 18286 -5758 227 
H(25A) 17495 16178 -5149 169 
H(25B) 17465 18968 -5265 169 
H(25C) 18070 17017 -5584 169 
H(2N) -913 -5559 -9666 64 
H(2O) -6168 -3731 -7981 125 
H(3O) -8111 3097 -9064 122 
 

























































Arabino-O2,O2´-Anhydro(O3´,O5´-tetraisopropyldisilyl)uridin OK 321 
Identification code d:\x-data\kacz2 
Empirical formula C22 H37 Cl3 N2 O6 Si2  
Formula weight 588.07 
Temperature   150(2) K 
Wavelength 0.71073 A 
Crystal system, space group Monoclinic,  P 21 
Unit cell dimensions a = 8.104 A   alpha = 90 deg. 
b = 10.382 A    beta = 91.08 deg. 
c = 16.842 A   gamma = 90 deg. 
Volume 1416.8  A3 
Z, Calculated density 2,  1.379 Mg/m3 
Absorption coefficient 0.447 mm-1 
F(000)   620 
Crystal size 0.52 x 0.32 x 0.24 mm 
Theta range for data collection 2.30 to 25.89 deg. 
Limiting indices -9<=h<=9, -12<=k<=12, -20<=l<=20 
Reflections collected / unique 10250 / 5476 [R(int) = 0.0161] 
Completeness to theta = 25.89     99.5 % 
Absorption correction   None 
Max. and min. transmission 0.9004 and 0.8009 
Refinement method Full-matrix least-squares on F2 
Data / restraints / parameters 5476 / 1 / 373 
Goodness-of-fit on F2 1.044 
Final R indices [I>2sigma(I)] R1 = 0.0289, wR2 = 0.0698 
R indices (all data) R1 = 0.0315, wR2 = 0.0705 
Absolute structure parameter -0.02(5) 
Largest diff. peak and hole 0.651 and -0.418 e e.A-3 
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Tabelle 13: Atomic coordinates ( x 104) and equivalent isotropic displacement parameters A2x 103 for OK-
321. U(eq) is defined as one third of the trace of the orthogonalized Uij tensor 
 X Y Z U(eq) 
C(1) 1424(4) 6701(3) 2804(2) 50(1) 
C(2) 3126(5) 6644(4) 3065(3) 77(1) 
C(3) 941(4) 5785(3) 2132(2) 40(1) 
C(4) -1744(3) 8324(2) 2617(1) 24(1) 
C(5) -2393(4) 7773(3) 3396(2) 46(1) 
C(6) -2466(3) 9666(3) 2454(2) 34(1) 
C(7) 817(3) 11824(2) 3928(2) 27(1) 
C(8) -132(4) 11369(3) 4643(2) 44(1) 
C(9) 1521(4) 13170(3) 4064(2) 54(1) 
C(10) 4030(3) 10118(2) 4245(1) 25(1) 
C(11) 3406(4) 9421(3) 4983(2) 47(1) 
C(12) 5181(4) 11200(4) 4502(2) 67(1) 
C(13) 2307(3) 11670(2) 2096(1) 21(1) 
C(14) 2545(3) 10832(2) 1383(1) 20(1) 
C(15) 4221(3) 10061(2) 430(1) 18(1) 
C(16) 7261(3) 10115(2) 57(1) 19(1) 
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C(17) 8639(3) 9406(2) 4(1) 19(1) 
C(18) 8645(2) 8054(2) 227(1) 17(1) 
C(19) 5948(2) 8291(2) 584(1) 15(1) 
C(20) 3269(3) 8896(2) 747(1) 20(1) 
C(21) 2590(2) 9386(2) 1533(1) 19(1) 
C(22) 6468(3) 3193(2) 2003(1) 26(1) 
O(1) 1021(2)   8881(2) 1719(1) 23(1) 
O(2) 1296(2) 9348(2) 3276(1) 22(1) 
O(3) 3266(2) 11257(2) 2770(1) 20(1) 
O(4) 4150(2) 11040(1) 1031(1) 19(1) 
O(5) 4475(2) 7864(2) 844(1) 21(1) 
O(6) 9845(2) 7343(2) 119(1) 24(1) 
Si(1) 552(1) 8344(1) 2610(1) 19(1) 
Si(2) 2337(1) 10627(1) 3551(1) 17(1) 
Cl(1) 5199(1) 4467(1) 1674(1) 49(1) 
Cl(2) 7302(1) 3552(1) 2948(1) 45(1) 
Cl(3) 8031(1) 2908(1) 1314(1) 32(1) 
N(1) 5865(2) 9540(2) 358(1) 17(1) 
N(2) 7210(2) 7538(2) 555(1) 17(1) 
 

































































































































































































































Symmetry transformations used to generate equivalent atoms: 
Tabelle 15: Anisotropic displacement parameters (A2x103 for OK-321. The anisotropic displacement factor 
exponent takes the form: -2 pi2[h2 a•2 U11 + 2 h k a• b• U12] 
 U11 U22 U33 U23 U13 U12 
C(1) 62(2) 23(1) 65(2) -12(1) -33(2) 16(1) 
C(2) 77(3) 43(2) 108(3) -28(2) -55(2) 29(2) 
C(3) 46(2) 22(1) 52(2) -11(1) -8(1) 2(1) 
C(4) 22(1) 29(1) 21(1) -1(1) 0(1) -8(1) 
C(5) 47(2) 51(2) 41(2) 8(1) 16(1) -16(2) 
C(6) 21(1) 42(2) 38(1) 5(1) -3(1) 4(1) 
C(7) 26(1) 26(1) 28(1) -8(1) -1(1) 6(1) 
C(8) 39(2) 45(2) 48(2) -13(1) 19(1) 5(1) 
C(9) 64(2) 27(2) 73(2) -19(1) 28(2) 0(1) 
C(10) 21(1) 30(1) 25(1) -3(1) -4(1) 1(1) 
C(11) 41(2) 56(2) 44(2) 26(1) -10(1) -5(1) 
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C(12) 62(2) 76(3) 59(2) 26(2) -39(2) -41(2) 
C(13) 21(1) 21(1) 22(1) 0(1) 1(1) 6(1) 
C(14) 17(1) 24(1) 18(1) -2(1) -1(1) 5(1) 
C(15) 17(1) 22(1) 15(1) -3(1) -1(1) 5(1) 
C(16) 25(1) 15(1) 16(1) 3(1) 4(1) -3(1) 
C(17) 20(1) 19(1) 18(1) -1(1) 4(1) -4(1) 
C(18) 18(1) 17(1) 15(1) -4(1) -1(1) 0(1) 
C(19) 18(1) 15(1) 13(1) -4(1) 0(1) -4(1) 
C(20) 15(1) 23(1) 22(1) -8(1) -3(1) 1(1) 
C(21) 13(1) 25(1) 21(1) -5(1) -1(1) -1(1) 
C(22) 26(1) 29(1) 23(1) 2(1) 1(1) 1(1) 
O(1) 15(1) 32(1) 21(1) -7(1) 0(1) -5(1) 
O(2) 24(1) 20(1) 21(1) -3(1) -3(1) -3(1) 
O(3) 20(1) 21(1) 19(1) -4(1) -1(1) 0(1) 
O(4) 20(1) 18(1) 19(1) -4(1) 3(1) 2(1) 
O(5) 17(1) 16(1) 29(1) -3(1) 6(1) -3(1) 
O(6) 20(1) 22(1) 29(1) -5(1) 3(1) 3(1) 
Si(1) 19(1) 16(1) 21(1) -4(1) -5(1) 1(1) 
Si(2) 16(1) 18(1) 17(1) -5(1) -2(1) 1(1) 
Cl(1) 49(1) 59(1) 40(1) 18(1) 8(1) 28(1) 
Cl(2) 58(1) 55(1) 23(1) -1(1) -8(1) 1(1) 
Cl(3) 30(1) 37(1) 31(1) 0(1) 7(1) 3(1) 
N(1) 18(1) 14(1) 17(1) 1(1) 0(1) 2(1) 






Tabelle 16: Hydrogen coordinates ( x 104) and isotropic displacement parameters (A2x 103) for OK-321 
 X Y Z U(eq) 
H(1) 796 6379 3269 60 
H(2A) 3428 5748 3179 92 
H(2B) 3277 7164 3547 92 
H(2C) 3831 6981 2647 92 
H(3A) 1404 4930 2242 48 
H(3B) 1372 6111 1631 48 
H(3C) -265 5725 2092 48 
H(4) -2060(30) 7790(30) 2190(15) 29(7) 
H(5A) -2001 8304 3841 55 
H(5B) -1991 6889 3465 55 
H(5C) -3602 7772 3378 55 
H(6A) -2044 9996 1952 40 
H(6B) -2144 10250 2887 40 
H(6C) -3673 9609 2419 40 
H(7) 120(40) 11910(30) 3564(19) 44(9) 
H(8A) 621 11299 5103 52 
H(8B) -623 10525 4529 52 
H(8C) -1007 11989 4759 52 
H(9A) 639 13750 4230 65 
H(9B) 1994 13489 3570 65 
H(9C) 2383 13135 4480 65 
H(10) 4700(40) 9570(40) 3940(20) 58(10) 
H(11A) 2730 8680 4819 56 
H(11B) 2738 10014 5296 56 
H(11C) 4349 9121 5305 56 
H(12A) 4609 11773 4868 80 
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H(12B) 5517 11688 4034 80 
H(12C) 6160 10836 4769 80 
H(13A) 1150(30) 11630(20) 2207(13) 13(5) 
H(13B) 2620(30) 12570(30) 1930(16) 33(7) 
H(14) 1680(30) 10960(20) 971(14) 21(6) 
H(153) 3820(30) 10390(30) -48(15) 23(6) 
H(16) 7180(30) 11010(30) -85(14) 24(6) 
H(17) 9540(30) 9800(30) -218(15) 26(7) 
H(20) 2450(30) 8640(30) 411(14) 24(6) 
H(21) 3460(30) 9260(30) 1957(14) 24(6) 
H(22) 5870(30) 2550(30) 2033(15) 25(7) 
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